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Bien que le changement dans le choix des substrats énergétiques des acides gras 
(AGs) vers les glucides soit considéré comme bénéfique pour le cœur insuffisant, il 
n’est pas clair à savoir pourquoi les patients atteints de désordres de la β-oxydation 
(β-OX) des AGs à chaîne longue (AGCLs) développent des troubles du rythme et des 
cardiomyopathies. De plus, le traitement actuel ne permet  pas de prévenir 
l’apparition du phénotype clinique chez tous les patients, spécifiquement en condition 
de jeûne ou de stress. Ainsi, plusieurs modèles de souris déficientes pour des 
enzymes impliquées dans l’oxydation des acides gras ont été développés de manière à 
améliorer les connaissances de la maladie ainsi que les traitements offerts aux 
patients.  
À cet égard, cette étude vise à évaluer le phénotype métabolique et fonctionnel des 
cœurs de souris déficientes pour le récepteur activé de la prolifération des 
peroxysomes-α  (PPARα), un facteur de transcription des gènes impliqués notamment 
dans la β-OX des AGs, et pour la déshydrogénase des acyl-CoA à très longue chaîne 
(very-long chain acyl-CoA dehydrogenase, VLCAD), le déficit de l’oxydation des 
AGCLs le plus commun chez l’humain. L’approche expérimentale utilisée comprend 
plusieurs techniques dont (i) la perfusion ex vivo de cœur de souris au travail 
combinée à l’utilisation de substrats marqués au carbone 13 (13C) et à l’analyse par 
chromatographie gazeuse-spectrométrie de masse (GCMS), (ii) l’analyse de 
l’expression génique par qPCR et (iii) l’analyse de l’activité électrique du cœur in 
vivo par télémétrie. De manière inattendue, les résultats de cette étude menée chez la 
souris ont permis de mettre en évidence que des déficits pour des protéines 
impliquées dans l’oxydation des AGCLs sont associés à des altérations du 
métabolisme (i) des glucides, (ii) des AGs polyinsaturés (AGPIs), et (iii) 
mitochondrial, incluant l’anaplérose, en plus d’être liés à des désordres de la fonction 
électrique du cœur, à savoir une prolongation du segment QTc. Pris dans leur 
ensemble, les résultats de cette thèse pourraient servir à l’élaboration de nouvelles 
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interventions métaboliques destinées à améliorer les traitements possibles et donc, la 
qualité de vie des patients atteints de désordres héréditaires de la β-OX des AGCLs.  
Mots clés : métabolisme énergétique cardiaque, désordres de l’oxydation des acides 
gras, anaplérose, perfusion ex vivo de cœur de souris, segment QT  
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RÉSUMÉ (version anglaise) 
While a shift from fatty acids to carbohydrate is considered beneficial for the failing 
heart, it is unclear why patients with fatty acid oxidation disorders present clinical 
manifestations such as cardiomyopathy, arrhythmia and conduction defects. 
Unfortunately, the current nutritional treatment for these patients is limited in its 
ability to prevent these symptoms, especially under fasting and stress conditions. 
Many mouse models of fatty acid oxidation deficiency have been developed to 
improve the knowledge of the disease and the treatment of these patients. In this 
regard, this study aims to characterize the metabolic and functional phenotype of 
hearts from mice that are deficient for the peroxisome proliferator-activated receptor 
α, a transcription factor for gene involved in fatty acid oxidation, and very long chain 
acyl-CoA dehydrogenase, the most common inherited long chain fatty acid oxidation 
disorder in human, under various conditions.  
In this study, numerous approaches have been used, which includes validated 
experimental paradigms, namely, (i) ex vivo heart perfusion in the working mode with 
concomitant evaluation of myocardial contractility and metabolic fluxes, employing 
13
C-labeled substrates combined with mass isotopomer analysis by gas 
chromatography coupled to mass spectrometry, (ii) gene expression analysis by 
qPCR and (iii) electrocardiogram monitoring in vivo by telemetry. Unexpectedly, 
results from the present thesis demonstrate that fatty acid oxidation disorders cause 
alterations in metabolism of (i) carbohydrates (ii) polyunsaturated fatty acids of the 
omega-3 type, specifically docosahaexanoic acid, and (iii) mitochondria including 
anaplerosis, in addition to lead to  functional abnormalities, namely a prolongation of 
the QT interval. Altogether, results from this thesis could contribute to new metabolic 
therapy development to improve the quality of life of the patients with inherited long 
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Les AGCLs sont le substrat énergétique prioritairement utilisé par le cœur sain pour 
la production d’ATP, nécessaire au maintien de sa fonction. Dans certaines 
conditions pathologiques, telles que l’hypertrophie cardiaque, il y a une modification 
dans le choix des substrats des lipides vers les glucides. Le lien entre ces 
changements métaboliques, la progression des cardiomyopathies et le développement 
de l’insuffisance cardiaque n’est pas encore clair, il est encore impossible à ce jour de 
savoir si cette modification dans le choix des substrats énergétiques du cœur est une 
réponse adaptative à la maladie ou non. Toutefois, le fait que les patients atteints de 
désordres de la β-OX des AGCLs développent des troubles du rythme et des 
cardiomyopathies (273), souligne l’importance de l’oxydation des AGs pour le 
maintien d’une fonction cardiaque adéquate. Chez ces patients, le déficit énergétique 
et l’accumulation de dérivés des AGCLs toxiques, les acyl-CoA et les acylcarnitines 
à chaîne longue, en amont du site de restriction sont les causes les plus documentées 
de l’apparition des symptômes. Malheureusement le traitement actuel ciblant ces 
deux phénomènes ne permet de prévenir l’apparition du phénotype clinique chez tous 
les patients. Toutefois, en 2002, une étude a rapporté que l’administration d’une diète 
contenant un AG à chaîne moyenne (AGCM) à nombre impair, l’heptanoate, 
améliore l’état clinique des patients avec déficit en VLCAD de façon surprenante 
(259). Bien qu’il ne s’agisse que d’une étude de cas, ces résultats sont prometteurs et 
ouvrent la porte vers une nouvelle approche pour la thérapie nutritionnelle. Les 
AGCMs à chaîne moyenne à nombre impair sont oxydés en acétyl-CoA et en 
propionyl-CoA, contrairement aux AGCMs à nombre pair qui sont seulement oxydés 
en acétyl-CoA. Ainsi, en plus de fournir de l’énergie au cœur sous forme d’acétyl-
CoA, l’oxydation de l’heptanoate permet une augmentation de l’anaplérose, laquelle 
se définit comme étant le processus métabolique qui fournit des carbones catalytiques 
au cycle de Krebs (ou cycle l’acide citrique : CAC), via la production de propionyl-
CoA. Il est proposé que l’anaplérose joue un rôle important dans le maintien des 
fonctions contractiles du cœur (106).  
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Dans cette optique, les objectifs généraux de ce projet de doctorat s’inscrivaient dans 
le cadre d’une étude multidisciplinaire qui vise à améliorer les connaissances sur les 
causes des cardiomyopathies et des troubles du rythme chez les patients atteints d’un 
désordre génétique de la β-OX des AGCLs, dans le but à long terme d’optimiser le 
support nutritionnel composé d’AGCMs à nombre impair afin de prévenir 
l’apparition des symptômes chez les patients. 
Plus précisément, l’objectif des travaux de cette thèse visait : (i) le phénotypage 
métabolique du cœur déficient en VLCAD, le déficit de l’oxydation des AGCLs le 
plus commun chez l’humain et (ii) la description des effets au niveau du métabolisme 
cardiaque de l’administration aigue et chronique d’AGCMs. L’hypothèse de départ 
était que les cœurs déficients pour VLCAD allaient présenter des altérations du 
métabolisme lipidique qui seraient liées au développement des troubles du rythme, 
lesquelles seraient renversées par l’administration d’AGCMs. 
Toutefois, étant donné des problèmes rencontrés lors de l’établissement de la colonie 
de souris déficientes pour VLCAD, la première étude a été menée avec un autre 
modèle animal de désordres de l’oxydation des AGs, la souris déficiente pour 
PPARα. Les résultats de cette recherches ont été publiés dans le journal «American 
Journal of Physiology- Heart and Circulatory Physiology » dans un article ayant pour 
titre : « Alterations in carbohydrate metabolism and its regulation in PPARalpha null 
mouse hearts.» cet article est présenté au Chapitre III de cette thèse.  
La seconde partie des travaux de cette thèse a été réalisée avec les souris déficientes 
en VLCAD, qui représentent la déficience génétique de l’oxydation des AGCLs la 
plus commune chez l’humain. La première étude réalisée avec ces souris a permis de 
montrer que de manière surprenante, lorsque perfusés ex vivo, les cœurs de souris 
déficientes pour VLCAD ont la capacité d’oxyder de manière efficace  les AGCLs. 
Toutefois, ces souris présentent d’autres altérations inattendues du métabolisme 
cardiaque ainsi qu’une prolongation de l’intervalle QT in vivo, un facteur de risque 
pour la mort subite. Un volet des résultats obtenus sont publiés dans dans le journal 
«American Journal of Physiology- Heart and Circulatory Physiology » dans un 
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article ayant pour titre : « Prolonged QT interval and lipid alterations beyond β-
oxidation in very long-chain acyl-CoA dehydrogenase null mouse hearts.» cet article 
est présenté au Chapitre IV de cette thèse.  
Suite aux conclusions de la première partie de l’étude avec les souris déficientes en 
VLCAD, la troisième partie des recherches de cette thèse s’est penchée 
principalement sur les altérations du métabolisme mitochondrial et du métabolisme 
glucidique qui pourraient être liées au développement des troubles du rythme. Les 
résultats de ce volet sont présentés dans un manuscrit en préparation au chapitre V de 
cette thèse.  
L’étude du métabolisme cardiaque rapportée dans la présente thèse se démarque de 
par la combinaison des outils d’investigation utilisés. De façon globale, les 
fondements de cette recherche reposent sur l’utilisation de la perfusion ex vivo de 
cœur de souris en mode travaillant combinée à l’utilisation de substrats marqués au 
carbone 13 (
13C), suivie de l’analyse des isotopomères de masse par GCMS. De façon 
générale, chacune des études comporte une analyse (i) de l’état fonctionnel et 
physiologique du cœur perfusé ex vivo, (ii) de la contribution relative des substrats 
énergétiques à la synthèse du citrate, notamment l’oxydation des acides gras et des 
glucides, ainsi que la décarboxylation et la carboxylation du pyruvate et (iii) de la 
réponse à différentes conditions nutritionnelles via l’expression génique 
d’enzymes/protéines clés du métabolisme cardiaque. Dans l’ensemble, bien que ces 
travaux aient été menés avec des modèles animaux différents, les résultats de cette 
étude pourraient servir à l’élaboration de nouvelles interventions métaboliques 
destinées à améliorer les traitements possibles et donc, la qualité de vie des patients 

























1.1 Introduction  
Les cardiomyopathies sont des causes importantes de morbidité et de mortalité aussi 
bien chez l’adulte que chez l’enfant (92). Elles sont des maladies du muscle cardiaque 
menant à la dysfonction du myocarde et ainsi à l’apparition d’arythmies et 
d’insuffisance cardiaque. Chez les enfants, les études cliniques ont montré une cause 
héréditaire dans 20-30% des cardiomyopathies. Parmi les déficiences génétiques 
identifiées dans ces études, on retrouve les mutations sur des gènes codant pour des 
protéines essentielles au métabolisme énergétique cardiaque. Les protéines 
impliquées dans l’utilisation des AGs sont parmi les plus importantes (206). Les 
désordres génétiques de l’oxydation des AGCLs et leurs impacts aux niveaux 
métabolique et fonctionnel sont au centre des travaux réalisés dans le cadre de cette 
thèse. En effet, les patients atteints de ce type de désordres génétiques développent 
des maladies cardiaques et des troubles du rythme, ce qui souligne l’importance des 
AGCLs pour le maintien d’une fonction cardiaque adéquate. Malheureusement, le 
traitement actuel offert aux patients ne permet pas de prévenir les manifestations 
cliniques. Ainsi, depuis quelques années, différents modèles animaux présentant des 
déficits de l’oxydation des AGs ont été développés afin d’approfondir les 
connaissances de ce type de désordre et, ainsi, d’améliorer le traitement et le support 
nutritionnel offerts aux patients de manière à diminuer la morbidité et la mortalité. 
Dans ce contexte, l’objectif de cette thèse, qui vise le phénotypage métabolique et 
fonctionnel du cœur de souris présentant des déficits enzymatiques de l’oxydation des 
AGCLs, s’avère pertinent.  
À la lumière des résultats obtenus, nous démontrons que les désordres de l’oxydation 
des AGCLs ont des conséquences complexes, non anticipées, lesquelles incluent des 
altérations au niveau d’autres voies métaboliques, telles que celles impliquées dans le 
métabolisme des glucides, des AGPIs et  de l’anaplérose. Toutes ces altérations 
peuvent avoir un impact sur l’évolution des symptômes cliniques au niveau 
cardiaque. Les différents résultats seront présentés dans les chapitres III, IV et V et 
seront discutés dans le chapitre VI. 
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En premier lieu, les connaissances actuelles sur le métabolisme énergétique du cœur 
et de sa régulation dans des conditions physiologiques et pathologiques seront 
discutées. Par la suite, suivra une section sur les désordres de l’oxydation des AGs, 
puis une section plus spécifique sur l’état des connaissances sur le déficit en VLCAD, 
le désordre des AGCLs le plus commun chez l’humain, sujet principal de cette 
recherche. Finalement, les modèles animaux et les approches méthodologiques 
utilisés pour la réalisation des travaux de cette thèse seront discutés. 
 
1.2 Le métabolisme énergétique cardiaque et sa régulation 
La section suivante est un survol du métabolisme cardiaque et de sa régulation 
allostérique dans des conditions physiologiques et pathologiques. Les informations 
présentées ici sont tirées de nombreux ouvrages et articles de revues (72; 73; 108; 
194; 238; 299; 300). 
À la fin du 19
ième
 siècle, Oscar Langendorff a mis en évidence le fait que le myocarde 
reçoit les nutriments énergétiques et l’oxygène nécessaires au maintien de sa fonction 
par la circulation coronarienne (238). Les découvertes de Langendorff ont permis 
d’établir un lien étroit entre la fonction contractile, la circulation coronarienne et le 
métabolisme oxydatif du cœur. Dans les années 1930, Evans et al. conclurent, à l’aide 
du modèle de perfusion de cœur de rat ex vivo selon le mode Langendorff, que le 
cœur utilise des glucides et des AGs comme substrats énergétiques. Quelques années 
plus tard, les études de Richard Bing ont permis de démontrer que ces résultats 
pouvaient être transposés au cœur humain (238). Le lien entre le métabolisme 
cardiaque des lipides et celui des glucides a été renforcé par les travaux de Randle et 
collaborateurs qui ont montré, dans les années 1960, qu’une augmentation de la 
contribution des AGs par le cœur inhibe l’utilisation des glucides (254). Initialement 
étudiée dans les tissus lipogéniques, tels que le foie et les tissus adipeux, l’inhibition 
de l’utilisation des lipides en présence de glucides a été mise en évidence par 
McGarry et al. en 1978 (209).  
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Jusqu’au début des années 1990, les mécanismes de régulation concertée du 
métabolisme des glucides et des lipides identifiés étaient du type allostérique, à court 
terme. Toutefois, au début des années 2000, une hypothèse nouvelle reliant, d’une 
part, le métabolisme énergétique et sa régulation génique à long terme, et, d’autre 
part, la fonction contractile du cœur, a été proposée (306). Cette hypothèse qui repose 
sur les données accumulées au cours des années 90 stipule qu’une altération du 
métabolisme énergétique secondaire à des changements dans l’expression génique ou 
protéique d’une enzyme métabolique provoque aussi des altérations de la fonction 
contractile du cœur.   
Il est aujourd’hui connu et accepté que le cœur est un organe omnivore et flexible, 
c’est-à-dire qu’il utilise une grande gamme de substrats pour sa production d’énergie 
et qu’il modifie ses choix en fonction des conditions physiologiques (307). Cette 
modification dans le choix des substrats résulte de différents stimuli à court terme, 
tels que la disponibilité des substrats, l’apport en oxygène et la charge de travail, mais 
aussi à long terme, tels que le changement d’expression de gènes métaboliques.  
Cette flexibilité métabolique est primordiale pour le cœur sain, car elle s’avère  
intimement reliée au maintien d’une fonction contractile adaptée à la demande en 
énergie. Bien que plusieurs études aient mis en évidence le lien entre les déficits 
énergétiques et le développement de cardiomyopathies, les mécanismes exacts 
impliqués restent à être clarifiés.  
 
1.2.1 Les différentes voies métaboliques énergétiques 
Le travail quotidien du cœur est colossal; il bat plus de 100 000 fois et pompe ainsi 
plus de 10 tonnes de sang par jour, et, pour y arriver, il consomme plus d’énergie que 
n’importe quel autre organe (226). En effet, le cœur hydrolyse une importante 
quantité d’ATP (~30µmol·g de poids humide-1·min-1 au repos), toutefois, puisque les 
réserves cardiaques sont assez faibles (5µmol/g de poids humide), les besoins 
énergétiques du myocarde sont très élevés (238). Le turnover du pool d’ATP du 
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myocarde dans des conditions normales est d’environ 10 secondes, ainsi le cœur doit 
produire suffisamment d’ATP pour maintenir sa fonction contractile. Comme la 
fonction cardiaque repose sur la capacité des cellules du myocarde à convertir les 
différents substrats en énergie, il est important pour le muscle cardiaque de s’adapter 
rapidement aux changements physiologiques et à la disponibilité des différents 
substrats. En conditions normoxiques, la β-OX mitochondriale des AGCLs contribue 
pour 60-90% de la production totale d’énergie dans le cœur sain. Toutefois, les 
glucides, tels que le glucose, le lactate et le pyruvate, les corps cétoniques, et, dans 
une moindre mesure, les acides aminés sont aussi oxydés par le cœur comme sources 
d’énergie (Tableau I, page 6).  
Tableau I : Substrats énergétiques du cœur (adapté de (164)) 
Substrat 
énergétique 




lesquelles ce substrat  
est préféré 
Principales enzymes impliquées 
dans le métabolisme 
Acides gras 60-90 Augmentation des besoins 
énergétiques,  
Conditions de jeûne 
Transporteurs d’acides gras 
(FAT/CD36);  
Carnitine palmitoyltransférase-1;  
Enzymes de la β-oxydation 
Glucose 10-40 Insuffisance cardiaque, 
Cardiomyopathies, 
Ischémie 
GLUT-1 et 4;  
Phosphofrutokinase-1;  
Pyruvate déshydrogénase 
Lactate <1-40 Exercice Lactate déshydrogénase 
Acides aminés <1-5 Catabolisme de protéines Aminotransférases 
Corps cétoniques <1-40 Jeûne β-hydroxybutyrate déshydrogénase 
Éthanol <1-5 Aucune Acétyl-CoA synthase 
 
L’oxydation des différents substrats, via différentes voies métaboliques, lesquelles 
seront discutées ci-après, produit de l’acétyl-CoA, une molécule de 2 carbones, qui 
entre ensuite dans le CAC pour y être oxydée (Figure 1, page 7). Les équivalents 
réduits, le nicotinamide adénine dinucléotide (NADH) et le flavine adénine 
dinucléotide (FADH2), produits par le CAC, la β-OX des AGs, la glycolyse et 
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l’oxydation du pyruvate et du lactate transportent des électrons à la chaîne 
respiratoire où est produit l’ATP à partir de l’ADP par phosphorylation oxydative.  
 
Figure 1 : Métabolisme cardiaque. (Adaptée de (143)) 
ADP : adénosine diphosphate, ATP : adénosine triphosphate, AG : acide gras, CAC : cycle de l’acide citrique ou 
cycle de Krebs, CPT1 : carnitine palmitoyltransférase 1, CPT-II : canitine palmitoyltransférase II, PDH : pyruvate 
déshydrogénase, FADH2 : flavine adénine dinucléotide, NADH : nicotinamide adénine dinucléotide 
 
1.2.1.1 Le CAC et la régénération de l’ATP 
Le CAC, décrit initialement par Krebs et Johnson en 1937, a pour fonction principale 
d’oxyder le groupement acétyle de l’acétyl-CoA, provenant de l’oxydation des 
différents substrats, afin de produire du NADH et FADH2. Le cycle est composé de 8 
étapes, chacune catalysée par une enzyme spécifique. La première étape du cycle est 
le transfert d’une molécule d’acétyl-CoA (2 carbones) sur l’oxaloacétate (OAA ; 4 
carbones), pour former du citrate (6 carbones), via l’enzyme citrate synthase. 
L’oxydation de cette molécule de citrate produira, en plus des équivalents réduits et 
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du CO2, une molécule d’OAA qui sera recyclée et servira à « transporter » une 
nouvelle molécule d’acétyl-CoA à chaque tour de cycle. L’activité du CAC est 
régulée par les ratios ADP/ATP et NAD
+
/NADH, qui, eux, dépendent du statut et de 
la demande énergétique de la cellule. Les niveaux des intermédiaires du CAC sont 
modulés par différents facteurs, tels que la charge de travail, l’abondance des 
substrats et l’apport en oxygène.  
Le niveau d’activité du CAC est un facteur important du contrôle de la régénération 
de l’ATP à partir de l’ADP.  La chaîne de transport des électrons, située dans la 
membrane interne de la mitochondrie, est composée d’un ensemble de complexes 
protéiques (complexes I à IV), le coenzyme Q, le cytochrome c et le complexe V 
(ATP synthase). En présence d’oxygène, la chaîne respiratoire oxyde les équivalents 
réduits produits par les différentes voies métaboliques. Le complexe I (NADH-
ubiquinone oxydo-réductase) accepte des électrons du NADH et le complexe II 
(succinate déshydrogénase) accepte des électrons du FADH2. Ces électrons sont 
ensuite transférés, grâce à un gradient électrochimique, au CoQ (ubiquinone) vers le 
complexe III (ubiquinol-cytochrome c oxydoréductase), vers le cytochrome c puis 
vers le complexe IV (cytochrome oxydase). Un gradient de protons est ainsi formé 
qui est utilisé pour la conversion de l’ADP en ATP par l’ATP synthase. 
Les AGs sont des substrats plus efficaces d’un point de vue énergétique 
comparativement au glucose, puisque, pour une même quantité de substrats oxydés, 
les AGs produisent une plus grande quantité d’ATP. Les AGs nécessitent toutefois 
10% plus d’oxygène que le glucose pour être oxydés, ainsi le glucose est un substrat 
plus efficace en terme de d’oxygène nécessaire pour son oxydation (193). En 
conditions normoxiques, plus de 90% de l’ATP est produit par la phosphorylation 
oxydative. L’ATP ainsi régénéré est transporté dans le cytosol et 60-70% est utilisé 
pour la contraction cardiaque. Les 30 à 40% restant sont utilisés par les pompes 
ioniques, comme la pompe Ca
2+




1.2.1.2 Le métabolisme des glucides 
Le glucose est une source importante d’énergie pour le cœur et son oxydation peut se 
faire selon deux voies métaboliques, i) la glycolyse ou l’oxydation anaérobique  et ii) 
l’oxydation mitochondriale en aérobie. Les différentes étapes du métabolisme 
glucidique décrites dans la prochaine section sont tirées de différents articles de revue 
(2; 72; 73; 300; 332) 
1.2.1.2.1 La captation du glucose et la glycolyse 
L’entrée du glucose dans les cardiomyocytes est régulée par un gradient 
transmembranaire, résultant du fait que la concentration intracellulaire du glucose est 
inférieure à celle du sang, (199) et est médiée par  des transporteurs sur la membrane 
du sarcolème. Ces transporteurs de glucose appartiennent à la famille des GLUT. Le 
cœur possède principalement deux isoformes des transporteurs de glucose, le 
transporteur de glucose 1 (GLUT1), un transporteur indépendant de l’insuline, et le 
transporteur de glucose 4 (GLUT4), un transporteur sensible à l’insuline. GLUT1 a 
une plus faible affinité pour le glucose que GLUT4 (Km ~ 20-27 mM pour GLUT1 
vs. 5-7 mM pour GLUT4) (140). GLUT1, l’isotype prédominant lors de la vie fœtale 
qui est de moins en moins exprimé au court de la vie adulte, est situé principalement à 
la surface de la membrane plasmique. GLUT4, qui subit le processus inverse et 
devient le transporteur dominant dans le cœur adulte, est contenu dans des vésicules à 
l’intérieur de la cellule. Ces vésicules sont transloquées à la surface de la membrane 
en réponse à diverses stimulations, telles qu’une augmentation de la charge de travail, 
une diminution de la disponibilité en oxygène ou la présence d’insuline, lesquelles 
favorisent l’entrée de glucose dans la cellule (164). L’insuline, de par son implication 
dans le métabolisme du glucose, joue un rôle de premier ordre dans la régulation de la 
sélection des substrats énergétiques et la fonction contractile du myocarde  (38; 162).  
Il existe trois sites importants de régulation du métabolisme glucidique, la première 
étape limitante est la phosphorylation du glucose en glucose-6-phosphate de manière 
ATP-dépendante. Cette réaction est catalysée par des hexokinases tissus-spécifiques, 
dont deux isoformes sont présentes dans le cœur. L’hexokinase II, sensible à 
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l’insuline, est présente dans le cœur adulte, tandis que l’hexokinase I se retrouve 
principalement dans le cœur fœtal. Une part du glucose-6-phosphate peut 
temporairement être mise sous réserve sous forme de glycogène dans certaines 
conditions, bien que les niveaux des réserves de glycogènes dans le cœur soient assez 
faibles (~30 versus ~150 μmol/g de poids humide dans le muscle squelettique). Une 
augmentation de l’oxydation des AGs, lors d’un jeûne par exemple, favorise 
l’augmentation de l’activité de la glycogène synthase, enzyme responsable de la 
formation du glycogène. La dégradation du glycogène, la glycogénolyse, est activée 
par une stimulation adrénergique ou la diminution de la disponibilité en oxygène. S’il 
n’est pas mis sous réserve le glucose-6-phosphate est transformé en fructose-6-
phosphate, lequel peut entrer dans la voie de biosynthèse des hexosamines (VBH) 
afin d’être utilisé pour la glycosylation des protéines, un type de modification post-
tranductionnelle. En effet, en situation d’hyperglycémie, le glucose, en plus d’être 
utilisé dans la production d’énergie, est métabolisé dans la VBH menant à la 
formation d’uridine diphosphate N-acétyl-glucosamine (UDP-GlcNAc) qui peut être 
ensuite utilisé comme substrat pour l’ajout d’un groupement N-acétylglucosamine, 
via une liaison-O (O-GlcNAc), sur un résidu sérine ou thréonine des protéines 
cytoplasmiques ou nucléaires (48). Cette voie, qui implique la glucosamine comme 
donneur, semble aussi jouer un rôle dans la régulation de l’utilisation des substrats 
énergétique par le glucose. En effet, Laczy et collaborateurs ont montré qu’ex vivo la 
stimulation de cette voie par l’ajout de glucosamine provoque une augmentation des 
niveaux de O-GlcNAcylation des protéines dans le cœur et de l’oxydation des AGs 
possiblement par une augmentation de l’expression d’un transporteur d’AGs, à la 
membrane (170). Ce nouveau mécanisme de régulation du métabolisme énergétique 
cardiaque pourrait être important non seulement dans la régulation du choix des 
substrats énergétiques, mais aussi dans le développement des altérations 
métaboliques, principalement en condition diabétique (170). Toutefois, au niveau du 
métabolisme des glucides, la VBH n’est qu’une cascade métabolique secondaire 
(représentant au plus 5% du glucose métabolisé). Le principal devenir métabolique du 
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fructose-6-phosphate demeure son entrée dans la glycolyse, le processus biochimique 
qui transforme le glucose en pyruvate.  
Le deuxième site de régulation du métabolisme des glucides se situe au niveau de la 
phosphofructokinase-1 (PFK-1), l’enzyme clé de la glycolyse. Elle utilise une 
molécule d’ATP pour former du fructose 1,6-bisphosphate (300). L’ATP et le citrate 
sont connus pour être des inhibiteurs de cette enzyme, alors que l’ADP, l’AMP et le 
phosphate inorganique (Pi) sont connus comme étant des activateurs de PFK-1. 
Toutefois, le plus puissant activateur allostérique de PFK-1 est le fructose-2,6-
bisphosphate (F2,6BP), synthétisé par PFK-2 à partir du fructose-6-phosphate. Le 
F2,6BP agit sur PFK-1 en augmentant l’affinité de l’enzyme pour le fructose-6-
phosphate et en réduisant les effets inhibiteurs de l’ATP.    
Finalement, une autre étape de régulation de la glycolyse est la glycéraldéhyde-3-
phosphate déshydrogénase (GAPDH) qui convertit la glycéraldéhyde-3-phosphate en 
1,3-diphosphoglycérate et produit du NADH. Une accumulation de NADH dans la 
cellule inhibe GAPDH.  
La dernière réaction de la glycolyse est la formation de pyruvate à partir du 
phosphoénolpyruvate, processus exergonique au cours duquel le phosphate de haute 
énergie du phosphonélpyruvate est conservé pour former de l’ATP.  
1.2.1.2.2 Le rôle clé du pyruvate 
Le pyruvate issu de la glycolyse ou provenant du milieu extracellulaire via le 
transporteur de l’acide monocarboxylique (MCT-1) a trois principaux devenirs 
métaboliques : i) sa conversion en lactate, ii) sa décarboxylation en acétyl-CoA et iii) 
sa carboxylation en malate ou en OAA. Le devenir métabolique du pyruvate dépend 
de l’état d’oxydation de la cellule, c’est-à-dire de son ratio NAD+/NADH. 
La réduction du pyruvate en lactate sous l’action de la lactate déshydrogénase (LDH) 
en même temps que la ré-oxydation du NADH cytosolique en NAD
+
 est 
particulièrement importante dans une condition d’hypoxie (72). Dans le cœur, il y a 
une compartimentation du lactate, si bien que le lactate qui provient de la glycolyse 
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n’utilise pas la même voie métabolique que le lactate exogène destiné à l’oxydation 
mitochondriale pour la production d’énergie (46). La sortie de lactate est facilitée par 
le MCT-1. L’entrée dans la cellule du lactate produit par le cœur, les muscles et les 
érythrocytes se fait à l’aide de transporteurs membranaires, ou de manière passive. 
Une fois à l’intérieur de la cellule, le lactate réagit avec le NAD+ et est oxydé en 
pyruvate par la LDH. Cette réaction réversible dépend de la concentration des 
substrats (164). Bien que la contribution du lactate au métabolisme énergétique du 
cœur soit souvent sous-estimée (49), le lactate est pourtant un des glucides qui 
contribue le plus à la production de pyruvate dans le cœur  sain. (46). Dans des cœurs 
de rats perfusés ex vivo en présence de glucose et de lactate, il a été montré que la 
contribution du lactate exogène à la production d’acétyl-CoA est deux fois plus 
importante que celle du pyruvate dérivé de la glycolyse (47). Au repos, les niveaux de 
lactate circulants sont de 1 mM, mais ils peuvent atteindre des niveaux de 3-5 mM 
suite à l’exercice (154). De plus, il a été démontré dans les cœurs de chiens que la 
captation du lactate par le cœur est proportionnelle à sa concentration en circulation 
(80).  
Dans des conditions où l’oxygène n’est pas limité, le pyruvate entre dans la 
mitochondrie pour y être transformé en acétyl-CoA. La décarboxylation du pyruvate 
en acétyl-CoA est l’étape irréversible clé de l’oxydation des glucides, laquelle est 
catalysée par la pyruvate déshydrogénase (PDH), un complexe multienzymatique 
situé dans la matrice mitochondriale. L’activité de cette enzyme est au cœur du 
«cycle glucose-AGs » décrit par Philip Randle en 1963 (254). Randle et ses collègues 
ont démontré, à l’aide de préparations de muscles et de cœur isolés, que l’utilisation 
d’un substrat pour la production d’énergie inhibait l’utilisation de l’autre. De plus, 
plusieurs études ont montré que ce mécanisme est non seulement présent dans le cœur 
mais aussi dans le foie et les cellules β du pancréas, confirmant ainsi que le cycle de 
Randle fonctionne au niveau de l’organisme en entier (pour une revue récente (140). 
Depuis les 40 dernières années, plusieurs mécanismes biochimiques impliqués dans 
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cette régulation allostérique concertée du métabolisme des glucides et celui des 
lipides dans le muscle cardiaque ont été décrits (pour revue (140; 194)). 
Ainsi, le taux d’oxydation du pyruvate dépend du degré de phosphorylation de PDH 
qui est déterminé par une PDH kinase (PDK) spécifique et des PDH phosphatases. La 
PDH peut être inhibée par la phosphorylation de la sous-unité E1 du complexe par la 
PDK4, l’isoforme de la PDK le plus exprimé dans le cœur (347). Plusieurs facteurs 
favorisent l’activité de la PDK4 et donc inhibent l’oxydation des glucides. PDK est 
inhibée par le pyruvate et par des changements au niveau du statut énergétique de la 
cellule, c’est-à-dire une diminution des ratios acétyl-CoA/CoA libre et NADH/NAD+. 
En outre, une augmentation du Ca
2+
 intracellulaire augmente l’activité des PDH 
phosphatases et, ainsi, induit l’activation de PDH. En conséquence, une diminution de 
l’oxydation des AGs aura l’effet inverse sur l’activité de la PDK4 et donc favorisera 
l’oxydation des glucides. Cette inhibition de l’oxydation des glucides due à PDK4 et 
à l’augmentation de l’oxydation des AGs est aussi observée dans les cellules du 
muscle squelettique (346) ainsi que dans plusieurs autres types cellulaires comme les 
cellules rénales et hépatiques (345).  
Finalement, en plus de pouvoir être converti en lactate ou en acétyl-CoA, le pyruvate 
peut être transformé en deux intermédiaires du CAC, le malate et l’OAA, par 
l’enzyme malique cytosolique NADP+-dépendante et la pyruvate carboxylase (PC) 
respectivement (164). Ces réactions sont dites anaplérotiques et sont utiles afin de 
maintenir les niveaux des intermédiaires catalytiques du CAC (106). L’anaplérose est 
un processus biochimique important qui compense pour la « cataplérose », un terme 
référant à l’efflux d’intermédiaires du CAC comme le citrate et, dans une moindre 
mesure, le succinate, l’α-cétoglutarate et le fumarate (240). L’équilibre entre ces deux 
processus, qui assurent le maintien des intermédiaires du CAC, est une condition 
essentielle à l’homéostasie et à la survie de la cellule (39). Le rôle de l’anaplérose et 
son importance sont davantage reconnus dans le foie, où elle est essentielle pour 
maintenir la néoglucogenèse hépatique, ainsi que pour le cycle de l’urée. Dans le 
cerveau, l’anaplérose intervient dans la régulation des neurotransmetteurs (39). De 
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plus, un rôle crucial pour l’anaplérose a aussi été rapporté dans les cellules β du 
pancréas pour la sécrétion de l’insuline (90; 198). Son rôle crucial pour la contraction 
optimale du cœur a été démontré dans des études où la performance mécanique du 
cœur perfusé ex vivo en absence de glucose diminuait rapidement lorsque le perfusât 
contenait seulement des précurseurs d’acétyl-CoA et était améliorée par l’ajout de 
substrats anaplérotiques (267; 268). La disponibilité en oxygène, la charge de travail 
et l’abondance des substrats sont des facteurs qui modulent l’anaplérose ainsi que la 
cataplérose (326; 328). Dans le cœur en conditions normoxiques, la carboxylation du 
pyruvate en OAA ne compte que pour 2 à 6% du flux du CAC, cette voie semble 
essentielle au maintien de l’intégrité cellulaire. L’importance de l’anaplérose au 
niveau cardiaque dans des conditions pathophysiologies reste toutefois à être 
démontrée (pour revue (74)).      
 
1.2.1.3 Le métabolisme des AGs 
Le métabolisme lipidique est complexe et requiert plusieurs étapes importantes, telles 
que la captation des AGs dans la cellule, l’activation, le transport vers la 
mitochondrie et l’oxydation. L’essentiel de ce métabolisme est illustré dans la figure 




Figure 2 : Métabolisme des acides gras à chaîne longue (adaptée de (97)). 
ACS : acyl-CoA synthétase, FAT : fatty acid translocase, FATP : protéine de liaison des acides gras, LPL : 
lipoprotéine lipase, TGs : triglycérides, VLDL : lipoprotéine de très faible densité. 
 
Les différentes étapes du métabolisme lipidique décrites dans la section suivante sont 
tirées de plusieurs articles de revue (84; 108; 194; 336). 
1.2.1.3.1 Les sources d’AGs 
Le cœur est incapable de synthétiser des AGs de novo et, de plus, il ne possède que 
des quantités restreintes de réserves sous forme de triglycérides (TGs). Par 
conséquent, les AGs exogènes, provenant de l’alimentation, de la synthèse hépatique 
et des réserves de TGs dans les tissus adipeux (TA), sont d’importants substrats pour 
les cellules du muscle cardiaque. Les AGs sous forme de TGs provenant de la diète 
doivent être hydrolysés par les lipases pancréatique et linguale puis absorbés par les 
cellules du jéjunum et de l’iléon avant d’être ré-estérifiés et incorporés dans les 
chylomicrons et les lipoprotéines de très faible densité (VLDL). Les niveaux d’AGs 
libres circulants sont normalement de 0,2 à 0,6 mM (300), mais peuvent varier 
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considérablement selon les conditions, comme dans certaines pathologies, telles que 
le diabète, et  à la suite d’une augmentation de la lipolyse des TA via la stimulation 
adrénergique de différentes enzymes lipolytiques, comme la lipase hormono-sensible 
(HSL) et la lipase des TGs du TA (ATGL) sous l’action du système nerveux 
sympathique. Les variations des niveaux circulants d’AGs libres ont un impact 
important sur l’activité de la voie de la β-OX. La majorité des AGs circulants se 
retrouvent sous forme de TGs contenus dans les chylomicrons et les VLDLs, en 
quantité moins importante (131). La captation de ces AGs nécessite l’hydrolyse des 
TGs par la lipoprotéine lipase (LPL). Les TGs intracellulaires, via l’action d’ATGL et 
d’HSL s’avèrent aussi une source d’AGs pour le cœur. Les enzymes lipolytiques, 
LPL et HSL, sont contrôlées par le système hormonal et le statut nutritionnel, et donc 
par l’apport en AGs. Les mécanismes ainsi que les rôles de la mobilisation lipidique 
et de la lipolyse seront abordés plus en détails dans le prochain paragraphe. 
1.2.1.3.2   La régulation de la mobilisation lipidique 
L’inhibition de la LPL par des moyens pharmacologiques est responsable d’une 
diminution importante de la captation des AGs issus des TGs, alors que celle des AGs 
libres n’est pas modifiée, suggérant ainsi un rôle indispensable de la LPL dans la 
captation des AGs in vivo (14). La LPL est fabriquée par les cardiomyocytes avant 
d’être sécrétée à leur surface puis transloquée à la face interne de l’endothélium des 
capillaires sous sa forme active (211). Ainsi la quantité d’AGs disponibles pour la β-
OX dépend de l’hydrolyse de ces TGs par la LPL endothéliale (180). La LPL est 
dégradée soit par sa libération dans la circulation sanguine et dégradation hépatique, 
soit par son internalisation dans des vésicules d’endocytose dans les cellules 
endothéliales (252). Étant donné la stimulation de son activité par l’insuline, la LPL 
est très active à l’état nourri. Toutefois, lors du jeûne, son activité est diminuée au 
niveau du TA, mais augmentée au niveau cardiaque de manière à favoriser 
l’utilisation des TGs (252). Ainsi, l’activité de la LPL est un facteur qui contribue à la 
régulation de l’utilisation des lipides par le cœur. Toutefois, les niveaux d’AGs 
circulants s’avèrent aussi un facteur très important de cette régulation. 
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Chez le mammifère, les TGs des TA forment la réserve la plus importante d’énergie 
dans les périodes de jeûne. La balance énergétique de l’organisme dépend non 
seulement de l’oxydation des substrats pour la production d’énergie, mais aussi de la 
mobilisation des lipides qui se retrouvent dans ces réserves. Un débalancement entre 
la synthèse et l’hydrolyse des TGs mène au développement de désordres 
métaboliques, comme l’obésité, le syndrome métabolique et la lipidodystrophie  
(280).  
La mobilisation des lipides est régulée par des enzymes lipolytiques, ATGL et HSL. 
Les souris déficientes pour une de ces 2 enzymes ont une capacité réduite à mobiliser 
les AGs des réserves du TA (119; 120). De plus, Schweiger et collaborateurs ont 
montré, à l’aide de ces deux types de souris transgéniques qu’aucune autre enzyme ne 
semble être en mesure de compenser pour leur absence (280). HSL a longtemps été 
considérée comme étant la principale enzyme impliquée dans l’hydrolyse des TGs 
dans les TA, cependant il a finalement été montré qu’ATGL est l’enzyme principale 
(358). Les souris déficientes pour HSL ne développent pas d’obésité et hydrolysent 
de manière efficace les TGs, mais accumulent des diglycérides (DAGs), dans 
différents tissus. Il est donc maintenant accepté que l’activité d’HSL se situe 
d’avantage au niveau de l’hydrolyse des DAGs (120). L’activité de cette enzyme 
serait en effet ~10 fois plus importante envers les DAGs que les TGs (357).  
ATGL, quant à elle, est présente dans le TA, mais aussi dans le cœur, dans les 
muscles squelettiques ainsi que dans d’autres types cellulaires. Cette enzyme est 
responsable de la première étape de l’hydrolyse des TGs produisant ainsi des DAGs 
et des AGs libres. Les souris déficientes pour ATGL montrent un phénotype 
beaucoup plus sévère que celui des souris déficientes pour HSL. Ces souris ont des 
dépôts lipidiques beaucoup plus importants que la souris HSL et montrent une 
diminution importante (~80%) de l’hydrolyse des TGs dans le TA blanc (119). De 
plus, elles sont extrêmement sensibles au froid et leur température corporelle chute de 
manière importante suite à un jeûne, ce qui indique qu’en absence d’ATGL, les TAs 
sont incapables de fournir suffisamment d’AGs pour maintenir l’homéostasie 
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énergétique (357). Au niveau cardiaque, les souris déficientes pour ATGL montrent 
une infiltration lipidique environ 20 fois plus importante que celle des souris témoins 
pour une consommation alimentaire identique. Cette infiltration lipidique est âge-
dépendante et les analyses histologiques révèlent d’importantes accumulations sous 
forme de gouttelettes lipidiques entre 6 et 18 semaines. Cette accumulation de gras 
dans le muscle cardiaque mène à une insuffisance cardiaque, à une augmentation de 
la fibrose dans le cœur et à l’induction d’apoptose. Cette sévère dysfonction 
cardiaque cause une mort prématurée des animaux à partir de seulement 12 semaines 
de vie (119). De plus, une étude comparant le métabolisme énergétique et la 
performance physique des souris déficientes pour HSL ou ATGL a montré que seules 
les souris déficientes pour ATGL ont une capacité d’endurance réduite (141). 
L’accumulation lipidique au niveau cardiaque et le développement de la 
cardiomyopathie peuvent contribuer à cette diminution de la capacité d’endurance 
lors de périodes d’exercice. Par ailleurs, une étude menée avec des souris 
transgéniques déficientes en totalité pour ATGL à l’exception du cœur montre que 
ces animaux sont protégés contre l’accumulation des TGs dans le cœur et ont une 
espérance de vie normale. En contrepartie, dans ce modèle animal, l’absence d’ATGL 
au niveau systémique, à l’exception du cœur, a des effets sévères sur le métabolisme, 
de manière semblable à ce qui est observé chez la souris entièrement déficiente en 
ATGL. Ces effets sont illustrés par une capacité d’endurance diminuée et des niveaux 
hépatiques de glycogène diminués à la suite d’un exercice modéré, suggérant ainsi 
une augmentation de l’utilisation des glucides liée à l’incapacité à mobiliser les AGs 
du TA (275).  
Une déficience en ATGL est aussi connue chez l’humain. À ce jour, seulement 5 
individus ont pu être identifiés avec ce désordre génétique. Ces patients, bien qu’ils 
ne soient pas obèses, présentent une hypertriglycéridémie et souffrent de myopathie, 
d’anormalités cardiaques et d’hépatomégalie (3). Il n’est pas clair à ce jour que 
l’importance d’ATGL soit la même chez l’homme que chez la souris. Certaines 
études suggèrent que cette enzyme  ne soit pas impliquée dans la lipolyse des 
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adipocytes chez l’homme, tandis que d’autres lui assignent un rôle crucial (357). Les 
mécanismes qui sous-tendent la régulation de la lipolyse sont de mieux en mieux 
décrits. HSL et ATGL sont toutes deux régulées de manière hormono-sensible, c’est-
à-dire qu’elles relâchent dans la circulation des AGs libres provenant des adipocytes 
sous l’action de différentes hormones, dont les catécholamines, et leur activité est 
inhibée sous l’action de l’insuline (137; 357). Malgré tout, ces deux enzymes sont 
activées de manière différente. D’une part, pour HSL, la liaison d’agonistes à des 
récepteurs β-adrénergiques associée à une augmentation de l’activité de l’adénylate 
cyclase via la stimulation de récepteurs couplés aux protéines G induit une 
augmentation des niveaux d’AMP cyclique et l’activation de la protéine kinase A 
(PKA). PKA est impliquée dans l’augmentation de la lipolyse via la phosphorylation 
de HSL et des périlipines (137), des protéines liées à la surface des gouttelettes 
lipidiques et nécessaires à la lipolyse (357). Il a aussi été montré que HSL peut aussi 
être phosphorylée et activée par ERK1/2 (extra-cellular-signal-regulated kinase), via 
la stimulation des récepteurs β3-adrénergiques (137). Une étude menée dans notre 
laboratoire a permis de montrer une implication de la voie de signalisation du cGMP 
dans la stimulation de la lipolyse via HSL et la prévention de l’accumulation de TGs 
dans les cardiomyocytes à la suite d’un jeûne (159).  
ATGL ne nécessite pour sa part pas de phosphorylation pour être activée. Toutefois, 
l’activité d’ATGL est grandement stimulée par sa liaison avec protéine activatrice, le 
CGI-58 (comparative gene identification-58) (174). L’activité d’ATGL est 
augmentée de 20 fois chez la souris et de 5 fois chez l’homme en présence de CGI-58 
et son activité est 5 fois plus importante chez l’homme, toutefois, le mécanisme qui 
régule la liaison d’ATGL avec CGI-58 est encore inconnu (pour revue (357)). Chez 
l’homme, une mutation de CGI-58 cause le même type de symptômes que les déficits 
en ATGL, additionné d’une ichtyose (101). Le même genre de phénotype est observé 
chez la souris déficientes pour CGI-58, suggérant un rôle pour CGI-58 au niveau de 
la peau (253).     
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1.2.1.3.3 Captation et transport des AGs 
Les AGs issus de l’hydrolyse des TGs ou liés à l’albumine entrent dans la cellule par 
diffusion passive ou via une protéine de transport. Trois protéines sont connues pour 
être impliquées dans la captation des AGCLs : i) l’isoforme membranaire de la 
protéine de liaison des AGs (fatty acid binding protein ; FABP), ii) les protéines de 
transport des AGs (fatty acid transport proteins ; FATPs) et iii) les translocases qui, 
dans le cœur, sont connues sous la forme du CD36 (fatty acid translocase ; 
FAT/CD36). Bien que non essentielle, FATP/CD36 semble être la protéine la plus 
importante dans la translocation des AGs à travers la membrane du sarcolème dans 
les cardiomyocytes puisqu’elle est responsable de l’entrée de 50 à 80% d’AGs dans le 
cœur (36; 166). À ce jour, les mécanismes précis de la captation des AGCLs par le 
CD36 et la spécificité des différents AGCLs pour les transporteurs ne sont pas 
complètement élucidés. La captation des AGCLs est régulée par le gradient à travers 
la membrane du sarcolème (320). Une fois entrés dans la cellule, les AGCLs sont 
rapidement estérifiés au coenzyme A (CoA), formant ainsi un  acyl-CoA à chaîne 
longue, une réaction catalysée par l’acyl-CoA synthétase. Ce mécanisme permet 
d’éviter l’élévation des niveaux d’AGs libres dans la cellule et de maintenir le 
gradient propice à la captation de nouveaux AGs (196). Les acyl-CoA ainsi formés 
peuvent être utilisés pour la synthèse de lipides complexes comme les phospholipides 
(PLs) et les TGs. Toutefois, une fois dans la cellule cardiaque, environ 80 % des AGs 
sont plutôt rapidement transportés dans la mitochondrie pour y être oxydés via la β-
OX mitochondriale, bien que les AGs à chaînes très longues (>22 carbones) doivent 
d’abord être oxydés par la β-OX peroxysomale, qui représente environ 10% de la β-
OX totale. Le but de cette oxydation peroxysomale, qui n’aboutit pas à la production 
d’ATP, est de produire des AGs de chaîne plus courte qui pourront ensuite être 
acheminés vers la mitochondrie sous forme de carnitine-esters ou sous forme libre 
pour une oxydation finale (335). Les 20 % d’AGs qui ne sont pas oxydés peuvent être 
convertis en TGs par la glycérophosphate acyltransférase (54). L’enzyme limitante de 
la synthèse de TGs dans le cœur est la diacylglycérol acyltransférase (DGAT1) qui 
convertit les DAGs en TGs. L’activité de cette enzyme peut être modifiée selon les 
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conditions. Par exemple, chez la souris, 2 semaines d’exercice induisent une 
hypertrophie du myocarde liée à une augmentation du contenu en TGs et une 
augmentation de l’expression génique de DGAT1. Cette augmentation de 
l’expression de DGAT1 semble être une adaptation métabolique bénéfique qui 
permet une meilleure capacité d’exercice (191). Les TGs contribuent au dynamisme 
du métabolisme cardiaque et sont des substrats qui peuvent être mobilisés facilement 
pour la production d’énergie (300). Il a été montré ex vivo qu’en présence d’AGs le 
turnover des TGs peut produire ~10% de l’ATP dans des cœurs perfusés en présence 
d’oxygène et que cette contribution peut augmenter jusqu’à 50% lorsque les niveaux 
d’AGs sont réduits (270).  
Pour être oxydé et ainsi contribuer à la production énergétique, l’acyl-CoA à longue 
chaîne doit traverser les deux membranes de la mitochondrie, lesquelles leur sont 
imperméables. Pour y parvenir, les acyl-CoA doivent utiliser la navette liée à la 
carnitine, le système de la carnitine palmytoyltransférase. Ce système comprend des 
protéines de transfert : la carnitine palmitoyltransférase 1 (CPT-I), la carnitine 
acyltranslocase et la carnitine palmitoyltransférase II (CPT-II). CPT-I catalyse la 
formation d’un acylcarnitine à longue chaîne à partir d’un acyl-CoA entre les 
membranes externe et interne de la mitochondrie, la carnitine acyltranslocase 
transporte cet acylcarnitine à longue chaîne à travers la membrane interne de la 
mitochondrie en échange de carnitine libre, puis CPT-II régénère l’acyl-CoA à longue 
chaîne à l’intérieur de la mitochondrie où il sera β-oxydé (164). CPT-I, qui est un site 
de régulation très important du métabolisme lipidique, existe sous 2 isoformes. CPT-
Iα (ou L-CPT-I) est la forme prédominante dans le foie, tandis que CPT-Iβ (ou M-
CPT-I), qui est aussi beaucoup plus sensible au malonyl-CoA, son principal 
inhibiteur physiologique, est la forme prédominante dans cœur et le muscle 
squelettique (138). Lorsque les niveaux circulants de glucose augmentent, il y a une 
augmentation de la production de pyruvate et une augmentation de son oxydation en 
acétyl-CoA ou de sa carboxylation en OAA, deux processus menant à la production 
de citrate. Certaines évidences suggèrent qu’une partie du  citrate ainsi produit est 
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exporté à l’extérieur de la mitochondrie vers le cytosol pour régénérer de l’OAA et de 
l’acétyl-CoA via l’action de l’ATP citrate lyase (246). Cet acétyl-CoA sera à tour 
carboxylé en malonyl-CoA par l’acétyl-CoA carboxylase (ACC) (Figure 3, page 22). 
 
Figure 3 : Régulation allostérique de l'oxydation des AGs par les glucides (Adaptée de (140)). 
ACC : acétyl-CoA carboxylase, ACL : ATP citrate lyase 
 
À l’opposé, la dégradation du malonyl-CoA est régulée par l’activité de la malonyl-
CoA décarboxylase (MCD), qui convertit le malonyl-CoA en acétyl-CoA et en CO2 
dans la mitochondrie et le cytosol (138). Ainsi, si l’activité d’ACC est faible et que la 
MCD est assez active, les niveaux de malonyl-CoA seront bas, levant son inhibition 
de CPT-1 et favorisant l’entrée des AGCLs à l’intérieur de la mitochondrie pour y 
être oxydés. Plusieurs études ont montré que dans des conditions associées à une 
augmentation des niveaux d’oxydation des AGs, comme le jeûne, le diabète ou 
l’ischémie, l’activité de la MCD est augmentée. De plus, plusieurs évidences directes 
montrent que l’activité d’ACC est inversement liée à l’oxydation des AGs dans le 
cœur (pour revue (194)).  
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1.2.1.3.4 β-oxydation mitochondriale 
La β-OX mitochondriale (Figure 4, page 23) peut être illustrée comme une spirale 
comprenant 4 étapes importantes dont chaque tour de cycle raccourcit la chaîne de 
carbone de l’acyl-CoA de 2 carbones et produit une molécule d’acétyl-CoA destinée 
à entrer dans le CAC ainsi qu’une molécule de NADH et de FADH2. Ces équivalents 
réduits sont directement transférés à la chaîne respiratoire par un système de 
flavoprotéines (ETF et ETF-DH).  
 
 
Figure 4 : β-oxydation mitochondriale (Adaptée de (194)). 
 
Les quatre réactions enzymatiques de la β-oxydation mitochondriale nécessaires pour 
aboutir à la production d’une molécule d’acétyl-CoA sont les suivantes (336) (Figure 
4, page 23):  
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(1)  Déshydrogénases des acyl-CoA (ACADs). Les ACADs catalysent la 
première étape limitante de la β-OX mitochondriale des AGs et des AGs à chaîne 
branchée, elles sont responsables de la première déshydrogénation que l’acyl-
CoA devra subir ainsi que de la production d’une molécule de FADH2. L’activité 
de ces enzymes varie en fonction de la longueur de la chaîne de carbone de 
l’acyl-CoA (Figure 5. Page 24). Le génome humain compte plusieurs membres 
de la famille des ACADs, dont plusieurs sont connues comme étant directement 
impliquées dans la β-OX des AGs (305) ;  i) pour les très longues chaînes (very 
long chain acyl-CoA dehydrogenase, VLCAD) ii) pour les longues chaînes (long 
chain acyl-CoA dehydogenase, LCAD), iii) pour les chaînes moyennes (medium 
chain acyl-CoA dehydrgenase, MCAD) et iv) pour les chaînes courtes (short 
chain acyl-CoA dehydrogenase, SCAD).  
 
Figure 5 : Activité des différentes ACADs isolées de cellules hépatiques de rat (adaptée de (336)). 
LCAD : déshydrogénase des acyl-coA à chaîne longue, MCAD : déshydrogénase des acyl-coA à chaîne moyenne, 





Plus récemment, ACAD9, une nouvelle enzyme membre dans la famille des 
déshydrogénases des acyl-CoA, a été identifiée (355). Cette nouvelle enzyme a 
une affinité plus particulière pour les AGs insaturés à longue chaîne (85). 
Dernièrement, 2 nouvelles ACADs, ACAD10 et ACAD11 ont été caractérisées. 
Bien qu’elles soient présentes dans le cœur, ces nouvelles ACADs semblent jouer 
un rôle plus important au niveau du système nerveux central. De plus, elles ne 
semblent pas être impliquées dans la production d’énergie, mais plutôt dans la 
synthèse et la dégradation des certaines classes de lipides (133). 
(2) Enoyl-CoA hydratases. Il en existe deux types, I) la crotonase, qui est active 
sur les chaînes moyennes et les chaînes courtes, et II) l’hydratase des enoyl-CoA à 
chaîne longue, active sur les chaînes longues. Ces enzymes sont responsables de 
l’hydratation des 2-trans-enoyl-CoA en L-3-hydroxyacyl-CoA. Ces enzymes ne 
sont pas connues comme ayant un rôle particulier dans le contrôle du flux de la β-
OX (84).  
(3) Déshydrogénases des hydroxyacyl-CoA. Ces enzymes sont responsables de la 
seconde déshydrogénation du cycle, elles transforment les 3-hydroxyacyl-CoA en 
3-oxoacyl-CoA. Encore une fois, il en existe deux types, une active sur les 
chaînes longues (LCHAD) et l’autre sur les chaînes courtes (SCHAD).  
(4) Thiolases. Ces enzymes permettent le clivage du 3-oxoacyl-CoA en acétyl-
CoA et en acyl-CoA réduit de 2 carbones, il s’agit de la dernière étape du cycle. Il 
en existe 3 types connus, la méthylacétoacétyl-CoA thiolase mitochondriale, une 
thiolase spécifique pour les chaînes moyennes (MCKAT) et une pour les chaînes 
longues (LCKAT).  
L’acétyl-CoA ainsi produit va entrer dans le CAC et l’acyl-CoA réduit de deux 
carbones reprendra un autre cycle de β-OX. L’acétyl-CoA produira 3 molécules 
additionnelles de NADH et une de FADH2 dans le CAC. La production d’ATP par la 
β-oxydation ne se fait pas seulement directement par la production d’acétyl-CoA, 
mais aussi par la production d’équivalents réduits qui sont produits à chaque tour de 
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cycle. Ainsi, la β-OX dans un organe ayant des grands besoins énergétiques, comme 
le cœur, est aussi contrôlée par les niveaux d’ATP et l’état rédox de la cellule, c’est-à-
dire le ratio NAD
+
/NADH (84). De plus, les activités de certains enzymes, et donc le 
flux de la β-OX, sont aussi contrôlées par la rétroaction de certains produits. Par 
exemple, les déshydrogénases des acyl-CoA peuvent être inhibées par leurs produits 
2-enoyl-CoA (66; 249).    
1.2.1.4 Le métabolisme de corps cétoniques  
Les corps cétoniques (CC), l’acétoacétate (AcAc) et le β-hydroxybutyrate (β-HB), 
sont des composés dérivés de la β-OX hépatique des AGs qui sont exportés vers les 
tissus périphériques. L’insuline est un puissant inhibiteur de la cétogenèse ; la 
synthèse des CC est donc régulée par le ratio insuline/glucagon (215). Ainsi,  lors 
d’un jeûne, période pendant laquelle la lipolyse est activée afin de fournir des AGs 
aux différents tissus, la cétogenèse est augmentée. Cette synthèse de CC est aussi 
stimulée lors d’un diabète mal contrôlé, en raison du faible niveau d’insuline et de 
l’augmentation des concentrations des AGs (124). Dans ces conditions, les CC sont 
particulièrement importants pour les tissus extra-hépatiques, comme le myocarde, 
mais aussi pour le cerveau, lequel est incapable d’oxyder complètement les AGs 
(164). En diminuant l’utilisation du glucose, les CC avec les AGs contribuent donc à 
l’économie du glucose, un mécanisme essentiel à la survie au niveau cérébral en 
période de jeûne prolongé.       
Les CC circulent dans le sang jusqu’à la mitochondrie dans les cellules cardiaque de 
manière passive. Ils appartiennent à la famille des monocarboxylates, comme le 
lactate et le pyruvate, et donc entrent dans la cellule et dans la mitochondrie en 
utilisant le MCT (123). L’oxydation des CC en acétyl-CoA nécessite 2 enzymes, la 





1.2.2  La régulation  transcriptionnelle 
La flexibilité métabolique du cœur est primordiale au maintien de sa fonction 
contractile. La modification à long terme dans le choix des substrats énergétiques 
implique une régulation transcriptionnelle des différentes enzymes du métabolisme 
cardiaque. Les récepteurs activés de la prolifération des peroxysomes (PPARs) et les 
coactivateurs-1 de PPARγ (PGC-1α/β) sont les premiers facteurs de transcription qui 
ont été identifiés pour leur implication dans la régulation du métabolisme cardiaque 
dans les années 90 (333). D’autres facteurs de transcription sont connus pour avoir un 
rôle dans la régulation du métabolisme cardiaque, tel que le facteur induit par 
l’hypoxie (hypoxia-inducible factor 1α), impliqué entre autre dans la régulation de 
GLUT1 et d’autres enzymes glycolytiques. Étant donné le rôle majeur des PPARs et 
de PGC-1α dans la régulation génique des enzymes de la β-OX, ils seront décrits en 
détails dans les sections suivantes.  
 
1.2.2.1 La famille des PPARs 
Les 3 membres de la famille des PPAR (PPARα, PPARβ/δ et PPARγ) font partie de 
la superfamille des récepteurs nucléaires. Une fois activés par leur liaison avec un 
ligand spécifique, les membres des PPARs forment un hétérodimère avec un membre 
de la famille des récepteurs nucléaires activés par l’acide rétinoïque (RXR), puis se 
lient à une région promotrice spécifique d’ADN (PPAR response element ; PPRE) sur 
des gènes cibles induisant ainsi leur expression. Les PPARs sont reconnus comme 
ayant des rôles dans le métabolisme des AGs, la différenciation cellulaire, 
l’athérosclérose, le contrôle du cycle cellulaire et la fonction immunitaire. Les 
différentes fonctions biologiques des PPARs ont d’ailleurs fait l’objet de plusieurs 







Les AGCLs comptent parmi les principaux ligands de PPARα. Une fois activé, 
PPARα induit la transcription des gènes impliqués aussi bien dans la captation 
(FAT/CD36, FATP1), le transport et l’estérification (FABP, glycérol-3-phosphate 
acyltransférase, CPT-1) que dans la β-OX mitochondriale (VLCAD, LCAD, MCAD) 
des AGs. PPARα régule aussi l’expression de protéines impliquées dans l’oxydation 
des glucides (PDK4) et dans le couplage mitochondrial (UCP2 et UCP3) (97; 142; 
350; 352). Ce facteur de transcription est particulièrement abondant dans les tissus 
qui ont un important métabolisme oxydatif, comme le foie, les muscles squelettiques 
et le cœur (35). Certaines études ont aussi mis en évidence le lien existant entre 
PPARα et les altérations métaboliques connues dans certaines conditions 
physiologiques, comme le jeûne (156), et pathologiques, comme l’hypertrophie 
cardiaque et le diabète (pour revue voir (82; 194) (Figure 6, page 29). Plus 
récemment, une étude menée chez la souris a permis de mettre en évidence un lien 
entre le vieillissement et l’expression de PPARα au niveau cardiaque. Cette étude 
rapporte une diminution de l’expression protéique de PPARα associée à une 
diminution de l’expression de PDK4 et des modifications dans la contribution des 
différents substrats à la production d’acétyl-CoA avec l’âge, sans toutefois être liée à 





Figure 6 : PPARα et sa régulation du métabolisme cardiaque dans des conditions physiologiques 
et pathologiques. (adaptée de (18)). 
PGC-1α : coactivateur de PPARγ 1α, PPARα : récepteur activé de la prolifération des peroxysomes, PPRE : 
PPAR response element, RXR : récepteur nucléaire activé par l’acide rétinoïque   
 
En outre, le rôle important de PPARα dans la régulation du métabolisme cardiaque a 
été le sujet de nombreuses études utilisant différents modèles de souris transgéniques, 
dont la souris qui surexprime PPARα de manière spécifique au cœur (MHC-PPARα), 
un modèle largement utilisé dans l’étude du métabolisme cardiaque. Des études 
conduites  chez cette souris montrent qu’une surexpression de PPARα de manière 
cardio-spécifique induit une augmentation de la captation et de la β-OX des AGs, une 
surcharge lipidique, ainsi qu’une diminution du métabolisme glucidique, qui 
s’explique par des modifications transcriptionnelles (95). En effet, l’expression de 
PDK4, un inhibiteur de PDH et donc de l’oxydation des glucides, régulée par PPARα, 
est augmentée dans les cœurs qui surexpriment ce facteurs de transcription. De plus, 
l’expression de GLUT4 et de PFK1 est diminuée. Ces changements métaboliques 
observés chez les souris MHC-PPARα sont similaires à ceux observés dans le cœur 
diabétique et en font un bon modèle d’étude de la cardiomyopathie diabétique (96; 
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100). De plus, les différents effets métaboliques de l’augmentation de l’expression de 
PPARα peuvent être accentués par l’utilisation de ligands synthétiques induisant son 
activité (100). À cet effet, une étude rapporte que l’administration in vivo d’un ligand 
synthétique de PPARα induit une augmentation des niveaux d’ARNm de ses gènes 
cibles et ainsi de l’oxydation des AGs, associée à une diminution de l’efficacité 
cardiaque et de la fonction suite à l’ischémie (121).  
Au-delà des changements métaboliques, ces souris présentent un remodelage de 
certains canaux K
+
 impliqués dans la repolarisation ventriculaire, plus précisément au 
niveau de la densité des canaux Ito,f (204). Des altérations de la repolarisation 
ventriculaire qui se présentent sous forme de prolongation de l’onde QT font partie du 
phénotype du cœur diabétique et sont impliqués dans la mort subite des patients 
diabétiques et non-diabétiques (323). Les souris MHC-PPARα présentent une 
augmentation du l’intervalle QT. Par contre, comme ces animaux ont aussi une 
fréquence cardiaque plus basse que les témoins, cette augmentation de l’intervalle QT 
disparait lorsqu’il est corrigé pour la fréquence (204). Malgré cela, il semble bien que 
les modifications métaboliques, telles que l’inhibition de l’utilisation du glucose, 
soient impliquées dans le remodelage de la densité de certains canaux et puissent être 
liées à l’apparition de troubles du rythme (204). D’autres études sont cependant 
nécessaires afin d’établir un lien direct entre ces deux phénomènes.   
Par ailleurs, les effets d’une augmentation de l’expression de PPARα ne se limitent 
pas au cœur. En effet, l’activation in vivo de PPARα via l’administration de 
fénofibrates, des agonistes de PPARα, induit une augmentation de l’oxydation 
peroxysomale et mitochondriale des AGs au niveau du foie et ainsi une diminution 
des niveaux plasmatiques d’AGs chez des souris obèses (1). Les fibrates, 
présentement utilisés dans le traitement des désordres métaboliques comme 
l’hyperlipidémie, sont des ligands synthétiques de PPARα.    
En contre partie, l’ablation du gène de PPARα induit une diminution de l’expression 
des gènes impliqués dans la voie métabolique de l’oxydation des AGs (42). La souris 
déficiente pour PPARα est un modèle d’étude qui a suscité beaucoup d’intérêt (183). 
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Étant donné son rôle important dans l’élaboration des travaux de recherche de cette 
thèse, ce modèle animal sera décrit en détails dans une autre section.  
 
PPARβ/δ 
PPARβ/δ, dont le rôle est moins bien décrit que celui de PPARα, est exprimé de 
façon ubiquitaire et de manière particulièrement importante dans le cœur néonatal et 
adulte (52). De manière semblable à ce qui est observé pour PPARα, l’activation de 
PPARβ/δ suite à la liaison de son ligand provoque l’augmentation de l’expression des 
enzymes impliquées dans l’oxydation des AGs dans des cardiomyocytes néonataux et 
adultes; et ce, même d’une manière indépendante de PPARα  (52). De plus, Cheng et 
al. ont montré qu’en plus de la diminution de l’expression de certaines enzymes de 
l’oxydation des AGs, l’ablation de manière cardio-spécifique de PPARβ/δ chez la 
souris induit le développement de cardiomyopathie sévère associée à une 
accumulation de lipides (51). En 2009, le même groupe a montré en utilisant le même 
modèle que, suite à une charge lipidique, il y a une augmentation de l’expression de 
certains gènes de l’oxydation des AGCLs, mais que cette augmentation ne suffit pas à 
prévenir le développement de la pathologie cardiaque associée à la déficience en 
PPAR β/δ. De plus, l’augmentation de l’expression de ces gènes métaboliques est 
reliée à l’augmentation de la voie PPARα/ PGC-1α via la diminution des voies de 
signalisation d’Akt et de p42/44 MAPK (186). Finalement, étant donné son rôle dans 
la fonction immunitaire, le catabolisme lipidique dans le cœur, le muscle squelettique 
et le foie ainsi que dans la sensibilité à l’insuline, PPAR β/δ est envisagé comme cible 
thérapeutique possible pour le syndrome métabolique (55). 
 
PPARγ 
PPARγ est le troisième membre de la famille des PPARs. Exprimé principalement 
dans le TA, et très peu au niveau cardiaque, PPARγ joue un rôle important dans la 
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différenciation des adipocytes (263) et son activation  induit une diminution des 
niveaux circulants d’AGs (350). Malgré le fait que son implication directe sur le 
métabolisme cardiaque ait longtemps été considérée comme négligeable, plusieurs 
études ont montré que PPARγ joue un rôle important au niveau du  système 
cardiovasculaire (325). À cet égard, les thiazolidinediones (TZDs), des activateurs 
spécifiques de PPARγ, ont été décrits comme ayant des propriétés pour améliorer la 
sensibilité à l’insuline et ont montré des effets bénéfiques dans le traitement du 
diabète de type 2 (45). D’autres montrent que les effets des agonistes de PPARγ 
agissent au niveau vasculaire en diminuant l’expression des molécules d’adhésion 
dans les cellules endothéliales (243). Langenfeld et collaborateurs ont aussi montré 
que, malgré la forte corrélation avec l’action de sensibilisation à l’insuline, la 
protection vasculaire observée avec PPARγ et ses ligands est indépendante des 
changements métaboliques et du contrôle glycémique (173). Au niveau cardiaque, 
plus spécifiquement, Son et collaborateurs ont montré que des souris transgéniques 
qui surexpriment PPARγ dans les cardiomyocytes développent des cardiomyopathies 
dues à l’augmentation de l’expression des gènes impliqués dans l’oxydation des AGs 
et une augmentation de la captation des TGs (290). De fait, l’utilisation des TZDs 
présente des effets secondaires, tels le gain de poids et l’apparition d’œdème, qui sont 
responsables de la détérioration de l’insuffisance cardiaque, une condition cardiaque 
souvent préexistante chez les patients au prise avec le diabète de type 2 (225; 244).     
 
PGC-1 
PGC-1α et PGC-1β sont deux coactivateurs transcriptionnels important de la 
biogenèse mitochondriale. PGC-1α est exprimé sélectivement dans les organes ayant 
un métabolisme oxydatif élevé, comme le cœur et les muscles squelettiques. Il a été 
impliqué dans la régulation du métabolisme énergétique, incluant non seulement la 
biogenèse mitochondriale et la β-OX dans ces tissus, mais aussi la gluconéogenèse 
hépatique et la captation du glucose dans les muscles squelettiques (143). Les 2 
isoformes de PGC-1 interagissent avec d’autres facteurs de transcription liés à des 
33 
 
éléments d’ADN sur des régions promotrices spécifiques pour certains gènes (98). 
PGC-1, un co-activateur essentiel à PPARα, se lie à l’hétérodimère et recrute les 
autres cofacteurs qui sont essentiels à la régulation de la transcription génique (Figure 
6, page 29) (18). Il active des gènes impliqués à plusieurs niveaux dans le 
métabolisme énergétique, que ce soit dans la captation des AGs, la β-OX des AGs, le 
CAC, le transport des électrons et la phosphorylation oxydative (OXPHOS) (143). 
Son expression est activée par différents stimuli qui induisent une augmentation de la 
demande en ATP. Ainsi, une stimulation de PGC-1α par des stimuli physiologiques, 
comme l’exercice, ou pathophysiologiques, comme le jeûne et le diabète, produit des 
changements métaboliques importants, tels qu’une augmentation de la biogenèse 
mitochondriale, de l’oxydation des AGs et de l’OXPHOS. La surexpression de PGC-
1α de manière cardio-spécifique chez la souris adulte provoque la prolifération 
mitochondriale non contrôlée et des altérations dans la structure des mitochondries 
dans les cardiomyocytes (184). À l’opposé, une diminution de l’expression de PGC-
1α, observée dans le cœur fœtal, dans l’hypertrophie et dans l’insuffisance cardiaque, 
provoque l’effet contraire, c’est-à-dire une diminution de la biogenèse mitochondriale 
et de l’oxydation des AGs (99). Différentes voies de signalisation reliées au statut et à 




Figure 7 : Régulation en fonction de PGC-1α (adaptée de (143)) 
AMPc : AMP cyclique, CaMK : calmoduline kinase, ERK : extra-cellular-signal-regulated kinase, ERR : 
récepteurs reliés à l’oestrpgène, NRF-1 : nuclear respiratory factor-1, NRF-2 : nuclear respiratory factor-2  
Les flèches achurées indiquent une activation via des voies signalisation, tandisque les flèches pleines indique une 
coactivation par PGC-1α. 
 
Outre les membres de la famille des PPARs, PGC-1 coactive des récepteurs 
nucléaires de la famille des récepteurs reliés à l’œstrogène (ERR) et des facteurs 
nucléaires 1 et 2 de la chaîne respiratoire (NRF-1 et NRF-2) (Figure 7, page 34). 
NRF1 et NRF2 sont impliqués dans la réplication et la transcription du génome 
mitochondrial via leur rôle dans la régulation de l’expression du facteur de 
transcription mitochondrial A.  
 
1.2.3 La régulation du métabolisme cardiaque via les voies de signalisation 
Parmi les mécanismes de régulation du métabolisme énergétique cardiaque on 
retrouve aussi les différentes voies de signalisation. Les voies de la protéine kinase 
activée par l’AMP (AMPK), de l’Akt et de mTOR figurent parmi les plus étudiées à 
ce jour. Les rôles de ces trois kinases, qui ont été le sujet de plusieurs travaux de 
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recherche ainsi que d’articles de revue (22; 27; 83; 127; 138; 232; 329), sont discutés 
dans la prochaine section.  
 
1.2.3.1 La voie de l’AMPK    
L’AMPK est un complexe hétérodimèrique composé d’une sous-unité catalytique α et 
de deux sous-unités régulatrices (β et γ). Son activation dépend de la phosphorylation 
d’un résidu thréonine (Thr 172) contenu dans la sous-unité α par des kinases en 
amont (128). Il existe plusieurs isoformes pour chacune des sous-unités (α1, α2, β1, 
β2, γ1, γ2, γ3) donnant 12 combinaisons possibles d’holoenzymes qui sont distribuées 
différemment selon les tissus. L’isoforme contenant la sous-unité catalytique α2 est la 
forme prédominante (60-80%) dans le cœur murin, tandis que dans le cœur humain, 
les sous-unités catalytiques α1 et α2 sont retrouvées en quantités égales (53). 
Plusieurs facteurs influencent l’activité de l’AMPK (Figure 8, page 36). Il s’agit 
d’une protéine sensible à l’état énergétique du cœur et elle est activée lorsque la 
production d’ATP est insuffisante pour combler la demande énergétique 
(augmentation du ratio ADP/ATP). Une augmentation des concentrations d’insuline 
et de l’activité de contraction musculaire provoque des changements importants au 
niveau de la signalisation intracellulaire. Ces changements incluent une augmentation 
des niveaux intracellulaires d’AMP, AMPc, de Ca2+ et d’espèces réactives de 
l’oxygène (reactive oxygen species ; ROS), qui vont à leur tour activer AMPK (108). 
L’activité de l’AMPK peut aussi être modulée par des hormones, telles que la 
noradrénaline et leptine, et des agents pharmacologiques, comme la metformine (22). 
Plus récemment, il a été démontré que l’AMPK est au centre des effets métaboliques 
du resvératrol, un polyphénol naturel (317). Dans le cœur, l’AMPK est aussi 
phosphorylée et activée par LKB1, une kinase sérine/thréonine (271). La présence de 
LKB1 en amont de l’AMPK est essentielle au maintien de la fonction contractile du 





Figure 8 : Voie de signalisation de l'AMPK dans le cœur (adaptée de (22)). 
4E-BP : protéine de liaison au facteur d’initiation eucaryotique 4E, AMPK : AMP-activated protein kinase,  
eNOS : synthase endothéliale de l’oxyde nitrique, mTOR : mammalian target of rapamycin, ROS : espèces 
réactives de l’oxygène, TGFβ : transforming growth factor β, TSC2 : complexe de sclérose tubéreuse 2, VEGF : 
facteur de croissance de l’endothélium vasculaire. Les lignes achurées corespondent à des mécanismes indirects. 
 
À la suite de son activation, l’AMPK agit sur plusieurs cibles de manière à stimuler la 
production d’énergie et à limiter les processus anaboliques (Figure 8, page 36). De 
fait, l’activation de cette voie de signalisation stimule l’oxydation des glucides et des 
lipides et diminue la synthèse de glycogène, de TGs et de protéines. Les mécanismes 
qui sous-tendent ces effets de l’AMPK incluent autant la régulation à court terme, via 
la régulation de l’activité de canaux ioniques et d’enzymes métaboliques, mais aussi 
la régulation à long terme, via la modulation de l’expression de certains gènes, 
métaboliques ou autres, et la synthèse protéique. Par exemple, l’AMPK activée 
favorise le transport du glucose et des AGCLs en stimulant la translocation de 
GLUT4 et de CD36 des compartiments intracellulaires à la membrane. Plusieurs 
cibles d’AMPK, pouvant jouer un rôle dans la translocation des protéines de 
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transport, ont été identifiées à ce jour. Parmi celles-ci, AS160 semble être le point de 
rencontre des voies de signalisation de l’insuline et de la contraction musculaire pour 
la translocation des protéines de transport membranaires (281).  
L’AMPK est aussi impliquée dans l’entrée des AGCLs dans la mitochondrie via son 
action dans la régulation de l’activité d’ACC. L’AMPK activée est capable de 
phosphoryler les 2 isoformes d’ACC (αACC et βACC) et ainsi de les inactiver. Ceci 
induit une diminution des niveaux de malonyl-CoA, levant son effet inhibiteur  sur 
CPT-I, et ainsi augmente l’oxydation des AGCLs. À long terme, l’activation de 
chronique de l’AMPK a des effets au niveau de la régulation de certains facteurs de 
transcription, de la stabilité des ARNm, de la traduction de protéine et de l’expression 
de certains gènes métaboliques, dont plusieurs impliquent l’activation de PGC-1α.  
Le rôle cardioprotecteur de l’AMPK dépasse ses effets au niveau métabolique. En 
effet, il été démontré, il y a quelques années, que l’activation de l’AMPK inhibe la 
synthèse protéique associée à l’hypertrophie (44), action qui a pour effet de préserver 
l’ATP dans le but de maintenir la fonction contractile du cœur. Cette propriété de la 
voie LKB1/AMPK est intéressante au point de vue clinique puisque son activation, 
par exemple par le resvératrol, influence la synthèse protéique pour prévenir 
l’hypertrophie cardiaque (43; 79). L’action de la voie LKB1/APMK passe via son 
inhibition la voie de la mTOR (cible de la rapamycine chez les mammifères) 
impliquée entre autre dans la croissance cellulaire, la synthèse protéique et 
l’autophagie. Un rôle plus direct de l’AMPK, sans l’intermédiaire de mTOR, dans la 
régulation de l’autophagie a été mis en évidence via son action sur la phosphorylation 
de ULK1, une kinase sérine/thréonine qui initie l’autophagie (129; 182). La sous-
unité β de l’AMPK possède un site de liaison au glycogène, supportant aussi un rôle 
de cette voie de signalisation dans le métabolisme du glycogène, par contre le 




1.2.3.2 La voie d’Akt/PKB 
Akt (ou protéine Kinase B; PKB) est une kinase sérine/thréonine impliquée dans 
diverses fonctions cellulaires comme la synthèse protéique, la survie cellulaire et la 
régulation métabolique. Akt est un membre essentiel de la voie de signalisation de 
l’insuline et est impliquée dans la régulation de la flexibilité métabolique du cœur. La 
liaison de l’insuline à la sous-unité α de son récepteur induit un changement de 
conformation se traduisant par une autophosphorylation des résidus tyrosine de la 
sous-unité β du récepteur induisant le recrutement intracellulaire et la 
phosphorylation d’IRS-1  (insulin receptor substrate 1). L’activation d’IRS-1 permet 
le recrutement subséquent et l’activation de phosphatidylinositol 3-kinase (PI3K) et 
ainsi la production de phosphoinositide-3,4,5 triphosphate qui active Akt (232) et 
ainsi induit la translocation de GLUT4 et FAT/CD36 au niveau du sarcolème (108; 
195) (Figure 9, page 38).  
 
Figure 9 : Régulation de la captation du glucose et des AGCLs par l'insuline et la contraction 
musculaire, implication des voies de signalisation de l’AMPK et d’Akt. (Adaptée de (281)) 
PI3K : phosphatidylinositol 3-kinase, PKB : protéines kinase B, PKC : protéine kinase C 
39 
 
De plus, Akt peut être activée par différents facteurs de croissance et hormones, tels 
que le facteur de croissance de l’endothélium vasculaire et l’IGF-1 (insulin growth 
factor-1). Il existe 3 isoformes d’Akt dans le cœur (Akt1, Akt2, Akt3) qui présentent 
des fonctions biologiques différentes. Par exemple, bien qu’Akt1 et Akt2, les 
isoformes les plus abondants dans le myocarde, soient activés par l’insuline, il semble 
qu’Akt1 soit impliqué dans la croissance physiologique du cœur (70) et qu’Akt2 soit 
essentiel à la régulation de la captation du glucose. En effet, la captation et le 
transport du glucose stimulés par l’insuline sont bloqués dans des cardiomyocytes de 
souris déficientes pour Akt2 mais pas chez celles déficientes pour Akt1 (69). Cette 
diminution du métabolisme du glucose est compensée par une augmentation de la 
captation et de l’oxydation du palmitate dans les cardiomyocytes déficients pour 
Akt2. Parmi les cibles de phosphorylation connues d’Akt, notons les facteurs de 
transcription de la classe des FoxO (forkhead box subclasse O), lesquels régulent 
l’expression de gènes impliqués dans la survie cellulaire, le cycle cellulaire et le 
métabolisme, tels que PDK4 et LPL (319). En plus de leur effet direct sur la 
transcription génique, les FoxO ont un impact sur la régulation du métabolisme via 
leur association à d’autres facteurs de transcription, comme PGC-1α. Un autre rôle 
important d’Akt est son implication au niveau de la prévention de l’apoptose des 
cardiomyocytes dans des situations pathologiques comme l’ischémie/reperfusion, 
l’hypoxie et l’hypoglycémie.  
Tout comme pour l’APMK, les propriétés cardioprotectrices de l’Akt dépassent ses 
effets métaboliques. De plus, bien que dans la littérature les rôles d’Akt soient plus 
connus au niveau du cytoplasme et de la membrane, il est de plus en plus clair que 
l’accumulation d’Akt dans des compartiments cellulaires, indirectement via sa 
translocation ou directement via son activation dans les divers compartiments, comme 
le noyau et la mitochondrie, est un facteur clé de ses différentes activités biologiques 
(pour revue voir (218). L’activation d’Akt dans le noyau dépend du réseau nucléaire 
de signalisation de PI3K/PDK1  (phosphoinositide-dependent kinase-1) présent dans 
les cardiomyocytes et qui peut être augmenté à la suite d’une stimulation par des 
facteurs cardioprotecteurs. Les différents mécanismes nucléaires impliqués dans 
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l’activation d’Akt dans les cardiomyocytes restent par contre à être confirmés. 
Cependant, il est connu que l’accumulation d’Akt dans le noyau produit une activité 
anti-apoptotique et induit l’activité de la Pim-1 kinase, une kinase sérine/thréonine 
appartenant au groupe des protéines kinases dépendantes de la calmoduline, qui a été 
décrite comme étant responsable des propriétés cardioprotectrices de Akt. En effet, 
l’accumulation d’Akt au niveau nucléaire ainsi que l’expression de Pim-1 sont 
induites dans des cardiomyocytes in vitro par des agents cardioprotecteurs comme 
IGF-1 (insulin-like growth factor) (221). In vivo, la délétion génétique de Pim-1 
induit une augmentation de la taille de la zone infarcie et des altérations dans la voie 
de signalisation d’Akt suite à un infarctus du myocarde. À l’opposé, la surexpression 
de Pim-1 au niveau cardiaque permet le maintien de la fonction contractile suite à un 
infarctus du myocarde. Ces résultats chez la souris soulignent le rôle de Pim-1 dans 
les propriétés cardioprotectrices d’Akt. 
En plus de ses effets au niveau du cytoplasme et du noyau, Akt a des effets directs au 
niveau mitochondrial. En effet, la translocation d’Akt vers la mitochondrie a été 
démontrée dans les cardiomyocytes à la suite d’une stimulation avec LIF ou au 
préconditionnement (pour revue (218) et (217)). Akt est impliquée à plusieurs 
niveaux dans la  protection contre l’apoptose et la préservation de l’intégrité 
mitochondriale. L’activité anti-apoptotique de Akt passe aussi via plusieurs 
mécanismes, dont i) son implication dans la phosphorylation de Bad et Bax, des 
protéines pro-apoptotiques de la famille de la protéine Bcl-2; ii) son action au niveau 
de la glycogène synthase kinase 3 (GSK-3), dont l’inhibition est cardioprotectrice en 
situation d’ischémie/reperfusion, via sa phosphorylation en Ser9, critique pour 
l’inhibition de l’ouverture du pore de transition mitochondrial; et iii) son action au 
niveau de la phosphorylation de l’hexokinase-II, aussi impliquée dans l’ouverture du 




1.2.3.3 La voie de mTOR 
mTOR est une grosse protéine (280 kDa) kinase sérine/thréonine qui a des effets au 
niveau de l’organisme en entier. Cette enzyme contrôle entre autre la croissance 
cellulaire en réponse à la présence de nutriments (acides aminés) à des stimuli 
hormonaux (insuline et l’IGF-1) et le statut énergétique (AMP/ATP) (Figure 10, page 
41).  
 
Figure 10 : Voie de signalisation de mTOR (adaptée de (247)). 
IRS1 : insulin receptor substrate 1, mTORC1 : mTOR complexe 1, mTORC2 : mTOR complexe 2, PDK1 : 
phosphoinositide-dependent kinase-1,  PRAS40 : substrat d’Akt/PKB de 40 kDa riche en proline, S6K : kinase S6, 
TSC1 : complexe de sclérose tubéreuse 1 
 
Les nutriments sont les activateurs préférentiels de mTOR et ils peuvent l’activer en 
l’absence d’un autre signal (pour revue (125; 247). mTOR se retrouve sous forme de 
2 complexes multiprotéiques, le mTOR complexe 1 (mTORC1) et le mTOR 
complexe 2 (mTORC2), qui ont des effecteurs différents et qui contrôlent des 
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processus cellulaires distincts. En effet, mTORC1, composé de raptor, mLST8 et 
mTOR, est sensible à la rapamycine, un médicament immunosuppresseur, tandis que 
mTORC2, composé de rictor, mLST8 et mTOR, est insensible à ce composé. 
L’activation de la voie Akt/PKB par la liaison de l’insuline à son récepteur induit la 
phosphorylation et l’inactivation du complexe TCS2-TCS1 (complexes de sclérose 
tubéreuse 2 et 1) et PRAS40 (substrat d’Akt/PKB de 40 kDa riche en proline), deux  
protéines qui inhibent mTORC1. PRAS40 se lie directement à mTOR pour l’inhiber, 
tandis que TSC2 avec TSC1 permet l’inactivation de Rheb nécessaire à l’activité de 
mTOR. Ainsi, l’activation d’Akt induit l’activation de mTOR via 2 processus, i) en 
activant Rheb et ii) en induisant la phosphorylation de PRAS40 avec 14-3-3, levant 
ainsi son inhibition de mTOR (125). L’activation de mTOR par l’insuline et la voie 
d’Akt/PKB est corrélée à son niveau de phosphorylation en Ser2448. L’activité de 
mTORC1 est aussi régulée par le statut énergétique. Une fois activée, mTORC1 a 
deux cibles bien caractérisées, 4E-BP (protéine de liaison au facteur d’initiation 
eucaryotique 4E) et S6K (kinase S6), qui sont impliquées dans la régulation de 
processus cellulaires comme la traduction, la transcription, la biogenèse des 
ribosomes, l’autophagie et la sensibilité à l’insuline (Figure 10, page 41). Une 
augmentation de l’activité de la voie LKB1/AMPK suite à une augmentation du ratio 
AMP/ATP induit l’activation de TSC2 et l’inhibition de mTORC1. En 2008, il a 
aussi été démontré au niveau cellulaire que l’AMPK inhibe mTORC1 
indépendamment de TSC2 en phosphorylant directement raptor et en induisant la 
liaison de 14-3-3 avec mTORC1. Cet effet de l’AMPK sur l’activité de mTORC1 est 
un point de contrôle et un lien entre le métabolisme et la prolifération cellulaire. Cet 
effet est très important, principalement en situation de stress énergétique, comme en 
condition d’hypoxie (117).  
Bien que les activateurs et les cibles de mTOR soient de plus en plus décrits, le rôle 
exact de mTOR au niveau du cœur, et plus spécifiquement de son métabolisme, 
demeure peu connu. Quelques études menées chez la souris et le rat SHR ont montré 
que l’administration de rapamycine provoque une régression ou une prévention 
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partielle de l’hypertrophie induite par l’activation d’Akt ou à la suite d’une surcharge 
de pression, supportant un rôle de mTOR dans ce processus pathologique (210; 284; 
288). Dernièrement, il a aussi été montré que mTORC1 est essentiel au maintien de la 
fonction cardiaque in vivo en situation de surcharge de pression (283). De plus, les 
souris invalidées pour raptor de manière cardio-spécifique développent non seulement 
une dysfonction cardiaque, mais aussi des altérations du métabolisme, telles qu’une 
diminution de l’oxydation du palmitate et une augmentation du glucose. De plus, 
dans ce modèle murin, l’expression génique de plusieurs protéines impliquées dans le 
métabolisme cardiaque est modifiée. Par exemple, les niveaux de transcrits pour 
CPT-I, MCD-I et GLUT4 sont réduits tandis que ceux de GLUT1 sont augmentés 
dans les cœurs déficients pour raptor. De plus, l’expression génique de PGC-1α est 
diminuée de même que le nombre de mitochondries. Le mécanisme exact qui sous-
tend ces changements métaboliques est encore inconnu, toutefois, ces résultats sont 
supportés par les travaux réalisés dans le muscle squelettique par Cunningham et 
collaborateurs en 2007, qui ont montré que mTOR agit au niveau de la régulation de 
la capacité oxydative de la mitochondrie via son action sur la régulation d’un 
complexe YY1-PGC-1α (63). Les auteurs de cette étude montrent une diminution des 
niveaux d’ARNm pour PGC-1α et de protéines impliquées dans l’OXPHOS 
(cytochrome c, ATP synthase (F0)), le CAC (isocitrate déshydrogénase) et la protéine 
découplante 2 (UCP2), dans des cellules de muscle squelettique traitées à la 
rapamycine, un inhibiteur de mTORC1. De plus, ces auteurs rapportent une 
augmentation des niveaux d’ARNm de ces mêmes protéines dans des cellules 
déficientes pour TSC2, dans lesquelles mTOR est active de manière constitutive (63).   
 
En résumé, AMPK, Akt et mTOR sont des protéines clés qui régulent l’homéostasie 
énergétique du myocarde en plus d’avoir plusieurs autres rôles biologiques. De plus, 
elles sont considérées comme étant des cibles pharmacologiques importantes entre 
autres pour le traitement de l’obésité et du syndrome métabolique. Bien que ces voies 
de signalisation soient très importantes pour la régulation du métabolisme 
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énergétique, elles sont principalement étudiées pour leurs autres rôles 
cardioprotecteurs. Les liens exacts entre leurs effets métaboliques et leurs propriétés 
cardioprotectrices restent toutefois à être clarifiés.   
 
1.2.4 Remodelage métabolique du cœur en situation physiologique et  
pathologique 
La flexibilité métabolique du cœur est primordiale pour son adaptation à différentes 
conditions physiologiques. Il a été proposé par le Dr Taegtmeyer que l’absence ou la 
surabondance d’un de ces substrats peut produire de la toxicité et ainsi conduire à des 
dysfonctions du muscle cardiaque (Figure 11, page 45). Selon cette théorie, dans des 
conditions physiologiques et pathologiques, le cœur modifie ses préférences 
énergétiques et ces modifications peuvent avoir des conséquences positives et/ou 
néfastes sur sa fonction. Il existerait donc une sélection optimale des substrats 





Figure 11 : Choix des substrats énergétiques du cœur dans des conditions normales ou 
pathologiques (adaptée de (308)). 
 
Cette régulation à long terme dans le choix des substrats énergétiques comprend les 
changements liés à des conditions physiologiques, comme le passage du cœur fœtal 
au cœur adulte, période marquée par une augmentation importante de la disponibilité 
en oxygène et en AGs pendant laquelle le cœur modifie les choix de ses substrats 
énergétiques des glucides vers les AGs (194).  
La présence de conditions pathologiques s’accompagne aussi de modifications du 
métabolisme cardiaque qui induisent une altération chronique de la flexibilité 
métabolique du myocarde. Ces changements métaboliques sont modulés par des 
modifications de la régulation du métabolisme cardiaque tant à court terme, au niveau 
allostérique et post-traductionnel, comme en situation d’ischémie, qu’à long terme, au 
niveau de l’expression génique de différentes protéines/enzymes, comme en 
conditions de diabète et d’hypertrophie (164).  
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En situation d’ischémie myocardique, le flux sanguin via la circulation coronarienne 
est inadéquat et l’apport en oxygène est réduit. Conséquemment, le métabolisme 
oxydatif est affecté causant une diminution de l’activité de la β-OX mitochondriale 
des AGs, du CAC et de la production d’ATP par la chaîne de transport des électrons. 
Étant donné l’importance du métabolisme oxydatif dans le cœur, les conséquences de 
l’ischémie y sont très importantes. Le rôle de l’APMK est crucial en condition 
d’ischémie, puisque son activation stimule la glycolyse, la voie la plus importante de 
production d’énergie par des processus de phosphorylation au niveau des substrats, 
qui sont indépendants de l’oxygène, en stimulant indirectement l’activité de PFK-1 en 
agissant au niveau de PFK-2. L’AMPK favorise aussi les niveaux d’oxydation des 
AGCLs en inhibant l’activité d’ACC et en stimulant l’activité de MCD, ce qui a pour 
effet de diminuer les niveaux de malonyl-CoA et de lever l’inhibition de CPT-1, 
favorisant ainsi l’entrée d’AGCLs dans la mitochondrie. Cette augmentation de 
l’oxydation des AGCLs s’accompagne d’une diminution de la décarboxylation du 
pyruvate. Cet effet positif de l’APMK à long terme est par contre considéré comme 
étant délétère tôt en début de reperfusion, puisque l’activation concomitante de 
l’oxydation des AGCLs et de la glycolyse anaérobie cause un découplage entre la 
glycolyse et l’oxydation du glucose via PDH, causant l’accumulation de produits 
dérivés de la glycolyse (lactate et NADH) (83). De plus, le découplage entre l’entrée 
des AGCLs dans la mitochondrie et la réduction de la capacité oxydative due au 
manque d’oxygène cause une accumulation d’acyl-CoA et d’acylcarnitines à chaîne 
longue (CL). L’accumulation de ces dérivés toxiques favorise des 
dysfonctionnements électrophysiologiques et contractiles qui contribuent à la 
défaillance cardiaque, du moins de façon aigue dans un modèle de cœur perfusé ex 
vivo (58). Dans cette condition, l’augmentation de la contribution énergétique des 
lipides est considérée maladaptative et responsable des altérations de la contraction. 
Ainsi, il apparaît que le traitement avec des agents pharmacologiques qui modulent 
l’utilisation des AGCLs et favorisent le métabolisme glucidique améliore la réponse 
du myocarde à l’ischémie. De fait, l’administration ex vivo et parfois in vivo chez 
l’animal ou chez l’humain d’étomoxir, un inhibiteur de la CPT-1, de trimétazidine, un 
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inhibiteur partiel de la β-OX des AGCLs, ou de dichloroacétate, un agent qui stimule 
PDH, a montré une amélioration du rendement énergétique et de la fonction 
ventriculaire suite à l’ischémie (pour revue (194)).  
Le diabète est un facteur de risque, indépendant des autres facteurs de risque comme 
l’hypertension et l’hypercholestérolémie, pour le développement de la 
cardiomyopathie. Les cœurs des patients diabétiques sont caractérisés par une 
diminution de la captation du glucose et leur production d’énergie repose 
essentiellement sur l’utilisation des AGCLs. Ce changement métabolique 
s’accompagne du développement d’une cardiomyopathie à long terme (pour revue 
(5)). Des changements de la biodisponibilité des substrats circulants se traduisant par 
une hyperglycémie et une augmentation des niveaux d’AGs libres et des TGs 
circulants sont observés chez les patients avec un diabète de type 2. L’utilisation du 
glucose est déficiente étant donné les altérations de la voie de signalisation de 
l’insuline. En compensation, l’utilisation des lipides est accrue possiblement via une 
activation de la voie de PPARα (96). Ces altérations du métabolisme énergétique 
s’accompagnent d’une diminution du ratio phospho-créatine/ATP, un index de 
mortalité par cardiomyopathie (227). Le lien entre le dysfonctionnement contractile 
est les altérations métaboliques est difficile à faire, toutefois, les études menées chez 
la souris qui surexprime PPARα, un modèle animal présentant un profil métabolique 
similaire à celui des patients diabétiques, développent une cardiomyopathie suggérant 
un lien entre les altérations métaboliques et fonctionnelles (100). 
L’hypertrophie ventriculaire gauche consiste en un remodelage du muscle cardiaque à 
la suite d’une augmentation de la tension des parois du cœur. Dans cette condition, à 
long terme, un remodelage métabolique se développe en parallèle du remodelage 
structurel du cœur, par contre, le lien entre la progression de la maladie vers le 
développement de l’insuffisance cardiaque et les changements métaboliques observés 
est encore incertain (pour revue (189; 194)). Ainsi, en condition d’hypertrophie 
cardiaque, l’expression de PPARα est réduite à son niveau fœtal (269). Cette 
diminution de PPARα a été liée, en stade décompensé, à une modification dans le 
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choix des substrats énergétiques du myocarde, le cœur préférant utiliser les glucides 
au dépend des AGs (97). On rapporte aussi dans les cœurs hypertrophiques une 
diminution de l’expression de plusieurs gènes codant pour des enzymes impliquées 
dans la β-OX mitochondriale des AGs, comme MCAD, LCHAD, bien qu’une 
diminution des niveaux protéiques et de l’activité des enzymes n’ait été montrée 
qu’en condition d’insuffisance cardiaque (17). Il n’est pas clair à ce jour si ces 
changements dans la sélection des substrats énergétiques sont adaptatifs ou non pour 
le muscle cardiaque. Il semble cependant que la désactivation de PPARα se produise 
en réponse à l’hypertrophie puisque la réactivation de PPARα dans des cœurs 
hypertrophiques provoque des dysfonctions contractiles du cœur et des altérations du 
rendement énergétique cardiaque (351). De plus, les travaux de l’équipe de Dre Tian 
ont montré que l’augmentation de l’utilisation de glucides, via la surexpression de 
GLUT1 diminue le développement de l’insuffisance cardiaque dans un modèle murin 
(187) et corrige les altérations fonctionnelles et métaboliques dans des cœurs de 
souris déficientes pour PPARα (197). De manière comparable  à ce qui est décrit dans 
le cœur ischémique, certaines études ont montré que l’utilisation prioritaire des 
glucides aux dépends des AGCLs pour la production d’énergie, via l’utilisation 
d’agents pharmacologiques, est bénéfique pour les cœurs insuffisants (299). 
D’un autre côté, l’utilisation des lipides est indispensable pour maintenir une fonction 
contractile adéquate. En effet, l’inhibition de CPT-1 par l’étomoxir est responsable du 
développement d’une cardiomyopathie chez le rat sain (265). D’autres études 
montrent aussi qu’il y a des effets néfastes reliés à une réduction de l’utilisation des 
AGCLs, comme une lipotoxicité due à l’accumulation de lipides intracellulaires et/ou 
une carence énergétique (169; 226). Certaines études ont aussi mis en évidence 
l’importance des AGCLs comme étant un facteur déterminant de la fonction 
contractile, du remodelage structurel et du métabolisme énergétique mitochondrial 
dans les cœurs hypertrophiques, post-infarctiés et insuffisants, aussi bien chez 
l’animal que chez l’humain (237; 256; 257; 316).  
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En outre, l’importance de la flexibilité métabolique du cœur et l’effet potentiellement 
néfaste de la diminution de l’oxydation des AGCLs et de l’augmentation de 
l’utilisation des glucides sont mis en évidence principalement chez les patients 
atteints de désordres de l’oxydation des acides gras; ces patients étant très sujets à la 
décompensation cardiaque dans des situations de stress (33; 274). Les déficits 
génétiques de l’oxydation des AGCLs sont au cœur des travaux réalisés dans le cadre 
de cette thèse de doctorat. Ainsi, leur étiologie, leur diagnostic, leurs conséquences 
tant au niveau métabolique que fonctionnel et les différents traitements offerts aux 
patients à ce jour seront revus en détails dans la section suivante. 
 
1.3 Désordres de l’oxydation des AGs 
Les désordres génétiques de l’oxydation des AGs sont reconnus pour être des causes 
importantes de morbidité et de mortalité. Le premier cas de déficience de l’oxydation 
des AGs, un déficit en CPT-II, a été identifié en 1973 par DiMauro et DiMauro. 
Depuis, tel qu’illustré à la figure 12 (page 49), plusieurs autres désordres génétiques 
de l’utilisation  des AGs ont été identifiés, tout aussi bien au niveau de la captation, 
du transport des AGs que de leur β-OX mitochondriale (258). De plus, tout laisse 
croire que d’autres déficits génétiques pour d’autres enzymes impliquées dans 
l’oxydation mitochondriale pourraient être identifiés dans les années à venir (113).  
 
Figure 12 : Évolution de la découverte des désordres de l'oxydation des AGs (adaptée de (113)).  
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CACT : déficience en carnitine/acylcarnitine translocase, MAD (GAII): multiple acyl-CoA dehydrogenation 
deficiency, MTP : protéine trifonctionnelle mitochondriale, RR-MAD : riboflavin responsive multiple acyl-CoA 
dehydrogenation, SCHAD : déshydrogénase des hydroxyacyl-CoA à chaîne courte, SCKAT: thiolase des 3-
oxoacyl-CoA chaîne courtee  
 
Tel que vu précédemment, le métabolisme des AGCLs est complexe et nécessite 
plusieurs enzymes ou protéines de transport, dont plus de 22 sont connues pour être 
impliquées dans des désordres génétiques pouvant causer des maladies chez l’humain 
(331).  Parmi celles-ci se retrouvent entre autres les déficiences qui affectent les 
enzymes suivantes : CPT-I, CPT-II, LCHAD, déficience primaire en carnitine (DPC), 
la protéine trifonctionnelle mitochondriale (MTP) et les déshydrogénases des acyl-
CoA, SCAD, MCAD et VLCAD, qui est le désordre ciblé par la présente étude. De 
plus, quelques cas de déficience en ACAD9, une enzyme possiblement impliquée 
dans la β-OX des AGCLs, ont été rapportés en 2007 (134).  
Les symptômes de ces désordres héréditaires sont très hétérogènes et affectent 
plusieurs organes (Tableau II, page 51). De plus, des déficits affectant différentes 
protéines causent des symptômes similaires ce qui contribue à rendre le diagnostic et 
le traitement très difficiles (25). Les manifestations cliniques de ces désordres 
génétiques sont souvent les plus sévères pendant l’enfance et peuvent se présenter 
chez des patients âgés de seulement quelques jours. Les désordres qui touchent les 
enzymes pour l’oxydation des AGCLs sont plus susceptibles de causer des 
cardiomyopathies que ceux qui affectent l’oxydation des AGs à chaîne moyenne ou 
courte. De fait, jusqu’à tout récemment, aucune cardiomyopathie n’avait été rapportée 
chez les patients déficients en MCAD (201). Les désordres de l’oxydation des 
AGCLs constituent une des principales causes de cardiomyopathies héréditaires, de 
troubles métaboliques et de mort subite pendant l’enfance (153; 336). En effet, les 
désordres de l’oxydation des AGCLs et de l’OXPHOS mitochondriale comptent pour 
15% des cardiomyopathies chez le jeune enfant (32). Les mécanismes qui expliquent 
le syndrome de la mort subite chez ces enfants sont peu décrits, mais les différentes 
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formes d’arythmies causées par ces déficiences sont souvent soupçonnées d’en être 
une des principales causes (33).  
Tableau II : Principales manifestations cliniques des désordres de l'oxydation des AGs (adapté 
de (165)). 
Manifestations cliniques Détails Protéines impliquées 
 Symptômes hépatiques  Stéatose (syndrome de Reye) 
 Hypoglycémie  
 Hypocétonique 
CPT-I, CPT-II, LCAD, 
MCAD, SCAD, MTP, 
VLCAD, ACAD9, DPC 










CPT-II, VLCAD, ACAD9, 
MTP, LCKAT  
Symptômes neurologiques  Neuropathie périphérique LCHAD, MTP 
Syndrome de la mort subite  +++ 
 
DPC : déficience primaire en carnitine, LCKAT : thiolase des 3-oxoacyl-CoA chaîne longue 
  
 
1.3.1 Déficit en VLCAD 
Comme il a été mentionné plus haut, les ACADs catalysent la première étape de la β-
OX des AGs et leur activité varie selon la longueur des chaînes des acyl-CoA (Figure 
5, page 24). VLCAD, découverte en 1992 (147), catalyse la première étape de la β-
OX mitochondriale des AGCLs et semble être essentielle à l’oxydation des AGs de 
16 carbones et plus dans les muscles, le cœur et le foie chez l’humain. Quoi que peu 
fréquente, la déficience en VLCAD est le désordre de l’oxydation des AGCLs le plus 
commun avec une incidence variant de 1/40 00 à 1/120 000 (188; 212). Le phénotype 
sévère de la déficience en VLCAD a été pour la première fois décrit en 1985 par Hale 
et al. (122). Cependant puisque l’enzyme VLCAD n’avait pas encore été identifiée à 
cette époque, le phénotype clinique a d’abord été associé à une déficience en LCAD. 
Ainsi, ce n’est qu’en 1993 que le phénotype clinique sévère a été relié correctement à 
une déficience en VLCAD (11; 26). De plus, à la suite du clonage de l’ADN 
complémentaire humain de VLCAD en 1995 (302) et d’analyses plus précises, les 
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patients qui avaient été initialement diagnostiqués comme étant déficients pour 
LCAD ont été caractérisés comme ayant une déficience pour VLCAD.  
Contrairement à SCAD, MCAD et LCAD qui sont localisées dans la matrice 
mitochondriale et qui présentent une structure homotétramèrique (dimère de dimère) 
d’approximativement 45 kDa, VLCAD est une protéine de 70 kDa de forme 
homodimérique associée à la membrane interne de la mitochondrie (147; 291). La 
région amino-terminale de VLCAD contient des séquences homologues aux autres 
ACADs, ce qui n’est pas le cas pour son domaine c-terminale de 180 acides aminés. 
Ce domaine c-terminale semble être essentiel à sa liaison à la membrane interne de la 
mitochondrie (111). Bien qu’il ait été montré que 86-99 % de la déshydrogénation du 
palmitoyl-CoA soit catalysée par VLCAD dans le tissu cardiaque humain (10), il 
semble exister un chevauchement dans l’affinité de LCAD et VLCAD. Cependant, 
étant donné leurs localisations différentes dans la mitochondrie, il semble que ces 
deux ACADs présenteraient des fonctions distinctes. Au niveau de sa régulation 
transcriptionnelle, VLCAD diffère aussi des autres ACADs. En effet, en plus d’être 
régulée par PPARα, comme les autres ACADs (116), VLCAD contient aussi un 
élément régulateur sur sa région promotrice, identifié comme pouvant se lier à la 
protéine régulatrice 2 (AP-2) (356). En plus de la régulation au niveau 
transcriptionnel, il a récemment été démontré que l’activité des ACADs, du moins de 
LCAD, pouvait être régulée de manière post-traductionnelle via l’effet de sirtuine-3 
(Sirt-3) sur la désacétylation des enzymes (135).  
Chez l’humain le gène codant pour VLCAD, ACADVL (OMIM #609575), se situe 
sur le chromosome 17p11-p13 (7; 12). Il s’agit d’un gène nucléaire de 5341 paires de 
bases contenant 20 exons qui est synthétisé dans le cytosol sous forme de précurseur 
et ensuite importé dans la mitochondrie pour subir un processus protéolytique menant 
à sa forme mature (239). Tel que rapporté par Mathur et collaborateurs en 1999, les 
déficiences pour VLCAD sont très hétérogènes au niveau moléculaire ; en effet, 32 
mutations totalisant 49 allèles chez 31 patients ont été identifiées (206). Ces 
observations quant à l’hétérogénéité moléculaire de la déficience en VLCAD ont 
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aussi été rapportées par Andresen et collaborateurs qui décrivent 58 mutations 
différentes chez 55 patients (Figure 13, page 53) (8). Chez l’humain, une mutation 
complète du gène ACADVL est associée à des niveaux indétectables de l’enzyme et 
au phénotype clinique le plus sévère. La transmission de cette déficience ce fait de 
manière autosomique récessive. De plus, des mutations anti-sens et des délétions in-
frame produisent une enzyme avec une activité résiduelle et sont liés à des 
manifestations cliniques moins sévères (8; 112). Néanmoins, quelques mutations anti-
sens, comme R429W et R573W, sont aussi connues pour causer un phénotype 
clinique sévère (8; 291). Plus récemment, Goetzman et collaborateurs ont montré que 
ces mutations n’affectent pas l’activité de l’enzyme, mais plutôt sa structure, 
principalement au niveau de l’assemblage et la stabilité de la protéine (111).   
 
 
Figure 13 : Structure de VLCAD et sites de mutations connues (adaptée de (109)). 
 
Il y a de plus en plus d’évidences qui suggèrent une relation génotype-phénotype chez 
les patients atteints de déficience en VLCAD, contrairement à ce qui est observé dans 
les déficits en SCAD ou en MCAD (113). Certaines mutations du gène ACADVL ont 
clairement été démontrées comme étant responsables de manifestations cliniques 
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moins sévères et plus tardives, dont 637G>A une mutation de transition menant à une 
substitution d’un acide aminé, soit thréonine pour alanine (303). En contrepartie,  
pour certaines mutations la relation génotype-phénotype est difficile à établir puisque 
des mutations anti-sens connues comme étant impliquées dans un phénotype clinique 
atténué causent chez certains patients un phénotype très sévère. Par exemple, la 
mutation c.848T>C, identifiée en 1996, pour laquelle une activité résiduelle de 
VLCAD avait été rapportée (7; 111), a été identifiée chez un patient décédé à 38h de 
vie suite à une hypoglycémie grave (59). Chez ce patient, hétérozygote pour cette 
mutation et une autre plus sévère (c.342+1G<C), l’activité résiduelle de VLCAD n’a 
pas été suffisante à la prévention des symptômes. Malgré ces différences importantes 
au niveau moléculaire, les patients atteints de déficience en VLCAD présentent des 
symptômes cardiaques assez similaires. 
Les principaux signes cliniques d’une déficience en VLCAD sont les mêmes que 
pour les désordres des AGs en général (Tableau II, page 51). Les symptômes se 
présentent selon 3 phénotypes bien différents : i) une forme infantile fatale 
caractérisée par une cardiomyopathie hypertrophique et une hypoglycémie 
hypocétosique de jeûne (324), ii) une forme moins sévère chez l’enfant accompagnée 
du syndrome de Reye et d’une légère hypoglycémie (324) et iii) une forme beaucoup 
moins sévère qui se présente chez l’adolescent ou l’adulte caractérisée par de la 
douleur musculaire, de la rhabdomyolyse et de la myoglobinurie associées à des 
périodes de jeûne ou d’exercice (163; 214). De plus, étant donné le rôle important des 
AGCLs comme substrats énergétiques lors d’exercice physique soutenu,  une période 
d’exercice sévère provoque l’apparition de symptômes chez des patients adultes 
asymptomatiques (136; 171), il est donc conseillé aux patients atteints de désordre de 
l’oxydation des AGCLs de faire de l’exercice physique selon leur niveau individuel 
de tolérance.  
La forme qui présente un phénotype sévère chez l’enfant est de loin la plus fréquente 
et elle nécessite des traitements importants dans les premiers mois ou les premières 
semaines de vie. Bien que la présence d’une cardiomyopathie hypertrophique soit 
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observée chez la moitié des patients déficients pour VLCAD et soit responsable de la 
plupart des cas de mortalité, certains patients ne développent jamais de symptômes 
cardiaques. L’activité de VLCAD semble plus faible dans les fibroblastes de patients 
qui présentent une cardiomyopathie comparativement à ceux qui ne manifestent pas 
de symptômes cardiaques, ces différences ne sont toutefois pas significatives  (324).          
Les hypothèses actuelles quant aux explications des symptômes se réfèrent 
essentiellement à deux phénomènes, soit : 1) un déficit énergétique, dû à 
l’impossibilité d’oxyder les AGCLs, et 2) l’accumulation de métabolites toxiques en 
amont du déficit enzymatique, les acylcarnitines et les acyl-CoA à CL (33; 274). Les 
acyl-CoA à CL agissent au niveau de la régulation des canaux KATP (103) en plus de 
leurs capacités d’agir sur différentes voies de signalisation, dont la voie de la PKC 
(102), et d’inhiber ex vivo l’expression de certaines enzymes du métabolisme 
énergétique et du CAC (168). Les acylcarnitines à CL peuvent, quant à elles, agir 
comme des détergents et interagir avec les lipides de la membrane du sarcolème et 
ainsi être impliquées dans le dysfonctionnement électrophysiologiques et dans la 
survenue des troubles du rythme (25; 58; 65). Les bases électrophysiologiques des 
effets pro-arythmiques des acylcarnitines à CL sont multifactorielles. Ces composés 
amphipathiques altèrent les propriétés membranaires et la structure protéique de 
certains canaux comme les canaux potassiques, les canaux sodiques, les canaux 
calciques voltage-dépendants et les jonctions GAP, créant des altérations du rythme 
variables (273; 348). Les acylcarnitines à courte ou moyenne chaîne n’ont pas ces 
effets toxiques sur les canaux ioniques (33). L’implication des acylcarnitines à CL 
dans la survenue des troubles du rythme est supportée par l’absence de ces 
manifestations cliniques chez les patients qui ont des déficits en CPT-I ou en amont, 
déficits qui ne causent pas d’accumulation des ces composés (33). De plus, de 
manière intéressante, l’analyse des profils d’acylcarnitines dans les fibroblastes de 
patients incubés avec du palmitate et de la carnitine a révélé deux profils 
d’accumulation différents selon le phénotype clinique des patients (324). Ainsi, les 
patients avec une cardiomyopathie présentent une accumulation de myristoylcarnitine 
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(C14) et de palmitoylcarnitine (C16), tandis que les patients sans cardiomyopathie 
présentent surtout une accumulation de dodécanoylcarnitine (C12). Cette différence 
implique des voies métaboliques non-mitochondriales pour l’oxydation des AGCLs, 
telles que l’oxydation peroxysomale, qui contribue à 15% de l’oxydation du palmitate 
dans les fibroblastes humains (324).          
Au-delà du dépistage génétique, les méthodes les plus couramment utilisées pour 
diagnostiquer les désordres de l’oxydation des AGs sont la détermination du profil en 
acides organiques dans l’urine, la détermination des concentrations plasmatiques et 
urinaires en carnitine totale et libre ainsi que le profil d’acylcarnitines plasmatiques 
par spectrométrie de masse en tandem (33). Ces techniques de diagnostic permettent 
d’identifier ces désordres génétiques très tôt suivant la naissance ou de diagnostiquer 
des patients asymptomatiques et ainsi contribuent à la prévention de la morbidité et 
de la mortalité qui y sont reliées (295). Néanmoins, Ficicioglu et collaborateurs 
rapportent le cas récent d’une jeune enfant de 9 mois décédée des complications dues 
à une déficience en VLCAD malgré un résultat de spectrométrie de masse en tandem 
normal (93). Par conséquent, il est fortement suggéré que tous les patients présentant 
des symptômes et des signes cliniques d’un déficit en VLCAD, comme de 
l’hypoglycémie suite au jeûne, des cardiomyopathies ou des dysfonctions hépatiques, 
subissent des examens plus approfondis même si aucun déficit génétique n’a été 
identifié à la naissance (93; 165). Une déficience en VLCAD doit être suspectée chez 
un adulte qui présente des caractéristiques semblables à la manifestation plus sévère, 
surtout s’il y a un historique familial positif pour ce genre de déficience (163). 
L’identification des acylcarnitines plasmatiques et des AGs circulants est une 
méthode non-invasive et efficace de diagnostique des déficiences en VLCAD lors 
d’une période de décompensation (324). De plus, la déficience en VLCAD peut être 
détectée chez un fœtus avant la fin du premier trimestre de grossesse, à l’aide de 
mesure d’activité de VLCAD dans des cellules trophoblastiques ou des amniocytes 
(324).    
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1.3.2 Les autres ACADs impliqués dans les métabolismes des AGCLs 
1.3.2.1 LCAD 
Des études sur la spécificité de LCAD ont montré que cette enzyme serait plus 
importante dans l’oxydation des AGs à chaîne branchée (200; 334) et des AGs avec 
une insaturation en positions 4,5 ou 5,6 (comme l’acide oléique) (178) que pour 
l’oxydation des AGs saturés. La distribution tissulaire spécifique de LCAD au niveau 
génique et protéique est différente de celle de VLCAD. En effet, de faibles quantités 
de LCAD sont présentes dans le cœur, tandis que la protéine est très abondante dans 
le rein (7). Toutefois, la destruction de ce gène dans un modèle murin cause des 
symptômes importants similaires à ceux de la déficience en VLCAD chez l’humain. 
Ces observations laissent donc croire à un rôle plus important pour LCAD chez la 
souris que chez l’humain (167). Dans une étude comparant le métabolisme lipidique 
des fibroblastes de souris déficientes en LCAD ou en VLCAD avec celui des 
fibroblastes de patients avec une déficience en VLCAD, Chegary et collaborateurs 
montrent qu’il existe des différences importantes dans l’expression génique des 
différentes ACADs entre l’humain et la souris. Les auteurs suggèrent donc que 
LCAD compense pour l’absence de VLCAD chez la souris, mais pas chez l’humain 
(50). Cette observation a été confirmée par l’analyse de l’expression protéique de 
LCAD dans les fibroblastes de souris et non chez l’humain. Ce qui confirme les 
résultats obtenus par Ayoma et collaborateurs (11) ainsi que Vianey Saban et 
collaborateurs (324) qui ont montré à l’aide d’anticorps anti-VLCAD, anti-LCAD et 
anti-MCAD que l’activité de LCAD est très faible dans les fibroblastes de peau chez 
l’humain. Les auteurs de ces études suggèrent qu’un déficit en LCAD chez l’humain 
est tout de même possible, mais posent l’hypothèse que son phénotype clinique serait 
peut-être moins sévère étant son rôle limité dans la production d’énergie (324).     
1.3.2.2 ACAD9 
ACAD9 a été identifiée en 2002 par Zhang et al. (355). La séquence d’acides aminés 
d’ACAD9 est identique à 47% et similaire à 65 % à celle de VLCAD (305). De plus, 
elles sont toutes deux exprimées de manière ubiquitaire dans les tissus humains, mais 
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principalement au niveau du cœur, du foie et des muscles squelettiques. La sévérité 
des symptômes chez les patients déficients en VLCAD suggère que malgré cette 
grande homologie entre les deux enzymes, la présence d’ACAD9 ne semble pas 
pouvoir compenser pour l’absence de VLCAD. Il a aussi été montré que ACAD9 est 
très exprimée dans le cerveau adulte, mais aussi au stade embryonnaire et fœtal (234), 
suggérant un rôle de cette enzyme dans le développement cérébral (85). Le rôle exact 
d’ACAD9 dans le métabolisme lipidique n’est pas encore clair, toutefois, une étude 
récente montre qu’ACAD9 jouerait un rôle non pas au niveau de l’oxydation des 
AGs, mais plutôt au niveau de l’OXPHOS et plus spécifiquement au niveau de 
l’assemblage du complexe I (229). De fait, ACAD9 est, tout comme VLCAD, un 
homodimère associé à la membrane interne de la mitochondrie (85). Cette différence 
de localisation leur confère un rôle particulier entre autres dans la formation d’un 
super-complexe d’OXPHOS avec les complexes de la chaîne de transport de 
électrons dans la membrane interne de la mitochondrie (339). Les rôles fonctionnels 
exacts de ces super-complexes ne sont toutefois pas encore connus. 
 
1.3.3 Les différentes stratégies de traitement  
1.3.3.1 Le traitement actuel et la prévention des symptômes 
Le traitement actuel des patients atteints de désordres de l’oxydation des AGCLs, 
comme VLCAD, vise principalement la prévention de l’apparition des symptômes. 
De plus, il est important que les patients qui présentent le phénotype sévère soient 
pris en charge rapidement en cas de crise. Par exemple, l’administration de glucose 
intraveineux comme source d’énergie et le suivi des troubles du rythme sont 
nécessaires afin de renverser la dysfonction cardiaque. Chez les patients déficients 
pour VLCAD, différentes stratégies, selon l’âge du patient ou le phénotype, sont 
utilisées pour prévenir les manifestations cliniques primaires (Tableau III, page 59).  
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Tableau III: Consensus sur le régime alimentaire des patients atteints de déficience en VLCAD 
(adapté de (293). 
Phénotype Âge Lipides alimentaires 
Asymptomatique 
(créatine kinase et 
fonction hépatique 
normale) 
0-4 mois  50% lait maternel  
 50% formule pauvre en gras 
 Après 4 mois 
(introduction de la 
nourriture solide) 
 Lipides représentent 30-40% de l’énergie totale 
 10-15% de l’énergie provenant des lipides devrait 
venir de triglycérides à chaîne moyenne 
Symptomatique 0-4 mois  Pas de lait maternel 
 100% de formule pauvre en gras 
 Supplément d’acides gras essentiels 3.5 g/jour 
 Après 4 mois 
(introduction de la 
nourriture solide) 
 Lipides représentent 25-30% (< 40%) de l’énergie 
totale. 
 20% de l’énergie provenant des lipides devrait venir 
de triglycérides à chaîne moyenne. 
 3-4% de l’énergie devrait venir des suppléments 
d’AGs essentiels. 
 
Le support nutritionnel offert aux patients atteints de désordres de l’oxydation des 
AGCLs est au centre de la stratégie de traitement actuelle. Il est impératif pour ces 
patients de consommer fréquemment des petits repas afin d’éviter les périodes de 
jeûne. Un régime pauvre en gras ainsi que l’administration suffisante de glucose sont 
recommandés pour éviter la lipolyse (155). Le traitement nutritionnel actuellement 
recommandé comprend aussi l’administration de TGs à chaîne moyenne (TCMs) et la 
consommation d’amidon avant le sommeil (33). La composition des diètes pauvres en 
gras peut varier de manière à fournir un apport calorique provenant des lipides totaux 
variant de 13 à 39 % en plus de 15 à 18 % supplémentaires venant des TCMs sous 
forme d’huile (289). Les patients répondent de manière très hétérogène aux 
différentes diètes et des symptômes peuvent se manifester quelques jours après 
l’administration accidentelle d’une surcharge lipidique (94). Les diètes pauvres en 
lipides doivent absolument être supplémentées en AGs essentiels de manière à 
couvrir les besoins quotidiens. Un rapport d’experts  affirme que pour maintenir un 
ratio d’AGs oméga 3(n-3) sur oméga 6 (n-6) optimal, il est préférable d’utiliser entre 
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3,5 et 10 g/jour d’huile de noix, de soya et de germe de blé  tout dépendantde l’âge 
des patients (293). Ce type de diète, additionnée d’une quantité suffisante d’AGs 
essentiels pourrait répondre aux besoins des patients atteints de désordre de 
l’oxydation des AGCLs, malheureusement elle ne permet pas de prévenir ou de 
contrôler les symptômes chez tous les patients (260). De plus, chez la souris 
déficiente pour VLCAD, la diète avec des TCMs induit une stéatose hépatique sévère 
et des altérations du métabolisme lipidique, soulignant des impacts délétères possibles 
de cette diète et du besoin de développer un nouveau support nutritionnel aux patients 
(315).   
La prise de suppléments de L-carnitine, afin de limiter l’accumulation des dérivés 
acylcarnitines à CL, était aussi habituellement recommandée pour les patients atteints 
de déficits de l’oxydation des AGCLs  (33). Par contre, cette recommandation est 
controversée puisqu’aucune étude ne montre l’efficacité des suppléments de carnitine 
à long terme chez les patients atteints de désordres de l’oxydation des AGCLs (293). 
En effet, des études chez la souris déficiente en VLCAD ont  montré, d’une part, que 
les suppléments de carnitine induisent la production d’acylcarnitines à CL sans 
modifier les niveaux de carnitine libre dans les tissus (250) et, d’autre part, que les 
niveaux plasmatiques de carnitine libre ne sont pas un bon reflet des concentrations 
tissulaires et que la biosynthèse hépatique semble suffire aux besoins (297). De fait, il 
a récemment été suggéré de limiter la prise des suppléments de carnitine seulement 
pendant les périodes de crise, de manière à éviter l’apparition des effets secondaires 
indésirables (293).  
 
1.3.3.2 Les nouvelles pistes de traitement 
Plus récemment, des études ont soulevé le potentiel thérapeutique de nouvelles 
stratégies d’intervention afin d’améliorer le phénotype clinique des patients atteints 
d’un déficit de l’oxydation des AGCLs. Au niveau pharmacologique, l’administration 
de bezafibrate, un agoniste de PPARα, a permis de d’augmenter l’activité de VLCAD 
dans des fibroblastes de patients avec des mutations missenses sur le gène ACADVL 
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causant une activité résiduelle de l’enzyme (78; 109). Les effets bénéfiques des 
bezafibates ont été mis en évidence dans une étude pilote réalisée chez 6 patients 
déficients pour CPT-II et présentant des myopathies (29; 30), ces patients ayant une 
grande similitude avec les patients déficients pour VLCAD tant au niveau 
biochimique que clinique (31). Les résultats de cette étude, à savoir une amélioration 
de la tolérance à l’exercice et une augmentation de l’oxydation du palmitoyl-CoA 
dans le muscle, suggèrent que cette approche pharmacologique pourrait être 
bénéfique in vivo. La même équipe a récemment montré dans une étude ex vivo avec 
des fibroblastes de patients déficients pour VLCAD ou CPT-II que l’administration 
de resvératrol induit une augmentation du métabolisme oxydatif chez les patients 
porteurs de mutations causant une forme moins sévère de la maladie (20). Dans cette 
étude, les auteurs attribuent l’effet positif du resvératrol à son action sur la 
désacétylation, et donc l’activation, de PGC-1α via sirtuine-1. Toutefois, d’autres 
études sont nécessaires afin de connaître le pouvoir thérapeutique des bezafibrates et 
du resvératrol et leur capacité à prévenir le développement de symptômes cardiaques 
chez les patients avec des déficits génétique de l’oxydation des AGs. 
 Au niveau nutritionnel, une autre étude de cas par Roe et al. rapporte des 
améliorations importantes des symptômes musculaires et cardiaques chez 3 patients 
atteints de déficience en VLCAD après le remplacement de la trioctanoïne, TCM à 
nombre pair (8 carbones), avec de la triheptanoïne, TCM à nombre impair (7 
carbones) (260). Les mécanismes d’action qui pourraient sous-tendre les effets 
bénéfiques des AGCMs  à nombres pair et impair sont développés dans les sections 
suivantes. De plus, l’importance des AGs essentiels, particulièrement l’apport en 
AGPIs de type n-3 sera discutée principalement en lien avec les symptômes 
cardiaques. 
1.3.3.2.1 Les AGCMs dans le traitement des désordres de la β-oxydation des 
AGCLs 
Les AGCMs sont très rares dans la diète, la source la plus importante étant l’huile de 
noix de coco, qui contient environ 50% d’AGCMs (152). Le lait maternel humain 
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contient que très peu d’AGCMs (105), contrairement aux laits des autres 
mammifères, comme le lapin et le rat, qui peuvent en contenir jusqu’à 50% (287).  
Étant donné leur métabolisme particulier, ces AGs sont utilisés depuis longtemps 
pour le traitement de certaines conditions pathologiques sous forme de TCM ajoutés à 
la diète. Ces diètes ont été utilisées chez des patients qui présentaient des besoins 
énergétiques accrus, comme des enfants prématurés (15).  
Les AGCMs présentent un métabolisme particulier qui les diffère des AGCLs. Les 
AGCMs sont des AGs hydrosolubles et saturés avec des chaînes de 6 à 12 carbones, 
comparativement aux AGCLs qui possèdent des chaînes de plus de 14 carbones et qui 
présentent souvent une ou plusieurs insaturations. Ces différentes particularités des 
AGCMs ont de conséquences sur leur métabolisme qui diffère de celui des AGCLs 
décrit précédemment (15).  
 
1.3.3.2.1.1 Métabolisme des AGCMs  
Comme il a été décrit ci-dessus, le métabolisme des AGCLs est assez complexe et 
requiert l’utilisation de plusieurs protéines de transport afin de permettre l’entrée des 
AGCLs dans la cellule puis dans la matrice mitochondriale pour y être β-oxydés. Les 
AGCMs, quant à eux, ne nécessitent pas toutes ces étapes de transport et ils entrent 
rapidement dans la cellule puis dans la mitochondrie par diffusion sans avoir recours 
au système de la carnitine (15). Une fois dans la mitochondrie, les AGCMs sont 
activés par la synthétase des acyl-CoA à chaîne moyenne et leur entrée dans la β-OX 
est régulée par leur biodisponibilité, qui est le reflet des concentrations sanguines 
(Figure 14, page 63). Chez les patients atteints de désordres de l’oxydation des 
AGCLs, les TCM offrent un potentiel thérapeutique intéressant via leur métabolisme 
particulier. Les AGCMs passent au-delà du déficit enzymatique du métabolisme des 
AGCLs et améliore le statut énergétique des patients tout en évitant l’accumulation 
des dérivés toxiques, identifiés comme responsables des troubles du rythme. Ces AGs 
ont montré des effets bénéfiques et ont contribué à l’amélioration des symptômes 
cliniques chez plusieurs patients (37; 313). 
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De plus, contrairement aux AGCLs qui sont emmagasinés dans les chylomicrons 
pour ensuite se rendre aux tissus extra-hépatiques via la circulation lymphatique, les 
TCMs, lorsqu’ils sont administrés oralement, sont rapidement hydrolysés en AGCMs 
qui sont absorbés dans la veine porte et amenés rapidement au foie pour y être 
oxydés. Leur absorption est donc beaucoup plus rapide que celle des AGCLs (242). 
Les AGCMs sont très cétogéniques par rapport aux AGCLs et une grande partie de 
l’acétyl-CoA formée dans le foie après l’oxydation des AGCMs est dirigée vers la 
synthèse de CC qui sont par la suite acheminés aux tissus extra-hépatiques (15).  
De manière intéressante,  il a aussi été montré que les AGCMs et certains de leurs 
métabolites en plus des CC et du lactate sont des ligands endogènes pour des 
récepteurs couplés aux protéines G, HCA1 (GPR81), HCA2 (GPR109A) et HCA3 
(GPR109B), membres de la famille des récepteurs de l’acide hydroxycarboxylique, 
connus comme étant des récepteurs de l’acide nicotinique (pour revue voir (235)). 
Chez des individus sains, en situation physiologique, comme le jeûne ou l’exercice 
intense, l’accumulation de lactate, de BHB ou d’intermédiaires de la β-OX, comme le 
3-hydroxy-octanoate, activent ces récepteurs qui induisent une inhibition de la 
lipolyse dans les adipocytes. Toutefois,  les patients atteints de désordre génétique de 
la β-OX des AGCLs présentent une hypoglycémie hypocétosique lors du jeûne, qui 
semble impliquée dans l’apparition des symptômes. En condition physiologique, les 
niveaux plasmatiques d’AGCMs sont trop faibles pour permettre l’activation de ces 
récepteurs. Toutefois, une partie des effets bénéfiques de l’administration d’AGCMs 
via la diète pourrait s’expliquer par leur capacité à activer ces récepteurs et ainsi 
inhiber de la lipolyse des TGs contenus dans les adipocytes. Ce mécanisme reste 
toutefois à être démontré chez ces patients.   
   
1.3.3.2.1.2 Les AGCMs à nombre impair 
Des TCM à nombre impair, principalement la triheptanoïne, ont récemment été 
introduits dans le traitement des patients atteints de déficit en VLCAD (260). Ces 
AGCMs possèdent un métabolisme qui diffère de celui des AGCMs à nombre pair, ce 
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qui semble leur conférer certains bénéfices intéressants (Figure 14, page 65). En effet, 
en plus de fournir de l’acétyl-CoA pour la production d’énergie, l’oxydation de la 
triheptanoïne fournit du propionyl-CoA, un substrat anaplérotique, qui, sous l’action 
de la propionyl-CoA carboxylase (PCC), est transformé en méthymalonyl-CoA qui, à 
son tour, est métabolisé par la méthylmalonyl-CoA mutase en succinyl-CoA. Ce 
dernier entre dans le cycle de Krebs et ainsi contribue à maintenir les niveaux des 
intermédiaires (39).  
Après ingestion dans la diète sous forme d’huile, l’heptanoate est capté par le foie. 
Son métabolisme hépatique varie aussi de celui des AGCMs à nombre pair, comme 
l’octanoate, puisque en plus de fournir des CC à 4 carbones à partir de l’acétyl-CoA, 
l’heptanoate fournit, à partir du propionyl-CoA, des CC à 5 carbones, le β-
cétopentanoate et le β-hydroxypentanoate. Ces molécules sont très anaplérotiques 
dans le cerveau, le cœur et les reins, 3 organes qui présentent des activités 
enzymatiques très élevées pour les enzymes nécessaires pour l’utilisation des corps 
cétoniques (39). 
   




Une équipe a aussi montré les effets du traitement avec la triheptanoïne chez une 
jeune patiente atteinte de déficience en PC, une enzyme clé de la néoglucogenèse et 
qui joue un rôle très important dans l’anaplérose (219). Les patients atteints de ce 
défaut génétique présentent des déficits importants en OAA dans le CAC, ce qui 
induit une carence énergétique importante (245). À court terme, l’administration de la 
triheptanoïne chez cette patiente a montré des effets importants aussi bien sur son 
statut énergétique que sur son métabolisme cérébral (219). Malheureusement, 4 mois  
après le début du traitement, la jeune patiente a montré une diminution progressive 
des niveaux d’intermédiaires du CAC associés à une accumulation de lactate et de 
CC. Cette diminution a pu être renversée par l’administration de citrate et la réduction 
de la consommation de glucose. La patiente est tout de même décédée des suites 
d’une infection à l’âge de 6 mois (203). Plus d’études sont donc nécessaires afin de 
mieux connaître les effets de ce type de diète à long terme. 
Les niveaux plasmatiques de propionate et d’autres AGs à nombre impair sont faibles 
chez l’humain (248). Cette voie métabolique semble pourtant très importante, puisque 
certains patients atteints d’une déficience génétique pour PCC développent une 
acidémie propionique (AP) associée à plusieurs symptômes incluant des neuropathies 
(118; 230), des myopathies et des cardiomyopathies hypertrophiques ou dilatées (67; 
205). Les patients déficients pour PCC présentent une dysfonction mitochondriale 
secondaire à l’accumulation de propionate, de 3-hydroxy-propionate, de 2-
méthylcitrate et de  propionylglycine (279). Les causes des symptômes cardiaques ne 
sont pas encore totalement connues, mais les hypothèses incluent une accumulation 
de ces composés toxiques, connus comme étant des inhibiteurs des voies 
métaboliques in vitro. En effet, le propionyl-CoA inhibe l’activité de la chaîne 
respiratoire mitochondriale, la PDH et la succinyl-CoA synthétase et le méthylcitrate, 
formés  à la suite de l’accumulation de propionyl-CoA, sont des inhibiteurs des 
enzymes du CAC (279). Romano et collaborateurs suggèrent que d’autres 
mécanismes pourraient être impliqués, puisque, chez des patients atteints d’AP, il y a 
une absence de corrélation entre l’accumulation de métabolites urinaires du 
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propionate et la sévérité des symptômes cardiaques (262). Fait intéressant, les mêmes 
auteurs rapportent que chez 2 patients atteints d’AP et présentant une 
cardiomyopathie, une transplantation hépatique a eu pour effet de renverser les 
symptômes cardiaques (262). Puisque la transplantation hépatique n’affecte pas 
l’accumulation de métabolites toxiques directement dans le cœur, les mécanismes qui 
sous-tendent les effets bénéfiques d’une telle intervention au niveau cardiaque 
demeurent peu connus. Bien qu’un meilleur contrôle métabolique ne semble pas 
influencer la survenue de cardiomyopathie dilatée chez les patients atteints d’AP, les 
auteurs de l’étude suggèrent qu’une diminution des niveaux circulants des 
métabolites du propionate, attribuée à une fonction adéquate de PCC dans le foie  à la 
suite de la transplantation, pourrait être impliquée dans cet effet positif de la 
transplantation hépatique (262).   
 
1.3.3.2.1.3 AGCMs à nombre impair et désordres de l’oxydation des AGCLs 
Comme il a été mentionné plus haut, une grande partie des symptômes cardiaques 
reliés aux désordres de l’oxydation des AGCLs vient des effets pro-arythmiques des 
acylcarnitines à CL. De par leur métabolisme particulier, les AGCMs à nombre pair 
préviennent l’accumulation de ces composés toxiques et sont une source rapide 
d’acétyl-CoA. De plus, il a été proposé que, chez les patients atteints de désordres 
génétiques de l’oxydation des AGCLs, l’oxydation de l’acétyl-CoA soit limitée par 
un déséquilibre entre l’anaplérose et la cataplérose, soit l’entrée et la sortie 
d’intermédiaires du CAC, respectivement. Suivant cette hypothèse, l’utilisation de 
substrats anaplérotiques sous forme d’AGCMs à nombre impair a été proposée 
comme étant complémentaire au traitement déjà administré (260). Dans l’étude de cas 
réalisée par Roe et collaborateurs et menée chez 3 patients âgés de moins de 10 ans 
atteints de déficits en VLCAD, les différents symptômes comme la cardiomyopathie 
hypertrophique, l’hépatomégalie et la faiblesse musculaire ont complètement été 
soulagés suite à une consommation de 30-35% de l’apport calorique total sous forme 
de triheptanoïne. Les auteurs de cette étude ont postulé que les effets bénéfiques de la 
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triheptanoïne sont dus à ses propriétés anaplérotiques qui compensent pour la 
diminution des niveaux d’intermédiaires du CAC (260). Selon les auteurs de cette 
étude de cas, un autre concept qui sous-tend les effets bénéfiques de la thérapie 
anaplérotique à l’aide de la triheptanoïne chez des patients déficients en VLCAD 
comprend l’inhibition de la voie de l’AMPK (259). La diète avec la triheptanoïne 
fournit des intermédiaires du cycle de Krebs pour maintenir la production 
d’équivalents réduits nécessaires à la formation d’ATP et ainsi contribue à 
l’inhibition de l’APMK. Puisque l’activation de l’AMPK mène à une augmentation 
de l’oxydation des AGs et donc à une plus grande accumulation de dérivés toxiques 
chez les patients déficients en VLCAD, cet effet de la triheptanoïne sur la voie de 
l’AMPK peut être important afin de prévenir l’apparition des symptômes. Une autre 
étude a aussi montré une régression des symptômes musculaires avec la triheptanoïne 
chez 7 patients atteints de déficience en CPT-II (261). Malheureusement, les 
mécanismes impliqués n’ont pas encore été démontrés clairement et d’autres études 
sont nécessaires chez un plus grand nombre de patients afin de présenter clairement 
les bénéfices potentiels d’une telle diète pour les patients avec des désordres de 
l’oxydation des AGCLs.  
1.3.3.2.2 Les AGs polyinsaturés et les désordres de l’oxydation des AGCLs 
L’acide alpha-linolénique (ALN ; C18 :3n-3) et l’acide linoléique (AL ; C18:2n-6) 
sont des AGs essentiels puisque l’organisme ne peut pas les synthétiser de novo. Les 
AGPIs n-3, dont l’acide éicosapentaénoïque (EPA ; C20:5n-3) et l’acide 
docosahexaénoïque (DHA ; C22:6n-3) et n-6, dont l’acide arachidonique (ARA ; 
C20:4n-6) sont dérivés des ces AGs. En effet, les mammifères n’ont pas la capacité 
d’insérer une double liaison en amont du carbone 9 à partir du groupement méthyle, 
conséquemment, ces AGs doivent provenir de la diète. La cascade métabolique 
menant à la formation d’AGPIs à partir de l’ALN ou de l’AL dans le foie est bien 
connue (Figure 15, page 68). La conversion de l’ALN en EPA puis en DHA et de 
l’AL en acide arachidonique (ARA ; C20:4n-6) nécessite les mêmes enzymes, les Δ5 





Figure 15 : Schéma général des élongations et des désaturations des AGs n-3 et n-6 (adaptée de 
(16)). 
 
L’ALN, l’AL et leurs dérivés sont des composantes essentielles des membranes 
cellulaires animales et végétales et ont des effets biologiques importants. Les niveaux 
d’EPA et de DHA dans le sérum ou les membranes des érythrocytes dépendent non 
seulement de l’apport alimentaire, mais aussi du métabolisme endogène des différents 
AGs. L’EPA et le DHA se retrouvent principalement dans les aliments marins tels 
que les poissons gras, comme le maquereau, le saumon et les sardines, ainsi que dans 
certaines algues et dans l’huile de poisson (23). Les faibles niveaux d’ALA dans les 
cellules chez l’humain, à l’exception des cellules de la peau, suggèrent que son 
importance n’est pas tant au niveau de ses rôles directs, mais bien plus via son 
élongation en EPA et DHA (41). La biosynthèse des AGPIs n-3 a été associée, 
pendant plusieurs années, au réticulum endoplasmique, le site majeur de la synthèse 
des PLs. Ferdinandusse et collaborateurs ont démontré que la dernière étape menant à 
la synthèse du DHA à partir du C24:6n-3 a lieu dans le peroxysome (91). Très peu de 
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choses sont connues quant à l’absorption et la biodisponibilité de l’ALA chez 
l’homme. Par contre, il semble maintenant clair que son importante oxydation pour la 
production d’énergie modifie sa biodisponibilité pour sa conversion en AGPIs à plus 
longue chaîne. Une étude menée chez l’homme montre que suite à l’ingestion de 
d’ALN marqué au carbone 13 (13C), la fraction retrouvée sous forme de 13CO2 dans 
l’expiration est deux fois plus importante que celle du palmitate, du stéarate et de 
l’oléate (71). 
 
1.3.3.2.2.1 Les effets cardioprotecteurs des AGPIs 
La section suivante porte principalement sur le métabolisme de l’EPA et du DHA, les 
AGPIs n-3, ainsi que sur leurs effets, principalement au niveau du système 
cardiovasculaire. L’essentiel des informations contenues dans cette section provient 
des articles de revues suivants (6; 16; 177; 181; 285) et (286).   
Plusieurs études ont montré que la consommation modérée d’huile de poisson 
diminue le risque d’évènements cardiovasculaires graves comme l’infarctus du 
myocarde, la fibrillation auriculaire, la maladie coronarienne et la mort subite (pour 
revue voir (177)). Ainsi, l’American Heart Association et l’European Society of 
Cardiology recommandent une augmentation de la consommation de poisson et un 
apport quotidien d’au moins 1g d’AGPI n-3 pour la prévention primaire et secondaire 
de certaines pathologies, comme les maladies cardiovasculaires (342). Parmi les 
effets bénéfiques rapportés des AGPIs n-3 notons : i) la baisse des niveaux de TGs et 
de cholestérol, ii) leurs propriétés anti-inflammatoires, iii) la réduction de 
l’agrégation plaquettaire ainsi que  iv) la protection des dommages dus à l’ischémie-
reperfusion. Les mécanismes exacts qui sous-tendent ces effets ne sont pas encore 
tous élucidés, il semble pourtant clair que ces AGPIs agissent entre autres au niveau 
de la transcription génique. De fait, la supplémentation en EPA et DHA dans des 
cardiomyocytes de rat module l’expression de plus de 100 gènes, dont plusieurs sont 
reliés à l’hypertrophie cardiaque (34). De plus, une autre étude a permis de mettre en 
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évidence le lien entre les changements de composition des AGs dans la cellule et 
l’activation des PPARs à la suite d’une supplémentation en EPA et DHA (77). 
Une revue de Anand et collaborateurs publiée en 2008 montre les différents effets des 
AGs contenus dans l’huile de poisson sur la protection des arythmies (6). Les effets 
potentiels soulignés dans cet article de revue incluent entre autres une implication du 
DHA au niveau de la fonction des canaux ioniques et du tonus du système nerveux 
autonome. D’autres mécanismes impliquant les AGPIs n-3 ont aussi été identifiés. 
Par exemple, les cellules à proximité de la zone ischémique à la suite d’un infarctus 
du myocarde peuvent être dépolarisées et ainsi être plus facilement excitables. Dans 
cet état, le potentiel de repos est plus élevé et il est plus facile de déclencher des 
potentiels d’action menant à des arythmies. Dans ces conditions, les AGPIs n-3 
pourraient agir au niveau membranaire en hyperpolarisant les membranes de ces 
cellules, de manière à rendre le seuil de potentiel d’action plus difficile à atteindre et 
donc de prévenir l’apparition d’arythmies. (6; 179). Les propriétés anti-arythmiques 
des AGs n-3 pourraient aussi inclure une prévention de la surcharge calcique dans le 
réticulum sarcoplasmique (192). Plus spécifiquement, une étude récente de patch-
clamp  montre que l’administration de différentes concentrations de DHA prolonge la 
durée des potentiels d’action et inhibe le courant Ito, le courant potassique sortant 
transitoire responsable de la repolarisation cellulaire, dans des cardiomyocytes de rat. 
Cette action dose-dépendante du DHA sur l’augmentation de PA et l’inhibition du 
courant Ito pourrait être un de ses mécanismes anti-arythmiques (337). Les auteurs 
soulignent toutefois que le DHA pourrait avoir un rôle important sur d’autres types de 
courants.  
Dans les dernières années, les bénéfices des AGPIs ont été montrés dans la 
prévention et le traitement de l’insuffisance cardiaque, résultats qui demeurent 
toutefois encore controversés. L’étude GISSI-HF menée chez plus de 7000 patients 
avec une insuffisance cardiaque de classe II à IV a permis de montrer les bénéfices de 
la prise de suppléments d’AGPIs n-3 sur la réduction de la mortalité et des 
hospitalisations pour cause de maladies cardiovasculaires (311). Encore une fois, les 
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mécanismes qui sous-tendent les effets bénéfiques des AGPIs n-3, au-delà de leurs 
rôles dans la régulation génique, principalement au niveau des différents PPARs, sur 
l’insuffisance cardiaque restent à être démontrés. Outre son effet sur la transcription 
génique, la supplémentation en EPA et DHA chez des rats induit un remodelage de la 
composition en AGs des PLs membranaires du cœur, plus précisément une 
augmentation des niveaux de DHA et d’EPA et une diminution des niveaux d’ARA 
(233). Il a par la suite été montré que cet effet sur la composition membranaire est 
essentiellement dû au DHA et non à l’EPA et que le remodelage de la composition 
des PLs membranaire dans la mitochondrie a pour effet de retarder l’ouverture du 
port mitochondrial, suggérant encore une fois un meilleur effet du DHA seul (160). 
 
1.4 Modèles murins pour l’étude des désordres de l’oxydation des AGs 
Au cours des dernières années, des modèles murins avec des déficiences de 
l’oxydation mitochondriale des AGs ont été développés afin d’améliorer les 
connaissances de ce type de désordres génétiques. Bien que chez l’humain, les 
phénotypes associés aux différentes déficiences diffèrent un peu de ceux observés 
chez la souris, plusieurs de ces animaux présentent un phénotype induit par le stress 
similaire à celui des patients avec des déficits de l’oxydation des AGs. De plus, 
certains déficits enzymatiques n’ont pas encore été identifiés chez l’humain, c’est le 
cas de la déficience en CPT-1b et en LCAD.  
Les différents modèles de souris présentant des désordres de l’oxydation 
mitochondriale des AGs sont le sujet d’un article de revue paru en 2010 (298) et sont 






Tableau IV : Modèles de souris avec déficit de l'oxydation mitochondriale des AGs (adapté de 
(298). 
Enzyme déficiente Phénotype chez la souris Références 
CPT-1a 
(OMIM 600528) 
Homozygote : létal en gestation 




Homozygote : létal en gestation 




Phénotype hépatique et myopathique 
suite à un stress, intolérance au froid,  
 Phénotype cardiaque : moins sévère 
que celui des souris LCAD
-/-
 
2 modèles indépendants 





Mort subite, altérations lipidiques aux 




Intolérance au froid et au jeûne, mort 
néonatale   
(312) 
TFP sous-unité α 
(OMIM 600890) 
Homozygote : hypoglycémie 
néonatale, nécrose et dégénération des 
myocytes cardiaques et du 
diaphragme, changement du profil 
lipidique dans le foie, mort subite. 
Hétérozygote : stéatose hépatique et 
résistance à l’insuline avec l’âge. 
(145; 146) 









Intolérance au jeûne et au froid et 








Intolérance au jeûne et au froid et 





Pour la réalisation des travaux de cette thèse, deux modèles de souris avec des déficits 
de l’oxydation des AGCLs ont été utilisés. Il s’agit de la souris invalidée pour PPARα 
et la souris déficiente pour VLCAD. Ces deux modèles animaux sont décrits en 
détails dans les sections suivantes. 
 
1.4.1 Souris déficientes pour PPARα  
Bien que ce génotype ne soit pas connu à ce jour chez l’humain, la souris déficiente 
pour PPARα est un modèle animal de désordre de l’oxydation des AGCLs et présente 
des altérations métaboliques semblables à celles observées chez les individus atteints 
d’un déficit enzymatique connu. Les données recueillies à l’aide de ce modèle animal 
contribuent depuis plusieurs années à une meilleure compréhension du rôle des AGs 
dans le métabolisme cardiaque ainsi qu’au niveau de l’organisme en entier (9; 183; 
340). Les souris déficientes pour PPARα ne présentent pas de réponse suite à une 
stimulation avec des agonistes de PPARα ou suite à un jeûne, condition connue pour 
activer PPARα et induire la transcription des gènes du métabolisme des AGs (183). 
En situation de jeûne, par rapport à des souris témoins, les souris déficientes pour 
PPARα présentent plutôt une hypoglycémie, une cétogenèse altérée ainsi qu’une 
accumulation lipidique hépatique, ce qui reflète des altérations du métabolisme 
hépatique  (185; 266).  
Quelques études ont documenté le rôle de PPARα au niveau de la régulation de 
l’utilisation des substrats par le cœur  (42; 272). De plus, des études utilisant le 
modèle de perfusion cardiaque en mode Langendorff ont montré que ces cœurs ont 
une capacité réduite à oxyder les AGs exogènes associée à une augmentation de 
l’oxydation des glucides et de la glycolyse. Ce phénotype métabolique rappelle celui 
du cœur hypertrophié ou insuffisant. Cette augmentation de l’utilisation du glucose 
dans les cœurs PPARα semble être bénéfique au maintien d’une fonction contractile 
adéquate suite à une période d’ischémie (241), mais, en contre partie, celle-ci semble 
limiter la production d’énergie lorsque les cœurs sont soumis à une augmentation de 




1.4.2 Souris déficientes pour VLCAD 
Le gène Acadvl chez la souris se retrouve sur le chromosome 11, dans une zone 
d’homologie avec la région Chr17p13-p11 chez l’homme (61). La souris déficiente 
pour VLCAD a été développée afin d’approfondir les connaissances sur le 
développement des cardiomyopathies et la décompensation cardiaque en situation de 
stress chez les patients atteints de déficience en VLCAD (60; 89). Depuis la création 
de ce modèle animal, plusieurs études ont été menées afin d’investiguer les 
conséquences de l’absence de VLCAD chez la souris.  
Au niveau cardiaque, Exil et collaborateurs ont été les premiers à montrer que les 
souris VLCAD âgées de 2 mois développent une cardiomyopathie caractérisée par 
une histologie du myocarde anormale ainsi que par une susceptibilité accrue à une 
tachycardie ventriculaire malgré la présence d’une fonction systolique normale, et ce, 
en absence d’un stress extérieur imposé (89). Parmi les autres altérations cardiaques 
qui ont été documentées, mentionnons celles au niveau du métabolisme et du 
transport lipidique, lesquelles sont présentes dès de la naissance, tandis que les 
modifications de l’ultrastructure, comme une augmentation des fibres dégénératives 
et du nombre de mitochondries et la présence de dépôts lipidiques, apparaissent plus 
tardivement soit chez des souris âgées de 2 mois (89). De plus, il a été démontré que 
la destruction du gène Acadvl chez la souris est associée à des altérations du 
métabolisme intracellulaire du calcium, comme une surcharge calcique dans le 
réticulum sarcoplasmique de cardiomyocytes isolés, en plus des altérations au niveau 
cardiaque de l’expression de plusieurs protéines impliquées dans le métabolisme 
calcique, par exemple une augmentation des niveaux de calséquestrine et de 
phospholamban dans sa forme pentamérique (343). Les souris VLCAD présentent 
différentes altérations au niveau moléculaire, variant selon l’âge et les conditions. Par 
exemple, à la naissance, les souris VLCAD montrent une augmentation des niveaux 
protéiques pour PGC-1 au niveau cardiaque (89) puis un retour à la normale à 2 mois. 
Ce qui pourrait refléter une carence énergétique chez ces animaux dès la naissance. 
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L’expression génique de PPARα est diminuée  au niveau cardiaque (88), tandis que 
celle de LCAD n’est pas modifiée dans le cœur et dans le foie (88; 110).  
Bien que le phénotype clinique des souris déficientes pour VLCAD semble beaucoup 
moins sévère que celui chez l’humain en condition basale, ces souris développent, en 
situation de stress, un phénotype similaire à celui observé chez l’homme. En effet, les 
souris VLCAD développent une hypoglycémie modérée suite au jeûne seul ou 
combiné à une exposition au froid (88; 296), et ce, potentiellement dû à une 
déficience de gluconéogenèse hépatique (294). Ces souris présentent aussi une 
sensibilité accrue au froid associée à une absence de frisson (296), ce qui est commun 
à différents modèles animaux de déficience en oxydation des AGs (278). Ce 
phénomène peut être associé à un défaut de la thermogenèse, soit une diminution de 
la production de chaleur dans le tissu adipeux brun via un mécanisme impliquant 
UCP1 (115). En outre, les souris déficientes pour VLCAD présentent aussi une 
diminution de leur capacité d’exercice qui se traduit par une vitesse et une distance 
maximale de course réduites (296).  
Au niveau cardiaque, en plus de développer une tachycardie en absence de stress, les 
souris VLCAD développent une bradycardie profonde menant à une asystolie 
ventriculaire suite à l’exposition à un stress physiologique, comme le froid ou le 
jeûne (88). L’hypoglycémie causée par le jeûne ne peut pas à elle seule expliquer 
l’apparition des ces troubles du rythme, puisqu’une infusion de glucose ne permet pas 
de les prévenir. Toutefois, l’hypothermie semble être un facteur très important, 
puisque lorsque la température corporelle est de retour à des valeurs adéquates, les 
souris retrouvent une fréquence cardiaque normale (88). Les souris hétérozygotes 
pour VLCAD présentent aussi un phénotype intermédiaire, bien que potentiellement 
létal, moins sévère que celui des souris VLCAD (88).  
Néanmoins, tout comme les patients déficients pour VLCAD, les souris accumulent 
des acylcarnitines à CL en conditions normales de stress et ont de niveaux sanguins 
de carnitine libre plus bas (296; 297). Les niveaux de carnitine libre sont diminués 
dans les muscles squelettiques et cardiaque des souris déficientes pour VLCAD après 
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1 heure d’exercice (297),  avec ou sans prise de suppléments de L-carnitine, mais sont 
de retour à des niveaux normaux 24h plus tard, ce qui est principalement dû à une 
biosynthèse hépatique accrue (250). Finalement, le jeûne combiné à une exposition au 
froid a aussi pour effet de diminuer les niveaux sanguins de carnitine libre chez les 
souris VLCAD, mais pas dans les tissus (297), ce qui suggère que les niveaux 
circulants de carnitine libre ne peuvent pas être utilisés comme indicateurs des 
niveaux tissulaires.  
Le phénotype beaucoup moins sévère retrouvé chez les souris déficientes pour 
VLCAD  comparativement aux patients pourrait s’expliquer principalement par les 
différents rôles de LCAD (167). Cette hypothèse est fortement supportée par les 
résultats de l’étude de Chegary et collaborateurs, dans laquelle ils ont démontré une 
activité LCAD dans les fibroblastes murins mais pas dans ceux d’origine humaine 
(50). Ainsi, LCAD est exprimée de manière importante dans les tissus de souris et 
semble responsable d’une grande part de l’oxydation du palmitoyl-CoA, laquelle est 
catalysée seulement par VLCAD chez l’humain. De plus, le fait que les souris 
déficientes à la fois pour LCAD et VLCAD ne soient pas viables après la naissance 
souligne aussi l’importance du chevauchement dans l’activité de ces enzymes chez la 
souris (60).  
La souris déficiente en LCAD (167) présente un phénotype plus sévère que celui de 
la souris VLCAD. Toutefois, le choix d’utiliser la souris déficiente pour VLCAD 
dans la réalisation des travaux de cette thèse s’explique par le fait que la déficience en 
LCAD n’est pas connue chez l’humain. Néanmoins ces deux modèles animaux 
présentent des phénotypes caractéristiques des patients atteints de désordres de 
l’oxydation des AGCLs. De fait, Cox et collaborateurs ont montré que les souris 
LCAD et VLCAD développent une stéatose hépatique suite au jeûne bien que 
l’infiltration lipidique soit plus sévère chez les souris LCAD (60). De plus, ces 
auteurs rapportent une accumulation plus importante d’acylcarnitines dans le sérum 
des souris LCAD que des souris VLCAD. Les profils d’accumulation de ces 
acylcarnitines varient aussi selon le génotype des souris. En effet, les souris LCAD 
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accumulent des acylcarnitines avec une chaîne de 10, 12 ou 14 carbones tandis que 
les souris VLCAD accumulent d’avantage des acylcarnitines avec des chaînes de 16 
et 18 carbones (60). Bien que les deux types de souris développent de l’hypertrophie 
cardiaque, quoique plus faible que celle observée chez les patients déficients en 
VLCAD, les souris LCAD présentent encore une fois un phénotype plus sévère et 
non réversible avec l’âge, par rapport à celui des souris VLCAD, tel que révélé par 
une analyse d’échocardiographie (62). La présence d’hypertrophie cardiaque dans ces 
modèles animaux mâles, principalement les souris LCAD, semble être modulée par la 
présence d’isoflavones dans la diète, les femelles étant protégées de cet effet. Cette 
observation souligne la complexité de l’évolution de l’hypertrophie cardiaque (62). 
Selon Zhang et collaborateurs, les souris VLCAD sont résistantes à l’obésité et à la 
résistance à l’insuline induite par la diète étant donné une activation chronique 
d’AMPK et de PPARα menant à une augmentation de l’oxydation des AGs et une 
diminution du contenu en DAGs dans les cellules hépatiques et musculaires (353). 
Les mêmes auteurs ont montré, qu’au contraire, la souris LCAD développe une 
stéatose hépatique et une résistance à l’insuline hépatique suite à un clamp 
hyperinsulinémique-euglycémique causées par des dysfonctions mitochondriales, 
dont une diminution de l’oxydation des AGs et accumulation de DAGs (354). 
En résumé, bien que le phénotype des souris déficientes pour VLCAD soit beaucoup 
moins sévère que celui des patients, ce modèle murin est très intéressant pour étudier 
le phénotype induit par le stress chez les patients avec des désordres de l’oxydation 
des AGCLs. Au début de cette thèse, au meilleur de ma connaissance, il n’y avait pas 
d’étude qui s’était penchée sur l’étude du métabolisme cardiaque chez la souris 
déficiente en VLCAD. De plus, depuis, peu d’études se sont penchées en détails sur 





1.5 Stratégie méthodologique pour l’étude du métabolisme cardiaque 
Pour aborder ce sujet, le modèle expérimental choisi est la perfusion ex vivo au travail 
de cœurs de souris combinée à l’utilisation de substrats marqués au 13C et à l’analyse 
par GCMS. Ces techniques sont utilisées depuis plusieurs années dans notre 
laboratoire, elles permettent le phénotypage fonctionnel et métabolique des cœurs de 
rat (328) et de souris (158). L’utilisation de ces deux techniques fournit des 
informations dynamiques du métabolisme, qui ne sont pas disponibles par l’analyse 
seule de l’expression protéique ou des mesures d’activités enzymatiques.  
 
1.5.1 Perfusion ex vivo au travail de cœur de souris 
La perfusion du cœur de souris en mode travaillant offre un potentiel très intéressant 
pour l’étude du métabolisme cardiaque, mais aussi pour l’étude de la physiologie 
cardiaque, dans des conditions physiologiques ou pathologiques. Cette technique 
d’isolation et de perfusion de cœur diffère de la perfusion en Langendorff, plus 
simple au niveau technique, dans laquelle le cœur n’est soumis à aucune pré- ou post-
charge physiologique. Cette technique développée à la fin des années 1960 par Neely 
et collaborateurs (224), puis modifiée au début des années 1980 par Taegtmeyer et 
collaborateurs (309), est largement utilisée de nos jours que ce soit pour l’étude du 
métabolisme, de la mécanique, de la physiologie ou encore de la biochimie cardiaque. 
Un avantage important de cette technique est qu’elle permet d’étudier l’effet d’un 
paramètre à la fois sur le métabolisme et la fonction cardiaque en éliminant l’impact 
de certains facteurs systémiques, comme la fonction endocrine (87).  
Lors de la mise en place du cœur sur le système de perfusion, l’aorte et l’oreillette 
gauche sont canulées, de telle sorte que la moitié gauche de l’organe est perfusée 




Figure 16 : Photographie d'un cœur de souris perfusé  ex vivo. 
 
Au moment de la diastole, le tampon de perfusion pénètre le cœur par l’oreillette 
gauche puis remplit le ventricule gauche via l’ouverture de la valve mitrale. Le débit 
de liquide pénétrant dans l’oreillette gauche est contrôlé par la pression de pré-charge 
(Figure 17, page 80). La contraction du myocarde au moment de la systole entraîne 
l’éjection du tampon, via l’aorte, jusqu’au sommet de la colonne de perfusion à une 
pression de post-charge déterminée. Ainsi, à chaque contraction, un travail mécanique 
est effectué par le muscle cardiaque, qui est perfusé via son système d’artères 
coronaires au moment de la diastole. Le tampon de perfusion contient, en plus de 
l’oxygène, des substrats énergétiques et des ions à des concentrations physiologiques 
qui permettent au cœur de maintenir son métabolisme. Il est important de noter que, 
dans notre modèle, tout au long de la perfusion, le glucose est administré à des 
concentrations variables selon les protocoles avec du lactate et du pyruvate en 
présence d’insuline afin d’assurer un apport en glucides adéquat et de maintenir l’état 





Figure 17 : Représentation schématisée du système de perfusion de cœur de souris au travail. 
 
De plus, les cœurs sont perfusés dans un mode semi-recirculant, c’est-à-dire que les 
substrats métabolisés ne sont pas réutilisés par le cœur. Ce qui est primordial afin de 
maintenir stable le milieu de perfusion et ainsi la contribution des différents substrats 
énergétiques à la formation de l’acétyl-CoA mitochondrial (327). De plus, le système 
de perfusion comprend plusieurs appareils, tels que des débitmètres et des 
transducteurs de pression, dont un relié à une fine canule insérée à l’apex du 
ventricule gauche, qui permettent de suivre en continu les débits cardiaques et la 
fonction contractile du cœur. 
 
1.5.2 Utilisation de substrats marqués au 13C pour l’étude du métabolisme 
cardiaque 
L’utilisation de substrats marqués avec des isotopes stables permet de suivre le 
devenir métabolique des différents substrats dans les cellules cardiaques, puisque le 
devenir métabolique d’un traceur est le même que celui de la molécule tracée. 
Plusieurs études ont démontré que l'utilisation des isotopes stables couplée à l'analyse 
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d'isotopomères de masse est un outil puissant d'investigations métaboliques in vivo et 
ex vivo dans divers préparations d’organes isolés, incluant le cœur (56; 57; 75; 132; 
161). De plus, les différentes techniques utilisées pour déterminer l’enrichissement 
isotopiques des intermédiaires du CAC dans des cœurs de rat perfusé ex vivo ont été 
décrites par Vincent et collaborateurs (326; 328) et modifiées pour l’analyse des 
cœurs de souris par Khairallah et collaborateurs (158).  
L’enrichissement isotopique d’une molécule est exprimé en pourcentage 
d’enrichissement molaire (MPE), c’est-à-dire la proportion de molécules marquées 
par rapport à la somme totale des molécules. Brièvement, les isotopomères de masse 
des métabolites contenant de 1 à n atomes marqués au 
13
C sont identifiés Mi, où i = 
1,2,3,…, n, et le MPE absolu d’un Mi d’un métabolite donné est calculé de la manière 
suivante :  
MPE (Mi) = % AMi/[AM + ΣAMi]  
Où AMi et AM représentent les aires sous la courbe du pic de chaque ion d’une 
molécule suite à sa correction pour l’abondance naturelle de chacun des isotopes 
stables, présents en faible proportion. Par exemple, pour le carbone, l’abondance 





Figure 18 : Représentation schématique des quelques exemples d'isotopomères du citrate 
obtenus suite au métabolisme des traceurs [U-
13




La contribution relative des voies métaboliques permettant la formation d’OAA et 
d’acétyl-CoA, les deux substrats de la citrate synthase, est déterminée par l’analyse 
des cœurs perfusés en présence de divers mélanges de substrats marqués au 13C, 
lorsque l’équilibre isotopique est atteint (Figure 18, page 82). Dans notre étude, nous 
avons utilisé les substrats marqués au 
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C]octanoate et le [5-6-7-
13
C3]heptanoate.   
Les calculs faits à partir des MPE des intermédiaires du CAC dans les cœurs perfusés 
avec des substrats marqués au 
13
C permettent de déterminer les contributions des 
différents substrats énergétiques et la carboxylation du pyruvate sont adaptés de ce 
qui a été décrit précédemment dans d’autres études menées dans notre laboratoire 





En résumé, le cœur perfusé ex vivo en mode travaillant combiné à l’utilisation de 
substrats marqués au 
13C s’avère un modèle de choix pour la mesure des fonctions 
contractiles et l’étude des diverses facettes du métabolisme cardiaque. Le montage de 
perfusion finement élaboré permet de reproduire et de respecter davantage la 
physiologie de l’animal. Ainsi, l’utilisation en combinaison de diverses approches et 
mesures, comme l’analyse de flux métaboliques, le profil des concentrations de 
métabolites, l’expression de gènes et de protéines métaboliques en plus des 
paramètres reflétant la fonction contractile permettent d’évaluer la pertinence 



























La mise en contexte de cette étude et des trois publications qui en découlent a été 
présentée en avant-propos. De ce fait, ce chapitre présente brièvement les objectifs de 
recherche, le but spécifique commun aux trois publications et les hypothèses qui ont 
motivé les différents volets de cette étude.   
 
2.1 Les objectifs de recherche 
Les patients atteints de désordres de l’oxydation des AGCLs développent des troubles 
du rythme et des cardiomyopathies. Le déficit énergétique et l’accumulation de 
dérivés toxiques en amont du site de restriction sont les causes les plus documentées 
de l’apparition des symptômes. Malheureusement, le traitement actuel ciblant ces 
deux phénomènes ne permet pas de prévenir l’apparition du phénotype clinique ou la 
détérioration de la santé du patient. Dans cette optique, le présent projet vise à 
améliorer les connaissances sur les causes des cardiomyopathies et des troubles du 
rythme chez les patients atteints d’un désordre génétique de la β-OX des AGCLs, 
dans le but, à long terme, d’optimiser le support nutritionnel et le traitement de ces 
patients afin de prévenir l’apparition des symptômes cardiaques.  
 
2.2 Le objectifs spécifiques 
Afin de répondre à l’objectif à long terme, les objectifs spécifiques de cette étude 
étaient de caractériser le métabolisme cardiaque des souris avec un désordre 
génétique de l’oxydation des AGCLs dans des conditions normales et de stress, c’est-
à-dire lorsque la demande énergétique est augmentée. De plus, l’objectif de cette 
étude comprend la description des effets ex vivo et in vivo des AGCMs à nombre pair 




2.3 Les hypothèses de départ 
Les recherches réalisées dans les trois manuscrits présentés dans les chapitres 
suivants, dont deux ont été publiés et le troisième est en préparation, ont été motivées 
par les hypothèses suivantes : 
(i) Les cœurs de souris avec des désordres de l’oxydation des AGCLs présentent 
une dysfonction contractile suite à une augmentation de la demande 
énergétique associée à des altérations du métabolisme énergétique cardiaque, 
incluant une diminution des niveaux des intermédiaires du CAC.  
(ii) Ces altérations fonctionnelles et métaboliques seront renversées par 
l’administration de manière aigue (ex vivo) et chronique (in vivo) d’AGCMs à 
nombre impair, mais pas à nombre pair. 
 
Certaines difficultés de gestion de la colonie de souris déficientes pour VLCAD ont 
été rencontrées tôt en début d’étude, ainsi certaines mesures ont dû être prises, 
engendrant ainsi des retards dans la production des animaux pour les 
expérimentations. En effet, nous avons du pratiquer des césariennes sur les animaux 
contaminés par l’Helicobacter pilori afin de s’assurer que les souris soient exemptes 
de pathogènes. De plus, nous avons dû faire quelques cycles supplémentaires de 
reproduction avec des souris témoins afin d’obtenir un fond génétique plus 
standardisé, de ce fait, nous avons donc dû effectuer des génotypages pour chaque 
animal afin de nous assurer de la présence du transgène. Compte tenu de toutes ces 
manipulations supplémentaires et du retard qu’elles ont engendré, la première étude a 
été entreprise avec un modèle animal différent de désordre de l’oxydation des AGs, 
soit la souris invalidée pour PPARα, qui est disponible commercialement. Les études 
subséquentes ont été menées tel que prévu avec les souris déficientes pour VLCAD.  
Collectivement, les résultats obtenus dans la première étude menée avec la souris 
déficiente pour PPARα, publiée en 2008 dans Am J Physiol Heart Circ. Physiol 
(Chapitre III) supportent notre hypothèse initiale. En effet, les cœurs de ces souris 
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montrent une diminution de leur capacité à oxyder les AGCLs et à maintenir une 
fonction contractile adéquate lorsque la demande énergétique est augmentée. 
Toutefois, utilisant le même paradigme expérimental, les études menées avec la 
souris déficientes pour VLCAD ont montré des résultats complètement inattendus 
rendant ainsi impossible la vérification des hypothèses initiales. Une modification des 
objectifs a donc dû être effectuée en court d’étude. Le travail accompli avec ces 
souris est le sujet d’un article publié récemment en ligne en juin 2011 dans Am J 
Physiol Heart Circ. Physiol –In Press (Chapitre IV) et d’un manuscrit en préparation 
(Chapitre V).  
De plus, un article de revue portant sur l’utilisation des AGCMs comme agents 
thérapeutiques pour les maladies cardiaques a été écrit dans le cadre des travaux de 
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While a shift from fatty acid (FA) to carbohydrates (CHO) is considered beneficial 
for the diseased heart, it is unclear why subjects with FA -oxidation defects are 
prone to cardiac decompensation under stress conditions. The present study 
investigated potential alterations in myocardial utilization of CHO for energy 
production and anaplerosis in 12-week-old peroxisomal proliferator-activating 
receptor- (PPAR) null mice (a model of FA -oxidation defects). 13C-methodology 
was used to assess substrate flux through energy yielding pathways in hearts perfused 
ex vivo at two workloads with a physiological substrate mixture mimicking the fed 
state, and real-time quantitative polymerase chain reaction was used to document the 
expression of selected metabolic genes. Compared to control C57BL/6 mice, isolated 
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working hearts from PPARα null mice displayed an impaired capacity to withstand a 
rise in preload (mimicking an increased venous return as it occurs during exercise) as 
reflected by a 20% decline in the aortic flow rate. At the metabolic level, beyond the 
expected shift from FA (5-fold down) to CHO (1.5-fold up) (p<0.001) at both 
preloads, PPARα null hearts displayed also (i) a significantly greater contribution of 
exogenous lactate and glucose and/or glycogen (2-fold up) to endogenous pyruvate 
formation, while that of exogenous pyruvate remained unchanged; and (ii) marginal 
alterations in citric acid cycle-related parameters. The lactate production rate was the 
only measured parameter that was differently affected by preloads in control and 
PPAR null mouse hearts, suggesting a restricted reserve for the latter hearts to 
enhance glycolysis when the energy demand is increased. Alterations in the 
expression of some glycolysis-related genes suggest potential mechanisms involved 
in this defective CHO metabolism. Collectively, our data highlight the importance of 
metabolic alterations in CHO metabolism associated with FA oxidation defects as a 
factor that may predispose the heart to decompensation under stress conditions even 
in the fed state.   
Keywords: isolated working mouse heart perfusion, citric acid cycle, 
13
C-isotopomer 





In the healthy adult heart, the concerted regulation of long chain fatty acid (LCFA) 
and carbohydrate (CHO) metabolism ensures optimal energy production, in which 
LCFA are often considered to be the predominant energy substrate under most 
conditions. This contrasts with the hypertrophied and/or failing heart, which displays 
a shift from LCFA towards CHO utilization that has been attributed to, at least in 
part, the deactivation of peroxisome proliferator activated receptor α (PPARα) (5; 12; 
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28; 36; 41). This nuclear transcription factor, which is highly expressed in the heart, 
is known to be activated by FAs and to regulate the expression of genes encoding for 
LCFA uptake and oxidation (7). While this shift from LCFA to CHO for energy 
production has been shown to be beneficial for the ischemic and failing heart (26; 
40), and reactivation of PPAR in hypertrophied heart was shown to result in 
contractile dysfunction (50), there are also potential detrimental consequences 
associated with decreased LCFA oxidation. These include intracellular lipid 
accumulation and its associated lipotoxic sequelae (26) as well as energy starvation 
(22; 28). This is best illustrated by patients with inherited LCFA oxidation disorders, 
who are known to be prone to cardiac decompensation under stress and fasting 
conditions (6; 39). Additional studies in humans and animals also emphasize the 
importance of LCFA as a determinant of contractile function, structural remodelling, 
and mitochondrial energy metabolism in the failing, post-infarct or hypertrophied 
heart (29; 33; 46). Hence, a better understanding of the potential consequences of a 
shift from LCFA to CHO appears relevant to the development of metabolic therapies 
for both patients with heart failure or with inherited LCFA oxidation defects. 
Over the past decade, one animal model that has greatly contributed towards 
improving our understanding of the role of LCFA metabolism in the heart, as well as 
at the whole-body level, is the PPARα null mice (2; 23; 49). Similar to patients with 
inherited LCFA -oxidation defects, these mice were shown to display hypoglycemia 
and hypoketonemia under fasting conditions (24; 35). Furthermore, using the ex vivo 
perfused heart model, a number of studies have substantiated their lower capacity to 
oxidize LCFA, which is associated with increased CHO oxidation and glycolysis, a 
metabolic phenotype that resembles the hypertrophied and failing heart. This 
increased glucose utilization appears to improve the recovery of PPARα null mouse 
hearts following ischemia (30), but to limit energy production when these hearts are 
subjected to increased workload (induced by raising the calcium concentration from 2 
to 4 mM) (27). This effect was shown to be corrected by overexpressing the glucose 
transporter GLUT 1, suggesting a potential avenue for metabolic therapy via 
increased carbohydrate utilization.  However, these studies were performed in 
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Langendorff perfused hearts in the presence of a low glucose concentration (5mM), 
as opposed to working hearts perfused in the presence of 11mM glucose (i.e. 
conditions of greater similarity to the mouse in vivo). Dysregulation of CHO 
metabolism has been documented in the liver of PPARα null mice (43), though little 
is known about the acute and chronic regulation of energy substrates beyond LCFA in 
these hearts (9). In addition, these hearts may display alterations in CHO-related 
pathways such as anaplerotic pyruvate carboxylation, a process which supplies 
oxaloacetate (OAA) for citrate synthesis and was previously shown to be essential for 
maintenance of contractile function(13). The latter aspect appears worth considering 
given that nutritional interventions with anaplerotic substrates were shown to improve 
the cardiomyopathy of one patient with genetic LCFA oxidation deficiency (34).  
  
The purpose of the present study was to investigate whether PPARα null mice display 
alterations in the utilization and/or regulation of CHO for energy production or 
anaplerosis, which may impair their capacity to respond to an increased workload 
even in the fed state. To test this hypothesis, we used 10-12 week-old control and 
PPARα null mice and assessed substrate fluxes through energy yielding and 
anaplerotic pathways in hearts perfused ex vivo with a physiologic substrate mixture 
mimicking the fed state through carbon 13 (
13
C)-labeling methodology (19). We 
documented the impact of an increase in preload, mimicking a raise in venous return 
as it occurs during exercise. In parallel, indices of cardiac performance and of 
membrane integrity were continuously monitored. Further to our novel observation 
that lactate production rate was the only metabolic parameter that may explain the 
impaired capacity of PPARα null mouse hearts to maintain their function following 
an increase in workload, we investigated potential sites of altered regulation of CHO 
metabolism by documenting the impact of a 24-hour fast on the expression of 








Sources of chemicals, biological products and 
13
C-labeled substrates, as well of the 
procedures for the dialysis of BSA (BSA fraction V, Intergen) have been reported 
previously (47).  
 
Heart perfusion in a semi-recirculating mode 
Animal experiments were approved by the local animal care committee in agreement 
with the guidelines of the Canadian Council on Animal Care. Male PPARα null mice 
on a C57BL/6 genetic background (Taconic, USA) and their control, C57BL/6NTac 
(C57BL/6, Taconic, USA; 10-12 weeks old; 26.4 ± 0.4 g and 24.4 ± 0.4 g; 
respectively, p< 0.05), which had free access to water and food, were anesthetized (1 
μl/g ip) with a mixture of ketamine (100 mg/ml) and xylazine (20 mg/ml) and 
heparinised (5000 U/kg sc) 15 min before surgery. The procedure for mouse heart 
isolation and its ex vivo perfusion in a working mode have been described in detail 
previously (19). The only modification was a change in the preload pressure as 
described below. The composition of the Krebs-Hensleit perfusion buffer, which was 
maintained at 37.5˚C and gassed with 95% O2-5% CO2 was: 110 mM NaCl, 4.7 mM 
KCl, 2.1 mM CaCl2, 0.24 mM KH2PO4, 0.48 mM K2HPO4, 0.48 mM Na2HPO4, 1.2 
mM MgSO4, 25 mM NaHCO3, 0.1 mM EDTA. The free calcium concentration was 
1.55 ± 0.3 mM. Functional and physiological parameters were monitored throughout 
the perfusion period as described previously (19). Myocardial oxygen consumption 
(MVO2), intracellular pH, rate pressure product, cardiac power and cardiac efficiency 






Working mouse hearts were perfused for 30 min with a semi-recirculating Krebs-
Heinselet buffer containing the following substrates, co-factors and hormones: 11 
mM glucose, 1.5 mM lactate, 0.2 mM pyruvate, 0.4 mM oleate complexed to 3% 
albumin, 0.8 nM insulin, 50 μM L-carnitine, 0.5 nM epinephrine. The rationale for 
this choice of substrate and hormones concentrations, which are within the range of 
reported values of mouse plasma concentrations in the non-fasting state, was 
previously reported (19). It is noteworthy that we chose a concentration of lactate of 
1.5 mM, because in blood drawn by cardiac puncture in a syringe containing 
sulfosalicylic acid to precipitate proteins and prevent anaerobic glycolysis, we 
evaluated lactate concentration to be 1.8 ± 0.3 mM (19). Two different perfusion 
protocols were used to document the impact of an increase in the preload pressure, 
which remained within the physiological range. Protocol 1. Hearts from C57BL/6 
(n=13) and PPARα null (n=12) mice were perfused for 30 min at a preload and 
afterload pressure of 12 and 50 mmHg, respectively. Protocol 2. Hearts from PPARα 
null and C57BL/6 (n=7 for both groups) were perfused for 30 min with an afterload 
pressure of 50 mmHg as in protocol 1. However, the preload pressure was kept at 12 
mmHg for the first 10 min and increased to 15 mmHg for the remaining 20 min. For 
any given perfusion, one or two of the unlabeled substrates was replaced by its 
corresponding labeled substrate(s). Three different 
13
C-labeled substrate mixtures 
were used: (A) [U
13










C]pyruvate (initial MPE: 50%)-[U-
13
C3]lactate (initial MPE 99%).  
All three substrate mixtures were used for Protocol 1, but only mixtures B & C were 
used for Protocol 2.  
As previously described (19), throughout the perfusion, influent and effluent samples 
were collected to (i) control pO2, pCO2, pH, Ca
2+
 and other ion concentrations, (ii) 
assess lactate dehydrogenase (LDH) release, an index of membrane integrity, (iii) 
document the lactate and citrate release rates. At the end of the perfusion period, 
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hearts were freeze-clamped with metal tongs chilled in liquid nitrogen, weighed, and 
stored at -80˚C for further analyses 
 
Effect of a twenty-four hour fast  
Male C57BL/6 and PPARα null mice (10-12 weeks old; Taconic) fed ad libidum 
(n=5 in each group) or fasted for 24 h (n=10 in each group), which were kept in 
individual cages in the same room, had free access to water. Fasting was initiated at 
9:00 a.m. and all mice were sacrificed 24 h later under anesthesia induced by 
injection of a solution (1 μl/g i.p.) of ketamine (100 mg/ml) and xylazine (20 mg/ml). 
Mean body weights of fed and fasted PPARα null mice (26.6 ± 1.0g and 23.5 ± 0.5g, 
respectively; p<0.05) were different from C57BL/6 mice (21.9 ± 0.4g and 20.0 ± 
0.5g, respectively; p<0.01), but the weight loss due to fasting was similar in both 
groups (~17.5%). Hearts were rapidly excised, freeze-clamped with metal tongs 
chilled in liquid nitrogen, and stored in liquid nitrogen until further analyses. 
Concomitantly, blood samples were collected from the abdominal cavity using a 
syringe containing 10.8 mg EDTA, immediately centrifuged for 10 min at 15 000 xg, 
and plasma samples were stored at -80°C until further analyses. 
 
Analytical procedures 
Our previously published study (19) provides detailed descriptions for the followings: 
(i) measurements of the 
13
C-enrichment and concentrations of CAC intermediates 
(citrate, succinate, fumarate and malate) by gas chromatography coupled to mass 
spectrometry (GCMS; Agilent 6890N gas chromatograph equipped with a HP-5 
column coupled to a 5973N mass spectrometer), and (ii) activities of selected CAC 
enzymes (citrate synthase (CS), aconitase and NADP
+
-isocitrate dehydrogenase) by 
spectrophotometry. Plasma concentrations of glucose and lactate were quantified 





Our previously published studies (19; 47) provide definitions of the 
13
C terminology 
and detailed description for the calculations of (i) flux ratios relevant to substrate 
selection for citrate synthesis from 
13
C-enrichment of the acetyl (carbons 4 and 5) and 
oxaloacetate (OAA; carbons 1,2,3,6) moiety of citrate, (ii) efflux rates of unlabeled 
lactate and pyruvate reflecting glycolysis from exogenous glucose and/or glycogen 
(for perfusions with 
13
C-labeled lactate and pyruvate, mixture B and C), as well as 
(iii) absolute flux rates for pyruvate decarboxylation (PDC) and ATP production from 
the stoichiometric relationship between oxygen consumption and citrate formation 
from the various substrates as assessed from the determined flux ratios. In this study, 
we also report the fractional contribution (FC) of individual CHO to pyruvate 
formation, which was calculated from the MPE M1 and M3 of tissue pyruvate 
measured in hearts perfused with [U-
13
C3]pyruvate (initial MPE: 50%)-[3-
13
C]pyruvate (initial MPE: 50%)-[U-
13
C3]lactate (initial MPE 99%) using the 
following equations: (i) FC of exogenous pyruvate = FCexogenous pyruvate = MPE M1 
tissue pyruvate/MPE M1 exogenous pyruvate; (ii) FC of  exogenous lactate = FC 
exogenous lactate = [MPE M3 - MPE M1] tissue pyruvate /MPE M3 exogenous 
lactate, and (iii) FC of other carbohydrates such as exogenous glucose or glycogen = 
FCother CHO = 1- FCexogenous pyruvate –FCexogenous lactate. Furthermore, we estimated the 
absolute flux rates for acetyl-CoA formation for citrate synthesis coming specifically 
from exogenous glucose and/or endogenous glycogen, which was calculated by 
multiplying the absolute PDC flux rates by FCother CHO. 
 




The following metabolic genes were selected: 1) PPARα-regulated genes, medium 
chain acyl-CoA dehydrogenase (Acadm) and uncoupling protein (Ucp3); 2) genes 
related to carbohydrate metabolism or its regulation: glucose transporter 4 (Slc2a4), 
phosphofructokinase-1 Pfkm), and pyruvate dehydrogenase kinase 4 (Pdk4); 3) genes 
related to anaplerosis: pyruvate carboxylase (Pcx), propionyl-CoA carboxylase B 
(Pccb) and cytosolic NADP
+
-linked malic enzyme (Me2), 4) gene related to cytosolic 
citrate metabolism, ATP-citrate lyase (Acly). All gene primer pairs shown in Table I 
have been designed with the Beacon Designer version 5.0 program using mouse 
sequences available in GenBank. We used amplicons of 126-219 bp overlapping 
exon-exon boundary. Total RNA was isolated from pulverized frozen heart tissue 
using RNeasy mini-kit for fibrous tissue following the manufacturer’s standard 
protocol (Qiagen). The purity, integrity, and quantity of RNA were evaluated using a 
BioAanalyzer 2100 (Agilent Technologies). Total RNA (2.5 µg) for each sample, 
which were run in duplicates, has been reverse transcribed at 55°C using 15 Units of 
cloned AMV reverse transcriptase (Invitrogen Life Technologies) and 8 pmol of 
antisense specific primers (Integrated DNA Technologies Corporate, Iowa). Only 
primer pairs giving ≥90% efficiency over a 6 log serial dilution of a control RT 
reaction from sample highly expressing the specific target gene of interest were used. 
Total RT products (3-5 ng equivalent mRNA) were analyzed by qPCR using the 2X 
Platinum SYBR Green qPCR Supermix-UDG according to the manufacturer’s 
specifications (Invitrogen Life Technologies). Cycling was achieved in a MX3005p 
cycler (Stratagene; conditions: 95°C for 10 min and 40 cycles of 95°C 30 sec, 50°C 
45 sec, and 72°C 45 sec). At the end of each run, the absence of primer-dimer 
formation and the presence of a unique amplicon was confirmed using the 
dissociation curves. Quantification was accomplished with MxPro software v3 
(Stratagene) using ROX normalization and the ∆∆CT correction (25). Levels of 
selected gene transcripts for each samples, were averaged and normalized to the 
housekeeping gene, namely glyceraldehyde 3-phosphate dehydrogenase (Gapdh). 
This gene was selected because among all tested housekeeping genes (Gapdh, Hprt1, 
Actb), it displayed the lowest variations between the various experimental conditions. 
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To validate method, we independently analyze two genes (Pdk4 and Ucp3) using 
Taqman quantitative RT-PCR, as described previously (51; 52). Furthermore, 
NADP+-linked malic enzyme (Me2) and pyruvate carboxylase (Pcx) was also 
analyzed using Taqman assays, as described previously(13). Briefly, standard RNA 
was made for these assays by the T7 polymerase method (Ambion, Austin, Texas), 
using total RNA isolated from mouse hearts; the use of standard RNA allows absolute 
quantification of gene expression. The correlation between the Ct (the number of PCR 
cycles required for the fluorescent signal to reach a detection threshold) and the 
amount of standard was linear over at least a 5-log range of RNA for all assays (data 
not shown). Quantitative RT-PCR data are represented as mRNA molecules relative 
to that of cyclophilin A (Ppia).  
Table I: Primer and probe sequences used in comparative real time quantitative 
polymerase chain reaction. 
Symbols Name Gene bank Forward Reverse 




NM_008084 TCAACGGCACAGTCAAGG ACTCCACGACATACTCAGC 
Slc2a4 Glucose transporter 4 NM_009204 GCTTCTGTTGCCCTTCTG ACTTCCGTTTCTCATCCTTC 
Acadm 
Medium chain acyl-CoA 
dehydrogenase 




NM_025835 ATCCGAGAGTGCCATGACC GCTGGTTGCCGACAATTCC 




NM_021514 TGATGGAAGGCAGGAAGC CCAGGTAGCCACAGTAGC 









Data are expressed as mean ± SEM of n= 4-12 heart or plasma samples. Statistical 
significance was reached at p<0.05 using an unpaired t-test or a two-way ANOVA 





Isolated working PPARα null hearts displayed an impaired capacity to withstand a 
physiological raise in preload 
We used our isolated working mouse heart model (19) to compare the metabolic and 
functional responses of PPARα null and control mice to a physiological raise in 
preload from 12 to 15 mmHg, which mimics an increased venous return as it occurs 
during exercise. Upon ex vivo perfusion at a physiological afterload of 50 mmHg with 
a buffer containing a substrate mixtures mimicking the fed state (19), control hearts 
maintained constant values for the various functional and physiological parameters 
shown in Table II during the entire 30 min perfusion at the two preload pressures. 
While at a preload of 12 mmHg, PPARα null hearts maintained functional parameters 
similar to control hearts for all parameters, except for a significantly 20% lower 
dP/dtmax value (Table II). In contrast, at 15 mmHg these hearts showed additional 
impairments in left ventricular function (Table II). This was evidenced by a 20 % 
decline of aortic flow, and a 40% increased in coronary flow, which correlated with a 
25 % higher MVO2 (r
2
=0.86; p<0.001) and resulted in a 22% lower cardiac 
efficiency. Finally, there was also a greater rate of LDH release from PPARα null 
hearts, reflecting diminished membrane integrity. Altogether, the aforementioned 
results illustrate the impaired capacity for young PPARα null mouse hearts to 




Table II. Functional and physiological parameters of control C57BL/6 and 
PPAR null mouse hearts perfused ex vivo in the working mode at two preloads. 
 Preload pressure 
 12 mmHg  15 mmHg 
 C57BL/6  PPARα null   C57BL/6  PPARα null  
Heart rate, beats/min 8,5 ± 28 481 ± 21  455 ± 37 500 ± 46 
LVSPmax, mmHg 110 ± 5 102 ± 3  101 ± 4 96 ± 6 















dP/dtmax, mmHg/sec 6470 ± 335 5419 ± 276 
*  6425 ± 481 5127 ± 380* 
Cardiac Output, 
ml/min 
8.64 ± 0.51 7.75 ± 0.38 
 
8.17 ± 0.43 7.90 ± 1.20 
Aortic Flow, ml/min 6.13 ± 0.52 5.63 ± 0.27  5.26 ± 0.47 3.75 ± 0.68 *$ 
Coronary flow, 
ml/min 
2.51 ± 0.31 2.11 ± 0.24 
 
2.91 ± 0.25 4.15 ± 1.00 $ 
MVO2, µmol/min 1.59 ± 0.12 1.39 ± 0.18  1.76 ± 0.08 2.09 ± 0.29 
$ 
Cardiac Power, mW 2.14 ± 0.18 1.76 ± 0.09  1.85 ± 0.01 1.86 ± 0.25 
Cardiac efficiency, 
mW·µmol-1·min-1 
1.50 ± 0.13 1.64 ± 0.20 
 
1.19 ± 0.09 0.98 ± 0.16 $ 
pHi 7.35 ± 0.01 7.36 ± 0.01  7.36 ± 0.01 7.36 ± 0.01 
LDH release, 
mU/min 
23 ± 3 23 ± 3 
 
29 ± 1 47 ± 6 *$ 
Data are means ± SE of 7-12 heart perfusion experiments. Values shown represent averages 
(expressed per heart) for the 25-30 min perfusion period, except for myocardial oxygen 
consumption (MVO2) and intracellular pH (pHi), which were calculated from pO2 and pCO2 
values determined in influent and effluent perfusate collected at 20 min. LVSPmax, maximum 
left ventricular systolic pressure; LVEDP, left ventricular end diastolic pressure; dP/dtmax, 
maximum value for the first derivative of left ventricular pressure; LDH, lactate 




Isolated working PPARα null mouse hearts display alterations in carbohydrate 
utilization that are affected by preload   
Compared to controls, PPARα null hearts depicted a five-fold (p< 0.001) lower 
contribution of exogenous LCFA (OLE/CS) to energy production associated with a 
~52% increase in that of CHO via pyruvate decarboxylation (PDC/CS: 74  3 % vs 
48  5 %, p<0.001) (Figure 1). The higher contribution of CHO was attributed to a 
two-fold increase in the contribution of exogenous lactate and glucose and/or 
















































Figure 1.  Relative contribution of various substrates to mitochondrial acetyl-
CoA in working hearts from control C57BL/6 and PPARα null mice.  












C3]lactate. The contribution of (i) 
carbohydrates: exogenous pyruvate (Pyr), exogenous lactate (Lac), and glucose/glycogen 
(Glc) via pyruvate decarboxylation (open bars), (ii) fatty acids via -oxidation (OLE, solid 
bars) and (iii) other substrates (OS, grey bars) to acetyl-CoA formation are expressed relative 
to citrate synthesis (CS) and calculated from the measured tissue mass isotopomers 
distribution of (i) citrate and its oxaloacetate (OAA) moiety from which we extrapolate the 
acetyl moiety of citrate (AC
CIT
), and (ii) succinate. *** P < 0.001 PPARα null vs C57B/L6 
mouse hearts.  
 
 
It is noteworthy that in both groups of mice, similar PDC/CS flux ratios were 
estimated from either (i) M1 tissue pyruvate and M1 acetyl moiety of citrate (coming 
from [3-
13
C]pyruvate, or (ii) M3 tissue pyruvate and M2 acetyl moiety of citrate 
(coming from [U13C3]lactate) (data not shown), suggesting that exogenous lactate 
and pyruvate are incorporated into the same intracellular pyruvate pool. However, the 
percent contribution of the various carbohydrates to intracellular pyruvate formation 
differed also between the two groups of mice. Specifically, in PPARα null hearts, the 
percent contribution of lactate (33 ± 2 % vs 23 ± 2 %, p<0.05) and glucose and/or 
endogenous glycogen (48 ± 1 % vs 42 ± 1 %, p<0.05) were higher, while that of 
pyruvate was lower (19 ± 1 % vs 35 ± 3%, p < 0.003), compared to controls. Similar 
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metabolic alterations were observed at the higher preload (data not shown). The 
lactate production rate, which reflects the partitioning of pyruvate produced from 
glycolysis between cytosolic reduction by LDH and its mitochondrial uptake and 
oxidation, was the only metabolic parameter that differed at the two preloads between 
the two groups of mice. Specifically, PPARα null mouse hearts displayed a 
significantly 3-fold higher lactate release rate at the lower preload (Figure 2A). 
However, while a raise in preload significantly increased the lactate production rate in 
C57BL/6 mouse hearts, it had no effect on that of hearts from PPARα null mice. This 
contrasts with the estimated rate of formation of glycolytically-derived acetyl-CoA 
from glucose and/or glycogen (Figure 2B), which was ~two-fold higher in PPARα 
null mouse hearts at the two preload pressures. A similar pattern was also observed 
for the absolute PDC flux rate (Lower preload: PPARα  1.65 ± 0.13 vs C57BL/6 0.95 
 0.130 mol.min-1.gww-1, p<0.001; higher preload: PPARα 1.87  0.25 vs C57BL/6 
1.14  0.150 nmol.min-1.gww-1, p<0.05). Hence, collectively, these results emphasize 
the importance of CHO utilization and specifically of the glycolytic flux in PPARα 
null hearts under condition of increased energy demand even in the fed state. 
Specifically, they suggest that in PPARα null mouse hearts, lactate release rates are 
already maximal at the lower preload and cannot increase further following a rise in 














































































Figure 2. Lactate production (A) and estimated production of glycolytically-
derived acetyl-CoA (B) in working hearts of control C57BL/6 and PPARα null 
mice perfused at two preloads.  
Data are mean ± SE of 7-9 heart perfusion experiments using C57BL/6 (solid bars) and 
PPARα null mice (open bars). Lactate production rates were calculated from the product of 
coronary flow rates and lactate concentration differences between influent and effluent 
perfusates determined by gas chromatography-mass spectrometry and enzymatic assays. 
Glycolytically-derived acetyl-CoA (Glc/CS) was estimated from the fractional contribution 
of glucose/glycogen to pyruvate formation, the pyruvate decarboxylation flux ratio, and the 
CAC flux rate reported in Table III. Results are expressed related to heart weight (in gram 
wet weight, gww). *P < 0.05, ** P < 0.005 and ***P < 0.001 PPARα null vs C57BL/6 
mouse hearts; 
$
 P < 0.05 15 vs 12 mmHg.   
 
 
Isolated working PPARα null mouse hearts display modest changes in CAC-related 
parameters at both preloads.  
To substantiate the potential consequences of a metabolic shift from LCFA to CHO in 
hearts from PPARα null mouse hearts, we compared CAC-related parameters of 
hearts freeze-clamped after 30 min of ex vivo perfusion (Table III). The levels of 
CAC intermediates, which are crucial for the functioning of the CAC and hence 
energy production, are regulated by two metabolic processes, namely the re-fueling of 
CAC catalytic carbons by anaplerosis, and mitochondrial CAC intermediate efflux 
(8). They may also be affected by CAC enzymatic activities. Table III reports data 
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from hearts perfused at 12 mmHg, but similar results were obtained at 15 mmHg 
(data not shown).  
Despite their metabolic shift from LCFA to CHO, PPARα null mouse hearts showed 
values similar to control hearts for the following parameters: (i) The relative and 
absolute PC/CS flux rate, which represents the anaplerosis flux via pyruvate 
carboxylase and/or malic enzyme, (ii) tissue levels of individual and total CAC 
intermediates (i.e. citrate, succinate, fumarate and malate), and (iii) the absolute CAC 
flux rate calculated from measured MVO2 value and the stoichiometric relationships 
between oxygen consumption and citrate formation from CHO and FA. Similar 
values for the estimated CAC flux rate imply that in PPARα null mouse hearts, the 
decrease in acetyl-CoA production from LCFA (1102  100 nmol.min-1.gww-1) 


















Table III. Citric acid cycle-related parameters measured in working control 
C57BL/6 and PPARα null mouse hearts perfused at 12mmHg. 
  C57BL/6  PPARα null 
PC flux         





) 0.11 ± 0.02  0.21 ± 0.05 





) 2.0 ± 0.2  2.3 ± 0.1 
CAC intermediate levels        
(nmol·gww
-1
) Citrate 177 ± 11  186 ± 19 
 Succinate 93.0 ± 8.2  128 ± 13 
 Fumarate 17.5 ± 0.5  22.3 ± 1.9 
 Malate 143 ± 18  172 ± 6 
 Total 451 ± 29  522 ± 19 
Citrate release         
(mol.min-1.gww-1)  0.16 ± 0.02  0.49 ± 0.11* 
CAC enzymes activity         
(U·mg
-1
 of protein) Citrate synthase 2.12 ± 0.27  2.72 ± 0.30 





1.05 ± 0.10 
 
1.29 ± 0.05* 
 
Data are means ± SE of 6-9 heart perfusion experiments. Pyruvate carboxylation (PC) flux 
was calculated from the measured mass isotopomer distribution (MID) of succinate, 
pyruvate, citrate and its OAA moiety. The MPE of OAA
CIT
 was corrected for the formation 
of M3 OAA from citric acid cycle (CAC) metabolism of citrate isotopomers. Absolute CAC 
flux was calculated from MVO2 and the stoichiometric relationships between citrate 
formation and MVO2 from carbohydrates and fatty acids. Myocardial CAC intermediate 
levels were assessed by GCMS and enzymes activities by spectrophotometric assays. The 
citrate release rate was calculated from the product of coronary flow and concentration 
differences in influent and effluent perfusates. * P < 0.05 PPARα null vs control mouse 
hearts.   
 
 
However, PPARα null mouse hearts depicted some changes in other CAC-related 
parameters compared to control hearts. Indeed, we found that when perfused at 12 
mmHg, PPARα null mouse hearts displayed a ~3-fold greater citrate release rates 
compared to controls (p<0.05; Table III). This measurement has previously been used 
as a surrogate of cytosolic levels of citrate (19; 22; 47), which is difficult to assess 
with precisions given that it represents <5% of the total cellular pool of citrate. 
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Hence, a greater citrate release rate in PPARα null mouse hearts suggests a higher 
cytosolic citrate level. However, the presence of a significant concentration of citrate 
in the albumin solution (~ 10 µM) resulted in some imprecision in the measured 
values at 12 mm Hg and prevented the precise measurements of citrate in influent and 
effluent perfusates of hearts perfused at 15 mmHg. Finally, we also found that the 
maximal enzyme activity of NADP
+
-linked isocitrate dehydrogenase was ~25% 
increase in PPARα null mouse hearts (Table III), although that of citrate synthase 
(p=0.17) and aconitase (p=0.30) was similar to controls.  
Taken together, those results indicate that PPARα null mouse hearts show marginal 
changes in CAC-related parameters compared to control hearts, except for increased 
citrate release and NADP
+
-linked isocitrate dehydrogenase activity. However, the 
latter changes were not affected by the preload pressure.   
PPARα null mouse hearts show marked differences in myocardial CAC intermediates 
and expression of genes related to carbohydrate metabolism and its regulation, which 
are affected by nutritional status  
In order to identify potential sites of altered regulation of CHO metabolism, 
particularly glycolysis, we documented plasma levels of energy substrates as well as 
the myocardial CAC intermediate levels and expression of selected metabolic genes 
involved in CHO metabolism and its regulation in the fed state as well as following a 
24h-fasting period. The latter condition, which can induce cardiac decompensation in 
subjects with LCFA oxidation, was chosen because it is known to up-regulate 
PPARα-regulated gene expression. Hence, changes in gene expression in fed versus 
fasted control hearts provided us with information as to whether a specific gene is 
regulated by PPARα. 
Circulating and tissue levels of energy-related metabolites. In the fed state, a 
condition corresponding to our heart perfusion experiments, only minor differences in 
circulating substrate levels were observed between the 2 groups of mice, except for 
lactate. (Figure 3 A-E). Note that in both groups of mice, values measured for ketone 
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body concentrations, particularly acetoacetate, were lower than that previously 
reported for C57/BL6 mice by Stowe et al. (42). In contrast, measured values for 
plasma metabolites following a 24h fast, which concur and expand on previously 
published studies (18; 20; 27), and demonstrate drastically lowers levels of plasma 
glucose, lactate, the ketone body -hydroxybutyrate for PPAR null mice than 
controls. Hence, one would expect that this shortage of substrate supply to the heart 
during fasting would only exacerbate the aforementioned alterations in CHO 
metabolism, and the associated contractile dysfunction, in PPAR null mouse hearts. 
In fact, at the myocardial level, our results demonstrate that the total pool of CAC 
intermediates, which is known to vary with substrate availability and to increase with 
fasting (53), was significantly decreased in PPARα null mice compared to controls, 
but only in the fasted state (Figure 3F). The difference in total CAC levels between 
the two groups in the fasted state is mainly explained by a lower level of succinate in 
the PPARα null hearts compared to C57BL/6 (271 ± 57 nmol/gww vs 630 ± 42 































































































































































































Figure 3: Impact of nutritional state on plasma and myocardial metabolite levels 
in control C57BL/6 and PPAR null mice. 
Data are mean ± SE of 4-5 fed and 10 24h-fasted C57BL/6 (solid bars) and PPARα null 
(open bars) mice. Glucose and lactate levels were quantified by enzymatic assays, while 
ketone bodies and CAC intermediates were quantified by GCMS. *P < 0.05 and **P < 0.01 
PPARα null vs C57BL/6 mouse hearts; $$P< 0.01 and $$$P < 0.001 fasted vs fed.   
 
 
Metabolic gene expression profiling. As expected, PPARα null hearts depict 
markedly lower mRNA levels for known PPARα-regulated metabolic genes Acadm 
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and Ucp3, both in the fed and fasted state (Figure 4A-B). In addition, the effect of 
fasting, which greatly increased the expression of these PPARα target genes in 
control C57BL/6 mouse heart, concurring with literature data (24), was greatly 
attenuated in PPARα null mouse hearts. The mRNA levels of most selected genes 
implicated in glucose metabolism and its regulation differed also between control and 
PPARα null mice. Concurring with literature data (17), the mRNA levels of pyuvate 
dehydrogenase-regulating kinase (Pdk4) showed a pattern similar to other PPARα-
regulated metabolic genes (Figure 4C). None of the other genes showed such a 
pattern of expression (Figure 4D-I). However, in the fed state, the following genes 
depicted markedly lower levels of transcripts in PPARα null mouse hearts: (i) ATP-
citrate lyase (Acly; 70%), a protein that may determine levels of cytosolic citrate, 
which is an inhibitor of glycolytic phosphofructokinase-1, and (ii) the NADP
+
-linked 
malic enzyme (Me2; 50%), whose role in the heart remains to be clarified though it 
has been proposed to be involved in anaplerosis (44). As for the other transcripts 
measured, the following genes showed the greatest increases in fasted PPARα null 
mouse hearts: the glucose transporter Slc2a4 (55%), the glycolytic enzyme 
phosphofructokinase (Pfk-1; 30%), and the anaplerotic enzyme pyruvate carboxylase 
(Pcx; 50%). Note that the our finding of an enhanced expression of gene encoding for 
GLUT4 in fasted PPARα null mouse hearts concurs with the higher GLUT 4 protein 















































































































































































































































































Figure 4: Impact of nutritional state on myocardial messenger RNA levels of 
selected metabolic genes in control C57BL/6 and PPAR null mice. 
Data are mean ± SE of 4-10 non-perfused freeze-clamped hearts from fed or 24-h fasted 
C57BL/6 (solid bars) and PPARα null (open bars) mice. Messenger RNA (mRNA) levels of 
uncoupling protein 3 (Ucp3;A), medium chain acyl-CoA dehydrogenase (Acadm; B),  
pyruvate dehydrogenase kinase 4 (Pdk4, C), glucose transporter 4 (Slc2a4; D), 
phosphofructokinase-1 (Pfkm; E), ATP-citrate lyase (Acly; F) and propionyl-CoA 
carboxylase B (Pccb; H), are normalized to the housekeeping gene glyceraldehyde 3-
phosphate dehydrogenase (Gapdh), while those of pyruvate carboxylase (Pcx; G) and of 
NADP
+
-linked malic enzyme (Me2; I) are normalized to cyclophilin (Ppia). *P < 0.05 and 
**P < 0.01 *** P< 0.001 PPARα null vs C57BL/6 mouse hearts; $P< 0.05, $$P< 0.01 and 
$$$








Prior to this study, there had been only a few studies that had investigated substrate 
fuel utilization and its regulation in PPARα null mouse hearts (3; 9; 27; 30; 37), none 
of which had specifically examined the utilization and/or regulation of CHO for 
energy production or anaplerosis. Using our ex vivo working heart model, we 
documented the impact of an increase in workload induced by raising the preload 
from 12 to 15 mmHg, which remains in the physiological range. This mimics an 
increased venous return as it occurs during exercise. While at the lower preload, 
PPARα null mouse hearts maintain cardiac function similar to controls, except for a 
~20 % lower dP/dtmax, these hearts displayed a markedly impaired capacity to 
withstand a rise in preload, despite providing what are generally accepted to be 
physiological levels of calcium, hormones (insulin), cofactors (carnitine) and 
nutrients, including concentrations of glucose mimicking the fed state (11 mM).  
At the metabolic level, beyond the expected decrease (~80%) in the contribution of 
exogenous oleate β-oxidation and increase (~52%) in that of CHO to acetyl-CoA 
production for citrate synthesis (Figure 1), which concur with previous studies (9; 
27), our metabolic data highlight the following additional metabolic alterations in 
PPARα null hearts. Firstly, these hearts depict a modified contribution of the various 
CHO to acetyl-CoA formation, namely an increased contribution of lactate, glucose 
and/or glycogen, while that of pyruvate remained unchanged. The lack of increase in 
the contribution of exogenous pyruvate to acetyl-CoA formation in PPAR null 
mouse hearts appears to result from a lower contribution to intracellular pyruvate 
formation (2-fold), suggesting that exogenous pyruvate uptake cannot be increased in 
these hearts. Another potential explanation would be compartimentation of cytosolic 
pyruvate, as suggested by literature evidence (10; 19). However, the latter 





C3]lactate, suggesting their incorporation 
into the same intracellular pyruvate pool. While, this issue remains to be further 
investigated, the increased contribution of lactate, but not of pyruvate, to acetyl-CoA 
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formation in PPARα null mouse hearts may be viewed as an adaptive mechanism 
aimed at optimizing energy production. Indeed, using a revised estimate for the 
stoichiometry of oxidative phosphorylation (16), the ATP/O2 ratio calculated for 
complete oxidation of glycogen (5.7), glucose (5.2) and lactate (4.8) are higher than 
for pyruvate (4.1). Incidentally, the estimated CAC flux rates and, hence, the 
calculated ATP production rates were similar in control and PPARα null mouse 
hearts (PPAR 39.2  0.8 vs C57BL/6 37.7  0.8 µmol.min-1.gww-1, p=0.18 at the 
lower preload). However, in the latter hearts, ATP is produced almost exclusively 
from CHO metabolism (97 ± 7%) compared to 49 ± 5% in controls. Secondly, 
perfused PPARα null mouse hearts displayed a ~three-fold increase in citrate efflux 
and in the maximal activity of NADP
+
-isocitrate dehydrogenase, which reflects 
predominantly the mitochondrial isoform (32), although other measured CAC-related 
parameters were similar to controls, including the anaplerotic PC/CS flux ratio and 
tissue levels of CAC intermediates.  
The aforementioned metabolic alterations were documented at both preloads and 
cannot explain the altered response of PPARα null hearts to a raise in workload. In 
fact, the rate of lactate production from exogenous glucose and/or endogenous 
glycogen was the only measured metabolic parameter that differed between perfused 
PPARα null and control mouse hearts and was modified by preload. Specifically, our 
data indicate that in PPARα null mouse hearts, lactate production rates are already 
maximal at the lower preload, being 3-fold higher than controls, and cannot increase 
further following a rise in workload even when glucose is supplied at 11 mM. In fact, 
at the lower preload, the contribution of CHO to ATP production appears to be 
already maximal in PPAR α null mouse hearts (97 ± 7 % compared to 49 ± 5% in 
controls). This may suggest a restricted reserve for these hearts to further enhance 
glycolysis when the energy demand is increased, which may lead to a state of “energy 
starvation”.  
Potential sites of dysregulation of CHO metabolism were also investigated by 
conducting experiments in which we documented the impact of nutritional status (fed 
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or 24h-fasted) on the levels of plasma and tissue metabolites and gene expression of 
selected metabolic genes. The use of a 24h-fast challenge enables ones to 
discriminate PPAR-regulated genes. For example, gene expression performed in the 
fed condition demonstrated the predictable decreased expression of PPAR-regulated 
genes coding for MCAD and UCP3 in PPAR null mouse hearts. Further, the 
expression of these genes was increased several-fold by fasting in control hearts, an 
effect that was attenuated in PPAR null mice (20). Nevertheless, these mice did 
show a residual expression of these genes, which is likely to be linked to additional 
transcription factors (e.g. PPAR /) (14). Among other measured transcripts, PDK4 
was the only other gene for which we observed a pattern of response that suggested 
an involvement of PPARα, which concurs with current literature data (17).  
However, more importantly, we also report data on the expression of genes that had 
not been previously reported in fed PPAR null mouse hearts. Firstly, regarding 
genes coding for selected key protein or enzymes implicated in the utilization of 
CHO, we found that these hearts displayed an enhanced expression of gene encoding 
for GLUT4, a mechanism that can favour glucose uptake and utilization. In contrast, 
gene expression of glycolytic PFK-1 was unchanged, although an increased 
expression may have been expected in order to compensate the decreased expression 
of genes related to FA utilization. Secondly, the transcript levels for the anaplerotic 
genes Pcx and Pccb in fed PPARα null mouse hearts showed marginal differences 
compared to controls, concurring with the absence of significant differences for the 
measured rates of anaplerotic pyruvate carboxylation between these two groups of 
hearts. Finally, we observed markedly reduced mRNA levels (~ 70%) for cytosolic 
ATP-citrate lyase (Acly) and (50%) NADP
+
-linked malic enzyme. It is noteworthy 
that in the liver, these genes has been shown to be regulated by the transcription 
factor sterol regulatory element-binding protein 1 (SREBP-1) (1; 38) and PPARα was 
found to play a permissive role (31).  
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Our findings of a lower expression of ATP-citrate lyase in the fed state together with 
the higher citrate release rate documented in perfused PPARα null mouse hearts 
suggest one potential mechanism contributing to the restricted capacity to enhance 
glycolysis at the higher preload, namely higher cytosolic citrate level in these hearts. 
The cytosolic ATP-citrate lyase, whose activity in the heart is evaluated to be ~0.2 
mol.min-1.gww-1 (4), cleaves citrate to acetyl-CoA and OAA. Hence, this activity 
may be determinant for the cytosolic level of citrate (47) and, for glycolysis given 
that citrate is a potent allosteric inhibitor of PFK-1 (see ref. (41) for review).  
Additional potential mechanisms may be responsible for the restricted capacity of 
PPAR null mouse hearts to enhance its lactate production rates in response to a raise 
in preload should also be considered. These include increased production of nitric 
oxide, which is known to negatively impact on myocardial glucose uptake and 
utilization (11; 45). This explanation would be compatible with the higher coronary 
flow of PPARα null mouse hearts at the higher preload. Incidentally, a recent study 
by Guellich et al. demonstrated oxidative damage to contractile proteins, specifically 
tyrosine nitration of myosin, in these hearts suggesting increased production of free 
radicals and nitric oxide (15). This may also offer an explanation for the change in 
activity of NADP
+
-isocitrate dehydrogenase, an enzyme that is affected by oxidative 
stress-related molecules. It is noteworthy, however, that an enhanced free radical 
production in PPARα null mouse heart may result in overestimation of the reported 
absolute CAC flux rates, which are calculated from MVO2 values. In fact, we cannot 
evaluate the percentage of oxygen leak associated with free radical production.  
In conclusion, results from this study support the notion that beyond their low 
capacity to oxidize LCFA, young PPARα null mice display alterations in the 
myocardial metabolism and regulation of CHO, particularly glucose and glycogen, 
which may impair their capacity to withstand an increase in energy demand induced 
by a physiological raise in workload even in the fed state. In fact, ex vivo perfusion 
experiments revealed that PPARα null mouse hearts were unable to increase their 
glycolytic rate following a raise in preload, which mimics an increased venous return 
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as it occurs during exercise, despite providing what are generally accepted to be 
physiological levels of calcium, hormones (insulin), cofactors (carnitine) and 
nutrients, including concentrations of glucose mimicking the fed state (11 mM). 
These results suggest that dysregulation of CHO metabolism may also impact on 
energy production and contractility of hearts that display low LCFA oxidation either 
due to inherited gene defects or subsequent to deactivation of PPARα such as it may 
occur in hypertrophied and failing hearts. Based on our findings, we suggest that one 
type of metabolic intervention that could benefit the latter hearts would be medium-
chain FA, particularly odd-carbon medium chain FA which are succinate precursors 
(34). These FA are more readily -oxidized and their hepatic metabolism would 
favour gluconeogenesis while forming ketone bodies that will become available to the 
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CAC: citric acid cycle 
CHO: carbohydrate 
CS: citrate synthesis 
FA: fatty acid 
LDH: lactate dehydrogenase 
LCFA: long-chain fatty acid 
MPE: molar percent enrichment 
MVO2: myocardial oxygen consumption  
OAA: oxaloacetate 
OLE: exogenous oleate oxidation 
PC: pyruvate carboxylation 
PDC: pyruvate decarboxylation 
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Patients with very long-chain acyl-CoA dehydrogenase (VLCAD) deficiency 
frequently present cardiomyopathy and heart beat disorders. However, the underlying 
factors, which may be of cardiac or extra-cardiac origins, remain to be elucidated. In 
this study, we tested for metabolic and functional alterations in the heart from 3- and 
7-month-old VLCAD null mice and their littermate counterparts, using validated 
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experimental paradigms, namely, (i) ex vivo perfusion in working mode, with 
concomitant evaluation of myocardial contractility and metabolic flux using 
13
C-
labeled substrates under various conditions, as well as (ii) in vivo targeted lipidomics, 
gene expression analysis as well as electrocardiogram monitoring by telemetry in 
mice fed various diets. Unexpectedly, when perfused ex vivo, working VLCAD null 
mouse hearts maintained values similar to those of the controls for functional 
parameters and for the contribution of exogenous palmitate β-oxidation (energy 
production), even at high palmitate concentration (1 mM) and increased energy 
demand (with 1 µM epinephrine) or after fasting. However, in vivo, these hearts 
displayed a prolonged QTc interval in vivo under all conditions examined, as well as 
the following lipid alterations: (i) age- and condition-dependent accumulation of 
triglycerides; and (ii) 20% lower docosahexaenoic acid (DHA, an omega-3 
polyunsaturated fatty acid) in membrane phospholipids. The latter was independent of 
liver, but affected by feeding a diet enriched in saturated fat (exacerbated) or fish oil 
(attenuated). Our finding of a longer QTc interval in VLCAD null mice appears to be 
most relevant given that such condition increases the risk of sudden cardiac death. 
 
Keywords: isolated working mouse heart perfusion; metabolic fluxes; β-oxidation; 





Very long-chain acyl-CoA dehydrogenase (VLCAD) catalyzes the first reaction of 
mitochondrial β-oxidation. This enzyme utilizes fatty acyl-CoA of chain lengths 
varying between 14 and 24 carbons, but shows its highest activity with palmitoyl-
CoA (25). In humans, VLCAD deficiency, first reported in 1993 (2; 4; 62), is the 
most common inherited long-chain fatty acid (LCFA) oxidation disorder, with an 
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incidence currently estimated to be between 1/42,500 and 1/120,000 (34; 52). 
Because VLCAD is highly expressed in the liver, heart and skeletal muscles, 
VLCAD-deficiency evokes multiple clinical symptoms, including cardiomyopathy 
and heart beat disorders (6). The cardiac symptoms are currently believed to arise 
from an energy deficit due to impaired β-oxidation of LCFAs (which normally supply 
~70% of energy to the normal beating heart) and/or accumulation of toxic 
metabolites, such as long-chain (LC)-acylcarnitines or LC-CoAs (6). In the most 
severe cases, without appropriate treatments, VLCAD-deficient infants will succumb 
from sudden cardiac death, mainly caused by severe arrhythmias between 2 and 5 
months of age, often after fasting or an infectious illness (30; 47; 57). However, about 
30% of these patients never develop cardiac symptoms and display a milder clinical 
phenotype characterized by hypoketotic hypoglycaemia, indicating metabolic 
derangements in the liver (57). This diversity in clinical phenotype severity as well as 
the large variety of mutations known to cause VLCAD-deficiency make the diagnosis 
and treatment of patients particularly difficult (21; 37). 
VLCAD-null mice were created in 2003 (15) to improve our understanding of the 
clinical phenotype of VLCAD-deficient patients and, hopefully, suggest more 
efficient treatments. VLCAD-null mice recapitulate the human phenotype to some 
extent. Specifically, they display cold intolerance, arrhythmia, and LC-acylcarnitine 
accumulation in the liver, serum and skeletal muscles when exposed to exercise or 
cold under fasting conditions (10; 14; 15; 53; 54; 56). Furthermore, newborn VLCAD 
null mice display alterations in metabolic protein and gene expression in the heart, 
liver and brown adipose tissues (14; 15; 20) as well as in calcium homeostasis in the 
heart (60). However, in general, VLCAD null mice present a milder phenotype than 
humans. In this regard, Chegary et al. recently reported that fibroblasts from 
VLCAD-deficient mice and humans differ in their capacity to oxidize LCFA, and 
their finding was explained by the functional overlap of VLCAD with LC-acyl-CoA 
dehydrogenase (LCAD) an enzyme that is active in mice but apparently not in 
humans (9). However, much remains to be elucidated about the causes underlying the 
wide variety of symptoms manifested by patients with VLCAD deficiency. To the 
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best of our knowledge, the impact of VLCAD deficiency on lipid metabolism, 
particularly in the heart, has not yet been specifically examined, nor has its metabolic 
or functional capacity to withstand a fat challenge been tested. 
Hence, we investigated whether VLCAD null mice hearts display alterations in their 
metabolic, contractile and electrical functions when subjected to conditions that 
mimic those believed to induce decompensation in human patients, namely, fasting, 
adrenergic stress and high-fat loading. These parameters were assessed in 3- and/or 7-
month-old VLCAD null mice and their littermates, in validated experimental 
paradigms, namely, (i) ex vivo perfusion in working mode with concomitant 
evaluation of myocardial contractility and metabolic flux, employing 
13
C-labeled 
LCFA (28), and (ii) in vivo telemetry. While ex vivo working VLCAD null mouse 
hearts unexpectedly maintained normal contractile function and utilization of 
exogenous LCFAs for β-oxidation under all conditions examined, other in vivo 
analysis revealed that these mice displayed other cardiac-specific lipid and functional 
alterations beyond β-oxidation, namely age- and condition-dependent accumulation 
of LCFAs in triglycerides (TGs), lower docosahexaenoic acid (DHA) level in 
phospholipids (PLs), as well as a prolonged QTc interval, a condition that increases 





Materials and animals.   
The sources of chemicals, biological products and 
13
C-labeled substrates as well as 
the BSA dialysis procedure (BSA fraction V, Intergen, Purchase, NY) have been 
identified previously (58). Antibodies against phosphorylated and total extracellular-
regulated kinase (ERK) forms 1 and 2 (ERK1/2), Akt, and beclin-1, Atg7 and Atg12 
were purchased from Cell Signalling Technologies (Danvers, MA). Animal 
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experiments were all approved by the local animal care committee in agreement with 





(129svJ X C57BL/6J genetic background) were kindly provided by Dr. Arnold 
Strauss, University of Cincinnati, College of Medicine (15). Male VLCAD
-/-
 mice 
were backcrossed with C57Bl/6J females to produce heterozygous VLCAD
+/-
 mice, 
which were then bred to generate VLCAD
-/-
 and control littermate (VLCAD
+/+
) 
offspring. The latter were genotyped, as described below. All animals, housed in a 
specific pathogen free facility with a 12-h:12-h light-dark cycle starting at 7:00 AM, 
had free access to water and standard chow (except if specified otherwise, as 
described below).  
Quantitative polymerase chain reaction (qPCR) genotyping assay.  All animals were 
genotyped at weaning via tail biopsies (20 mg/ml), which were incubated at 55°C for 
4 h in buffer (50 mM Tris, 30 mM EDTA, 0.25% SDS) containing (1,000 μg/ml) 
proteinase K (Sigma, St-Louis, MO). After digestion, the samples were diluted 1:250 
in DNAse/RNAse free water along with 15 mg chelex-resin (BioRaD Laboratories, 
Hercules, CA) and heated at 95°C for 5 min. They were then analysed in duplicate by 
qPCR with 2X Platinum SYBR Green qPCR Supermix-UDG, according to the 
manufacturer’s specifications (Invitrogen Life Technologies, Carlsbad, CA). Cycling 
was achieved in a MX3005p cycler (Stratagene, Mississauga, Ontario,Canada); 
conditions: 95°C for 10 min and 40 cycles of 95°C for 30 s, 47°C for 45 s, and 72°C 
for 45 s). The primers for qPCR were designed to target the NEO
r
 gene cassette 
(reverse: TGGCTACCCGTGATATTGC; forward: GGCGATAGAAGGCGATGC), and the 
corresponding PCR signal was expressed relative to cyclophilin A (Ppia) genomic 
DNA (reverse: GCCGCCAGTGCCATTATG; forward: CCGATGACGAGCCCTTGG).   




 mice fed, 
either a standard diet (3- and 7-month-old; Harlan Teklab #2018, 3.1 kcal/g), a high-
fat diet (HFD: Harlan Teklab #03584, 5.4kcal/g) or a fish oil diet (FOD: Harlan 
Teklab #10789, 3.4 kcal/g) ad libitum, and were kept for 2 (HFD) or 5 (FOD) weeks 
in the same room. Percent calories from carbohydrates, lipids and proteins for the 
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various diets are, respectively: (i) Standard: 58:18:24; (ii) HFD: 26.6:58.4:15; and 
(iii) FOD: 54.2:25.4:20.4 (for the FA profile of these diets, see Supplemental Table 
I). To document the impact of fasting, selected animals from all groups were housed 
individually in cages, with fasting initiated at 9:00 a.m. and lasting 24 h. All animals 
were weighed before sacrifice under anaesthesia induced by injection of a solution (1 
μl/g i.p.) of ketamine (100 mg/ml) and xylazine (20 mg/ml). Body weights were not 
different between groups of mice fed different diets, under all conditions and at all 
ages (Supplemental Table II). In 1 group of 3-month-old mice from both genotypes, 
hearts were perfused ex vivo in working mode, as described below. In other groups, 
hearts, livers and skeletal muscle (gastrocnemius) were excised rapidly, freeze-
clamped with metal tongs chilled in liquid nitrogen, and stored in liquid nitrogen. At 
the same time, blood samples were collected (18) and stored at -80°C for further 
analyses. 





 mice, which had free access to water and food unless 
specified otherwise, were anaesthetized (1 μl/g ip) with a mixture of ketamine (100 
mg/ml) and xylazine (20 mg/ml) and heparinised (5,000 U/kg sc) 15 min before 
surgery. Previous publications describe the procedure: (i) for mouse heart isolation 
and its ex vivo perfusion in working mode as well as for continuous monitoring of 
functional and physiological parameters throughout perfusion as well as of 
concentrations in influent (arterial) and effluent (coronary) of pO2, pCO2, pH, Ca
2+
 
and other ions (18; 28), and (ii) for calculating myocardial oxygen consumption 
(MVO2), intracellular pH, rate pressure product (RPP), cardiac power and cardiac 
efficiency from previously-reported equations (28). At the end of the perfusion period, 
hearts were freeze-clamped with metal tongs chilled in liquid nitrogen, weighed, and 
stored at -80˚C for further analyses. 
Perfusion protocols.  Working mouse hearts were perfused for 30 min with semi-
recirculating Krebs-Heinselet buffer containing various substrates, co-factors and 
139 
 
hormones according to 4 different protocols. For all perfusions, the buffer contained 
1.5 mM lactate, 0.2 mM pyruvate, 0.8 nM insulin, 50 μM L-carnitine and 0.5 nM 
epinephrine, while glucose and palmitate (complexed to 3% albumin) concentrations 
were varied to mimic fed or fasting conditions. For any given perfusion, we included 
[U
13
-C16]palmitate [initial molar percent enrichment: 25%] as the labelled substrate, 
and assessed its metabolism through β-oxidation and triglyceride (TG) formation. 
Protocol 1. Hearts from 3- and 7-month-old VLCAD
+/+
 (n=6) and VLCAD
-/-
 (n=5) 
mice were perfused at preload and afterload pressures of 15 and 50 mmHg, 
respectively, in the presence of 11 mM glucose and 0.4 mM palmitate to mimic the 
fed state. Protocol 2. Hearts from 3-month-old VLCAD
+/+
 (n=6) and VLCAD
-/-
 (n=6) 
mice were perfused, as in Protocol 1 except for the presence of 7 mM glucose and 1 
mM palmitate to mimic the fasted state. Protocol 3. Hearts from 3-month-old 
VLCAD
+/+
 (n=6) and VLCAD
-/-
 mice (n=5) were perfused with 7 mM glucose and 1 
mM palmitate as in Protocol 2 for the first 5 min. Thereafter, afterload pressure was 
increased from 50 to 60 mmHg, and 1 μM of epinephrine was added to mimic 
adrenergic stress. Protocol 4. Hearts isolated from 24-h fasted, 3-month-old 
VLCAD
+/+
 (n=5) and VLCAD
-/-
 (n=6) mice were perfused as described in Protocol 2. 
Electrocardiogram (ECG) analysis in vivo. 
ECG parameters were monitored continuously in live mice via in vivo telemetry, as 
described previously (8; 12) in 7-month-old control and VLCAD-null mice (n=6 in 
each group). In brief, 12 mice were simultaneously instrumented under isoflurane 
anaesthesia, with OpenHeart radiofrequency transmitters (Data Sciences 
International, Arden Hills, MN). After a 1-week recovery period, during which the 
mice were fed the standard diet, ECG parameters were recorded for 24 h to track the 
complete circadian rhythm. Then, the standard diet was replaced by a HFD for 2 
weeks, and ECG parameters were recorded for another 24 h. 12 signals corresponding 
to 12 mice were acquired simultaneously with IOX 2.5.1.13 (EMKA Technologies, 
Falls Church, VA) at a sample rate of 1 kHz. Recordings were analysed with ECG 
Auto 2.6.0.20 (EMKA Technologies) for heart rate as well as for RR, QRS and QT 
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intervals. The data reported represent the means of values recorded during the first 10 
min of each h over the 24-h recording period.  
Analytical procedures.   
Gas chromatography-mass spectrometry (GCMS) assay and flux parameters. Our 
previously-published studies (28; 58) provide: (i) detailed descriptions of 
13
C-
enrichment of Krebs cycle intermediates (citrate, succinate, fumarate and malate) by 
GCMS (Agilent  6890N gas chromatograph equipped with a HP-5 column coupled to 
a 5973N mass selective detector); (ii) definitions of 
13
C terminology and calculations 
of flux ratios relevant to substrate selection for citrate synthesis (CS) from 
13
C-
enrichment of the acetyl (carbons 4 and 5) and oxaloacetate (carbons 1,2,3,6) moiety 
of citrate; and (iii) determinations of glucose and lactate concentrations by enzymatic 
assays.   
Fatty acid (FA) profiling in TGs and PLs.  Fatty acids from heart, liver, and skeletal 
muscle  tissue homogenates (TGs and PLs) were quantified using a previously-
described modified method (29) which included tissue lipid extraction (16) and 
separation into classes with an aminoisopropyl column (Varian, Harbor City, CA) 
(46). Briefly, pulverized tissues (25 mg) were incubated overnight at 4°C in a 
solution of chloroform/methanol (2:1) containing 0.004% butylated hydroxytoluene 
(BHT), filtered through gauze and dried under nitrogen gas. The samples were re-
suspended in 2 ml of hexane/chloroform/methanol (95:3:2). TGs and PLs were 
separated on the aminoisopropyl column (which had been activated with hexane) by 
the addition of (i) 4 ml chloroform (for TGs), followed by (ii) 2.5 ml 
methanol/chloroform (6:1) and 2.5 ml 0.05 M sodium acetate in methanol/chloroform 
(6:1) (for PLs). All samples were dried under nitrogen gas after the addition of 50 μl 
of 2 mM nonadecanoic acid as external standard.  FAs were trans-methylated 
according to a modified method described by Lepage and Roy (33). Briefly, FAs 
were re-suspended in 2 ml of hexane/methanol (1:4) with 0.004% BHT and 200 μl of 
acetyl chloride added; the samples were then heated at 100°C for 1 h. The remaining 
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acetyl chloride was neutralized by incorporating 5 ml of 6% potassium carbonate; 
thereafter, the upper hexane phase containing fatty acid methyl esters (FAMEs) was 
collected and subjected to GC-FID or GCMS. GC-FID analyses were achieved in an 
Agilent DB-WAX polar capillary column (60 m; 0.25 mm ID; 0.25 µm thickness) 
with high-purity hydrogen as carrier gas at a constant flow of 1.9 ml/min under the 
following conditions: 40°C for 7 min, increased by 10°C/min until 120°C, then by 
1°C/min until 180°C, and, finally, by 0.5°C/min until 218°C. GCMS was operated in 
chemical ionization mode with methane as reagent gas. LCFAs were analysed as their 
[M+H]
+
 ion by selective ion monitoring, after separation in a Varian CP7420 FAME 
polar capillary column (100 m; 0.25 mm ID; 0.23 µm thickness) with high-purity 
helium as carrier gas at a constant flow rate of 0.5 ml/min under the following 
conditions: 190°C for 25 min and increased by 2°C/min until 245°C. GC-FID and 
GCMS have been internally validated, and similar results were obtained for samples 
analysed by both techniques. FAs were identified according to their retention time, 
and concentrations were calculated using standard curves and the external standard.  
13
C-enrichment of palmitate in TGs.  Palmitate from perfused heart tissue TGs was 
extracted and processed, as described above, except that it was analysed by GCMS 




Reverse transcription-qPCR gene expression analysis. Supplemental Table III 
enumerates the qPCR primer pairs for the selected genes, crafted with the Beacon 
Designer program (version 5.0), using mouse sequences available in GenBank, and 
not reported previously (18). Only qPCR primer pairs giving >90% efficiency were 
retained. qPCR analyses were conducted as described previously (18). We 
documented the gene expression of enzymes/proteins involved in (i) β-oxidation, 
namely, VLCAD (Acadvl), LCAD (Acadl), medium-chain acyl-CoA dehydrogenase 
(MCAD: Acadm) as well as the recently-discovered ACAD9 (Acad9), as well as (iii) 
hormone-sensitive lipase (HSL: Lipe) and adipose triglyceride lipase (ATGL: 
Pnpla2), which are implicated in TG hydrolysis, and finally (vi) two enzymes 
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involved in PUFAs metabolism, delta-5 (Fads1) and delta-6 desaturase (Fads2) . 
Gene transcript levels in each sample were averaged and normalized to the 
housekeeping gene, namely, hypoxanthine guanine phosphoribosyl transferase 1 
(Hprt1), after ΔΔCt correction. This gene was selected because among all tested 
housekeeping genes (Gapdh, Hprt1, Ppia), it displayed the lowest variations between 
different experimental conditions. 
Protein expression and phosphorylation status.  The abundance and phosphorylation 
of several proteins were evaluated by standard Western blotting in hearts and livers 
clamped in vivo or in perfused hearts. We used primary antibodies against phospho-
ERK1/2, total ERK1/2, phsopho-Akt (ser 473), total Akt, beclin-1, Atg7, Atg12 
(mouse-specific) or glyceraldehyde-3-phosphate dehydrogenase (GAPDH) as a 
loading control. Thereafter, the blots were washed and incubated with secondary 
antibody conjugated to horseradish peroxidase (1:10,000).  Note that, for all 
measurements, we obtained similar results twice with different animals.  
Statistical analyses.   
The data are expressed as mean ± standard error (S.E.) of n=4-20 hearts, livers or 
plasma samples. Statistical significance was reached at P<0.05 by unpaired t-test or 
two-way ANOVA, followed by the Bonferroni post-test. The 2-way ANOVA was 
used to compare the effects of conditions (fasting or diet) within the control and 





Ex vivo working VLCAD null mouse hearts maintain physiological parameters and 
exogenous LCFA β-oxidation similar to control values, even when LCFA 
concentrations and energy demand are increased.   
143 
 
To test the hypothesis that VLCAD-deficient hearts manifest alterations in contractile 
function and LCFA β-oxidation, particularly in the presence of high LCFA 
concentrations, we perfused well-established ex vivo working hearts with a mixture of 
substrates (28), including 
13
C-labeled LCFA. This provides indicators of the 
dynamics of cardiac energy substrate metabolism, information that is not accessible 
from static measurements of mRNA, protein expression or enzyme activity. 
Surprisingly, when perfused ex vivo, working hearts from 3- and 7-month-old 
VLCAD null mice maintained physiological parameters similar to their age-matched 
littermate counterparts during the entire 30-min perfusion under all conditions 
examined. These included the presence of 1 mM palmitate, acute adrenergic 
stimulation, or hearts isolated from mice after a 24-h fast, a condition that has been 
linked to cardiac decompensation in patients with LCFA β-oxidation defects. Figure 
1A reports RPP values under all perfusion conditions. Other functional data on 
working hearts isolated from 3-month-old fed or 24-h fasted mice, which are 
representative of data obtained under all conditions, are listed in Supplemental Table 
IV. 
At the metabolic level, flux through β-oxidation, which is reflected by the 
contribution of exogenous palmitate to acetyl-CoA formation for CS (PAL/CS), was 
also similar between control and VLCAD null hearts under all conditions (Fig. 1B). 
In addition, 
13
C-enrichment of palmitate in TGs was low, variable (between 1 and 
3%, data not included) and did not significantly differ between the 2 groups, 
indicating similar partitioning of this LCFA between β-oxidation (energy production) 
and esterification to TGs (storage). It is noteworthy that when exogenous palmitate 
concentration was augmented to 1 mM, there was a 3- to 4-fold increase in the 
LCFA’s contribution to acetyl-CoA formation in both control and VLCAD-null 
hearts. This result clearly illustrates the capacity of VLCAD null hearts to respond to 
a LCFA challenge, at least ex vivo. Finally, we also discerned no decrease in the 
contribution of LCFA to β-oxidation flux when 0.4 mM palmitate, a saturated LCFA, 
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Figure 1:  Rate pressure product (A) and relative contribution of exogenous 





working mouse hearts perfused ex vivo under various conditions. 





(solid bars) and VLCAD
-/-
 (open bars) mouse hearts under various conditions. (A) Values 
shown for the rate pressure product (RPP) represent averages for the 25-30-min perfusion 
period. (B) The contribution of exogenous palmitate to acetyl-CoA formation is expressed 
relative to citrate synthesis (PAL/CS) and calculated from the measured tissue mass 
isotopomer distribution of citrate and its oxaloacetate moiety, from which we extrapolate the 
acetyl moiety of citrate. Statistics: 2-way ANOVA, followed by the Bonferroni post-test.  
##




P<0.001 7 vs. 3 months. NS: not significant. 
 
Further to our findings of normal β-oxidation fluxes and contractile function ex vivo, 
we expanded our lipidomic analyses to test for the presence of alterations (i) in LCFA 
partitioning between oxidation and storage in vivo, as evidenced by LCFA 
accumulation in TGs, and (ii) the LCFA composition of PLs, specifically DHA, 
which is known to be anti-arrhythmogenic (35). These analyses were conducted 
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under various nutritional conditions in freeze-clamped hearts, but also in other 
tissues, to test whether the observed changes were cardiac specific. 
VLCAD null mice present age- and condition-dependent changes in LCFA 
accumulation in TG in heart and liver  
Analyses of LCFA accumulation in TGs were conducted in 3- and 7-month-old 
VLCAD mouse hearts freeze-clamped after ex vivo perfusion under the afore-
mentioned conditions or in situ in the fed state or after a 24-h fast or 2 weeks of 
feeding of the HFD consisting of lard (58.4% calories from fat, predominantly 
palmitate, to mimic our ex vivo perfusion conditions). Compared to the controls, 7-
month-old VLCAD mouse hearts freeze-clamped in situ manifested significantly 
higher levels (~80%) of the most abundant LCFAs (oleate: C18:1n9 and linoleate: 
C18:2n6) in TGs in the fed state. Figure 2 reports data acquired with the standard 
diet, which are also representative of those obtained with the HFD (Fig. 2A-B). At 3 
months of age, however, there was no difference in LCFAs between the 2 groups 
unless the hearts were freeze-clamped after ex vivo perfusion with 0.4 mM palmitate 
(data not included).  
In contrast to heart, we found a ~2-fold accumulation of LCFAs (C18:1n9; C18:2n6, 
and also palmitate: C16:0) in TGs from VLCAD null mouse livers compared to the 























































































































































Figure 2:  Impact of nutritional status on long-chain fatty acid (LCFA) levels in 




 mouse hearts (A-B) and livers 
(C-D) freeze-clamped in situ.  
Data are means ± SE of 4-7 non-perfused freeze-clamped hearts (A-B) and livers (C-D) from 
fed (A-C) or 24-h fasted (B-D) 3- or 7-month old (VLCAD
+/+
 (solid bars) and VLCAD
-/-
 
(open bars) mice, and are expressed in nmol/g wet weight. Statistics: Unpaired t-test.  






 Note the different scales for the two 
conditions and tissues. 
 
 
Factors underlying the various lipid alterations in VLCAD null mice: We investigated 
a number of potential explanations for the observed condition-dependent changes in 
TGs, respectively, in the heart as well as differences in LCFA accumulation in TGs 
between the heart (at 7 months in the fed state) and liver (at 3 months in the fasted 
state) of VLCAD null mice. Firstly, in the heart, these values cannot be ascribed to 
transcriptional changes (i.e. decrease) of genes encoding for enzymes that may 
potentially compensate for VLCAD activity, namely, LCAD, ACAD9 or ACOX. In 
fact, although we noted a lower transcript level (25%) of Acadl in VLCAD null 
compared to littermate control mice at 7 (Fig. 3A-D) and not at 3 (Supplemental Fig. 
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1) months of age, this was observed for the fasting condition both on the standard 
(Fig.3A-D) and HFD (data not included).  In contrast, already at 3 months of age, 
VLCAD mouse livers displayed differences in Acadl transcript levels in the fasting 















































































































































 mouse hearts (A-D) and livers (E-H) freeze-
clamped in situ.  
Data are means ± S.E. on 4-5 non-perfused freeze-clamped hearts or livers from fed or 24-h 
fasted 3- (for liver) or 7-month-old (for hearts) VLCAD
+/+
 (solid bars) and VLCAD
-/-
 (open 
bars) mice. mRNA levels of very long-chain acyl-CoA dehydrogenase (Acadvl; A,E), long-
chain acyl-CoA dehydrogenase (Acadl; B,F),  acyl-CoA dehydrogenase 9 (Acad9, C,G), 
medium-chain acyl-CoA dehydrogenase (Acadm; D,H) are normalized to the housekeeping 
gene hypoxanthine guanine phosphoribosyl transferase 1 (Hprt1). Statistics: 2-way ANOVA, 








P<0.001 fasted vs. fed. 
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Secondly, we tested for alterations in signalling and metabolic pathways regulating 
TG accumulation. We observed no difference in the expression levels of several 
proteins (beclin-1, Atg12-Atg5 and Atg7) involved in autophagy, a process suggested 
to affect lipid metabolism (31; 48; 49) in livers from 3-month-old fasted VLCAD
-/- 
and control mice clamped in situ (Supplemental Fig. 2). Furthermore, we uncovered 
no evidence of ERK1/2 activation, 2 kinases that may regulate cardiac TG lipolysis 
through HSL activation by ser600 phosphorylation (22; 29) in freeze-clamped livers 
from fed mice, and hearts from fed and fasted mice (data not presented). However, 
the  ratio of phosphorylated-to-total ERK1/2 was measurable in hearts perfused with 
0.4 mM palmitate and found to be significantly reduced from 150% and 200%, 
respectively, in 7 month-old, albeit not in 3-month-old VLCAD null hearts compared 
to the controls (P<0.05, Fig. 4A-B). It is noteworthy, however, that in these perfused 
hearts, phosphorylated Akt (ser473) level (Supplemental Fig. 3) was similar in all 
groups. Supporting the notion of a potential decrease in TG hydrolysis in VLCAD 
null mouse hearts, we found that among gene encoding for enzymes involved in TG 
hydrolysis (Lipe and Pnpla2), the mRNA level for HSL (Lipe) was significantly 
decreased in 7-month-old VLCAD null mouse hearts, albeit only in the fasted 













































p E R K
To ta l E R K
C o n tro ls V L C A D
p E R K
To ta l E R K






















































Figure 4: Mechanisms regulating lipolysis: phosphorylation status of ERK1/2 in 





hearts (A-B) and mRNA levels for gene encoding for enzymes involved in TG 
hydrolysis (C-D).  
A-B: Data are means ± S.E. of 4-5 perfused hearts with 0.4 mM palmitate from VLCAD
+/+
 
(solid bars) and VLCAD
-/-
 (open bars) mice. Representative immunoblots using anti-phospho 
ERK1/2 (1:1,000) with anti-ERK1/2 (1:1,000) serving as loading control for total ERK1/2 
protein.  Densitometry of phosphorylated protein to total protein ratios in perfused heart 
tissue extracts is reported for (A) 3- and (B) 7-month-old mice. C-D: Data are means ± S.E. 
on 4-5 non-perfused freeze-clamped hearts from fed or 24-h fasted 7-month-old VLCAD
+/+
 
(solid bars) and VLCAD
-/-
 (open bars) mice. mRNA levels for hormone-sensitive lipase 
(Lipe; C), adipose triglyceride lipase (Pnpla2; D), are normalized to the housekeeping gene 
hypoxanthine guanine phosphoribosyl transferase 1 (Hprt1). Statistics: 2-way ANOVA, 
















VLCAD mice display a cardiac specific decrease of DHA in PLs  
One consistent finding of our targeted lipidomic analysis is a ~20-31% lower 
proportion of DHA in PLs of VLCAD-deficient hearts in vivo after feeding the 
standard diet as well as after perfusion ex vivo and at all ages. Representative data on 
3-month-old mice are reported in Figure 5A. Interestingly, HFD of 7-month-old mice 
decreased DHA in PLs from 20 to 14% in VLCAD null mice (Fig. 5B). The 
proportion of other LCFAs in PLs displayed marginal age- and condition-dependent 
differences between groups of mice, despite marked changes in the proportion of 
some LCFAs, specifically stearate and arachidonate, following HFD in both groups 
(Supplemental Table V). It is noteworthy that transcript levels of enzymes involved 
DHA biosynthesis from linolenic acid (Fads1 and Fads2) were similar between 
groups of mice fed the HF diet, except for a ~45% increase for Fads2 in the fed state 















































































































Figure 5: Levels of docosahexaenoic acid (DHA) in phospholipids (PLs) (A-B) 





 mouse hearts  freeze-clamped in situ under 
various conditions.  
Data are means ± S.E. on 4-7 non-perfused freeze-clamped hearts from 3- (A) or 7-month-old 
(B-D) VLCAD
+/+
 (solid bars) and VLCAD
-/-
 (open bars) mice fed a standard (A-B) or high-fat 
(B-D). A-B: DHA levels are expressed as percent of total LCFAs in PLs.  C-D: mRNA levels 
for delta-5 desaturase (Fads1; C) and delta-6 desaturase (Fads2; D), are normalized to the 
housekeeping gene hypoxanthine guanine phosphoribosyl transferase 1 (Hprt1). Statistics: 2-





, #P<0.05 high-fat vs. standard diet and $ P<0.05 fasted vs. fed. 
 
 
Our finding of a lower DHA level in heart PLs appears to be of great potential 
pathophysiological significance given the reported anti-arrhythmogenic effects of 
omega-3 polyunsaturated FAs (ω-3 PUFAs), and, more specifically, DHA (35). In 
this regard, because the heart seems to rely mainly on liver synthesis and export to 
maintain its DHA level, since it would be devoid of 2-elongase (3; 23), and a number 
of studies have emphasized the role of the liver in cardiac functional and metabolic 
abnormalities (17; 24; 39; 61), we tested the possibility that VLCAD null mice 
exhibit lipid alterations also in this tissue. In contrast to heart, the hepatic LCFA 
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profile in PLs and, consequently, DHA percent were similar in both groups of mice 
under all conditions examined: 3- or 7-month-old mice, fasted or fed the standard diet 
or the HFD (Table I). A similar conclusion was reached for the level of DHA in total 
PLs of skeletal muscles and for total DHA level in plasma (Table I), supporting the 
notion that the liver export of this LCFA was also not affected. It is noteworthy that 
PLs from mouse hearts were found to contain almost 2-fold more DHA than livers, 
concurring with data from Watkins et al. (59).   
 
Table I: Impact of nutritional status on docosahexaenoic acid (DHA) levels in 
various tissues and plasma from VLCAD
+/+
 (controls) and VLCAD
-/-
 null mice. 
 Age Standard diet High fat diet 
 (mo) Controls VLCAD Controls VLCAD 
Liver (%, n=6)  3 
7 
10.2 ± 0,3 
9.4 ± 0.4 
9.8 ± 0.3 
10.6 ± 0.5 
ND 
10.1 ± 0.6 
ND 
10.2 ± 0.9 
Skeletal muscle (%, n=4-6)  7 ND ND 9.9 ± 0.2 9.1 ± 0.7 
Plasma (µmol/L, n=7-20) 7 1,887 ± 174 1,593 ± 58 ND ND 
Values are means ± S.E.  DHA levels were assessed in (i) phospholipids isolated from liver 
and skeletal muscle from control and VLCAD mice, and expressed as percent of total 
LCFAs, and (ii) total plasma collected from these mice. Statistics:  Unpaired t-test.  There 
were no significant differences between groups of mice. ND: not determined. 
 
 Further to our findings of a cardiac-specific decrease in DHA in PLs, we tested the 
impact of a 5-week FOD. This diet increased the cardiac level of DHA in PLs in both 
control (59%) and VLCAD (82%) groups of mice (Fig. 6). While there was still a 
~11% lower proportion of DHA in PLs of VLCAD mouse hearts, this difference did 
not reach significance (p=0.06; n=6-7/group).   
The proportion of almost all other LCFAs in cardiac PLs was also markedly affected 
by the FOD compared to the standard diet, in both groups of mice (Supplemental 
Table V) and for some of them (C16:0; C18:0;C18:1n7;C18:2n6), the proportion was 





























Figure 6: Impact of a fish oil diet on the level of docosahexaenoic acid (DHA) in 




 mouse hearts  freeze-clamped 
in situ. 
Data are means ± S.E. on 6-7 non-perfused freeze-clamped hearts from 7-month-old 
VLCAD
+/+
 (solid bars) and VLCAD
-/-
 (open bars) mice fed a standard or fish oil diet for 5 
weeks. DHA levels are expressed as percent of total LCFAs in PLs. Statistics: 2-way 





###P<0.001 fish oil vs. standard diet.   
 
 
VLCAD null mouse hearts display prolonged QTc interval in vivo under all 
conditions examined   
Finally, further to our finding of a cardiac specific decrease in DHA in PLs in 
VLCAD null mice and considering (i) the proposed role of DHA in modulating the 
electrical activity of the heart and that (ii) arrhythmias are part of the cardiac 
phenotype of patients with LCFA oxidation defect (6) and VLCAD-deficient mice 
(14; 60), we conducted a telemetry study which delivers precise ECG characterization 
in conscious animals without the impact of acute anaesthesia (38). This was achieved 
in 7-month-old VLCAD null mice and their littermate counterparts, which were 
consecutively fed a standard diet followed by either (i) a HFD for 2 weeks or (ii) a 
fish oil supplemented diet (FOD) for 5 weeks.  
Under all conditions examined, both groups of mice maintained similar heart rate, R-
R and QRS values (Table II). The rate-corrected QT (QTc) interval, calculated with a 
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modified Bazzett correction formula, QTc = QT/(RR/100)
1/2
 (38), varied between 45 
and 55 ms, concurring with published values (38). VLCAD-deficient mice displayed, 
however, a significantly longer average QTc interval when fed a standard diet or 
HFD (~11% and ~17%, respectively, P<0.05), which persisted with the FOD (~24%, 
P<0.05), suggesting that factors beyond DHA contribute to the QTc prolongation at 
least under our conditions.   
 
Table II: Impact of different diets on the QTc interval and other 





 mice.  
 Impact of High fat diet Impact of Fish oil diet 
 Standard diet High fat diet Standard diet Fish oil diet 
 Controls VLCAD Controls VLCAD Controls VLCAD Controls VLCAD 
HR (bpm) 528 ± 11 571 ± 14 579 ± 27 599 ± 8 601 ± 18 588 ± 11 591 ± 16 543 ± 13 
RR (msec) 114 ± 2 106 ± 3 98 ± 3 98 ± 2 101 ± 3 103 ± 3 103 ± 3 112 ± 3 
QTc (msec) 47 ± 2 52 ± 1* 46 ± 1 54 ± 1*** 45 ± 1 53 ± 3** 42 ± 1 52 ± 2*** 
QRS (msec) 12.7 ± 0.4 12 ± 1 12.9 ± 0.3 14.3 ± 0.7 12.4 ± 0.7 15.0 ± 1.5 13.6 ± 0.8 15.3 ± 0.7 
Data are means ± S.E. (n=7). Values reported represent average HR, RR, QTc or QRS over a 
24-h period. Statistics: 2-way ANOVA, followed by the Bonferroni post-test.  *P<0.05, ** 









In this study, we adopted both ex vivo and in vivo approaches to test the metabolic 
and functional capacity of VLCAD null mouse hearts under various conditions that 
mimic those believed to induce decompensation in human patients, namely, fasting, 
adrenergic stress or high-fat loading. Firstly, our results demonstrate the ability of 3- 
and 7-month-old VLCAD null mouse hearts perfused ex vivo to maintain normal 
values for (i) the various physiological parameters measured as well as (ii) the 
contribution of exogenous palmitate, oleate or linoleate (which are the most abundant 
LCFAs occurring in plasma) to β-oxidation under all conditions examined. These 
included (i) increasing the concentration of palmitate to 1 mM, a condition under 
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which palmitate β-oxidation contributed 60% to energy production, (ii) simulating a 
rise in energy demand combined with adrenergic stimulation, and (iii) fasting 
conditions. While the results contrast with our previous findings in another model of 
LCFA oxidation defects, namely, PPARα null mouse hearts (18), they are consistent 
with the notion that compensatory mechanisms of LCFA β-oxidation are present in 
VLCAD-null mice, as suggested by studies in fibroblasts with radioactive oleate (9) 
and measurement of acyl-CoA dehydrogenase activity with palmitoyl-CoA in the 
hearts of these mice (10). However, the latter studies did not evaluate whether these 
compensatory mechanisms are able to maintain normal substrate flux in the intact, 
beating heart through β-oxidation as well as contractile activity, even under 
conditions of high-energy demand and LCFA supply. Here, we show that this is the 
case, at least ex vivo.  
Additional data on LCFA accumulation in TGs in freeze-clamped hearts support the 
notion that such is also the case in the heart, as well as in the liver, in vivo, although 
they also indicate that the efficiency of compensatory mechanisms for VLCAD 
deficiency may decrease under some conditions and differ between organs. Regarding 
the latter, it should be emphasized that both LCAD and ACAD9 have been shown to 
present activity that overlaps with VLCAD, although the specificity of all these 
enzymes towards the various LCFAs differs according to chain length, or saturation 
vs. unsaturation level (9; 13). Interestingly, VLCAD and ACAD9, but not LCAD, 
were reported to interact with the mitochondrial membrane (13; 25; 50). However, 
based on a recent study suggesting that ACAD9 is involved in the biogenesis of 
electron transport chain complex 1 rather than LCFA β-oxidation (43), LCAD is 
more likely to be the compensatory mechanism for VLCAD deficiency. 
From our other data, we would like to emphasize the following notions. First, the 
observed age-, condition- and tissue-dependent changes in LCFA accumulation in 
TGs (which reflect altered LCFA partitioning between β-oxidation and storage) as 
well as in Acadl transcript levels suggest that VLCAD deficiency is more efficiently 
compensated in the heart than in the liver. Second, our qPCR and Western blotting 
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data suggest other potential mechanisms beyond reduced β-oxidation flux due to 
decreased efficiency of compensatory mechanisms, which may contribute to the 
condition- and age-dependent accumulation of LCFAs in TGs in VLCAD null mouse 
hearts. These include potential alterations in the activity of (i) enzymes or (ii) 
signalling pathways involved in TG hydrolysis. This is suggested, respectively, by 
lower levels, in VLCAD null mouse hearts, of (i) transcripts for Lipe, which encodes 
for HSL (for review, see ref. (7)), and (ii) phosphorylated ERK1/2, known to enhance 
HSL activity by ser600 phosphorylation (22; 29) in working hearts perfused ex vivo, 
although further investigations are needed to explore these issues. Third, although 
VLCAD null mouse hearts and livers displayed age- and condition-dependent LCFA 
accumulation in TGs that was greater than in the controls, the 2 groups did not differ 
in their response to a HFD. This contrasts, to some extent, with a recent study 
reporting that VLCAD null mice were resistant to high fat-induced obesity, as 
evidenced by a ~2- to -4-fold decrease in TG levels in the liver and skeletal muscles 
in the fed state (63). Among possible explanations of this discrepancy are differences 
in the type of diet, which consisted of hydrogenated vegetable oils, compared to lard 
(i.e. from animal fats, predominantly palmitate, stearate and oleate) in our study, 
which may differentially impact on the levels of compensatory mechanisms.  
Beyond considerations about TGs accumulation and compensatory mechanisms for 
VLCAD deficiency, one unexpected and consistent finding of our targeted lipidomic 
study was the lower levels of DHA in cardiac PLs from VLCAD deficient mice. This 
was found both in hearts perfused ex vivo and freeze-clamped in situ, under all 
conditions examined and at all ages, and, interestingly, this was the only parameter to 
be exacerbated by high-fat feeding in VLCAD null mice. Little is known about the 
mechanisms regulating DHA level in PLs in the heart. DHA is synthesized from its 
precursor linolenic acid, which is an essential PUFA, through a series of enzymatic 
steps that include delta-5 and delta-6 desaturases. However, the heart appears to rely 
mainly on liver synthesis and export via lipoproteins to maintain its DHA level since 
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it would be devoid of 2-elongase (3; 23), although this view has been challenged 
recently (44). 
In this regard, our findings of similar DHA levels in both groups of mice in hepatic 
PLs as well as in skeletal muscle and in plasma, suggest that DHA exportation and 
trafficking from liver to the heart are unaffected in VLCAD null mice despite the fact 
that we did document some abnormalities in lipid accumulation in the liver of these 
mice, as discussed above. This notion if further supported by the fact that DHA level 
in PLs was increased by 82% when VLCAD null mice were fed the FOD.  Our gene 
expression data for delta-5 and delta-6 desaturase along with the absence of 
accumulation of eicosapentanoic acid, a DHA precursor, do not support the notion of 
restricted cardiac DHA synthesis. Hence, collectively, these results point out to a 
cardiac-specific decrease in DHA level in PLs from VLCAD null mouse hearts. 
While the underlying mechanism remains to be clarified, potential explanations 
include increased DHA metabolism (through oxidation or conversion to bioactive 
metabolites) (11) and/or restricted incorporation of DHA into specific classes of 
phospholipids (27; 59).  
Nevertheless, our finding of a cardiac specific reduction of DHA in PLs of VLCAD 
null mice appeared particularly important, given that DHA, which is a PUFA of the 
n-3 series, has numerous biological roles (55) as well as beneficial effects on the 
heart. Interestingly, DHA supplementation is recommended in patients with long-
chain 3-hydroxyacyl-CoA dehydrogense deficiency (19; 36) to improve visual acuity 
(51). However, to the best of our knowledge, there is no specific recommendation for 
VLCAD-deficient patients. However, since plasma or blood DHA level is most 
commonly used as an indicator of its tissue level, a cardiac-specific decrease in DHA 
level cannot be excluded. Among its many biological roles, DHA is proposed to be 
anti-arrhythmogenic and to reduce sudden cardiac death (32; 35), which is most 
relevant to cardiac symptoms reported in both VLCAD null mice (namely, 
arrhythmias (14; 60)) and patients with LCFA oxidation defects (i.e. arrhythmias and 
conduction defects, leading to sudden death). In this regard, we found that VLCAD 
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null mice display prolonged QTc intervals (>10%) compared to their littermates 
under all conditions examined, as revealed by in vivo telemetry. This observation 
alone appeared to bear a strong pathophysiological significance given that prolonged 
QTc is considered to be an independent predictor of sudden cardiac death in humans 
(1). While little is known about the impact of QTc prolongation in mice, genetic 
murine models with long QT syndrome have been shown to be prone to inducible 
polymorphic ventricular tachycardia (26).  
Interestingly, a potential cause-effect relationship between DHA and QTc interval is 
suggested by literature data. In fact, n-3 PUFA administration or a fish diet enriched 
in n-3 PUFAs decreases the likelihood of prolonged QT interval in dogs following 
ischemia (5) and in humans (40), respectively, while DHA supplementation (but not 
its precursor eicosapentaenoic acid)) shortens QT interval in spontaneously 
hypertensive rats (45). However, in this study, feeding VLCAD null mice a FOD 
increased the cardiac level of DHA in PLs above that observed for controls under the 
standard diet, yet the prolonged QTc interval persisted. Potential explanations for the 
apparent discrepancy between our results and previous reports in dogs or rats include 
the absence under our basal condition of sympathetic stimulation (in contrast to what 
occurs during ischemia in dogs or with hypertension in rats), which is one mechanism 
by which DHA and n-3 PUFA are proposed to exert their effect. This action appears 
to involve factors such as intracellular calcium homeostasis, inositol phosphate, 
protein kinase C signaling and diacyglycerol (27; 41; 42). Interestingly, the latter are 
the specific substrate for HSL, for which we report decreased level of (i) mRNA and 
(ii) stimulatory signaling stimulus (ERK ½) in VLCAD mouse hearts, while 
abnormal calcium homeostasis are a hallmark of these mice (60). Hence, it appears 
warranted in future studies to (i) test for the impact of FOD on QTc under conditions 
that are known to precipitate arrhythmia in order to further clarify the exact 
mechanism(s) underlying prolonged QTc interval in VLCAD null mouse hearts 
remain(s), as well as (ii) to assess DHA level in the various classes of PLs, 
particularly those potentially involved in cell signalling (27).  
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In conclusion, the results from this investigation demonstrate that despite normal 
exogenous cardiac LCFA β-oxidation and contractile function ex vivo, VLCAD null 
mice display other lipid alterations as well as a prolonged QTc interval in vivo. The 
reported age- and condition-dependent changes in LCFA accumulation in TGs and 
Acadl mRNA levels predict that VLCAD deficiency would be more efficiently 
compensated in the heart than in the liver. However, more importantly, our study 
highlighted lower DHA in PLs in VLCAD-deficient hearts at all ages and conditions 
examined, which appears to be independent of liver DHA supply and export via 
lipoproteins. Future experiments are warranted to clarify the exact cause and potential 
consequence of lower DHA in cardiac PLs as well as the exact mechanism underlying 
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Supplementary Table SI:  Composition of the diets expressed in mole percent of 
total fatty acids 
Fatty Acids 
Diets 
Standard  High fat diet Fish oil diet 
C14:0 0.34 1.14 3.14 
C16:0 17.80 27.38 24.53 
C16:1n-9 2.04 0.97 2.47 
C18:0 8.38 18.54 2.16 
C18:1n-9 13.11 39.32 10.08 
C18:1n-7 1.19 1.61 0.70 
C18:2n-6 55.92 10.82 48.50 
C18:3n-6 0.13 0.02 0.00 
C18:3n-3 1.09 0.09 0.65 
C20:5n-3 ND ND 2.77 
C22:6n-3 ND ND 4.53 









Supplementary Table SII:  Body weights and daily food intake 
  VLCAD
 +/+ VLCAD -/- 
Ages 
(months) 
Diets Fed Fasted Fed Fasted 
Body weight (g) 
3 Standard 32.5 ± 1.0 27.4 ± 1.1 34.0 ± 1.0 25.4 ± 1.0 
7 Standard 35.6 ± 2.6 32.2 ± 1.8 40.1 ± 1.2 37.4 ± 1.0 
 High-fat 46.2 ± 1.2 41.7 ± 2.5 44.5 ± 3.3 34.8 ± 1.6 
 Fish oil 39.1 ± 2.0 NA 39.1 ± 1.8 NA 
Daily food intake (kcal/g of wt) 
7 High-fat 0.37 ± 0.01 NA 0.34 ± 0.02 NA 
 Fish oil 0.38 ± 0.02 NA 0.35 ± 0.02 NA 
Data are means ± SEM of 10-20 mice. Statistics: Body weight: 2-way ANOVA, followed by 
the Bonferroni post-test. Daily food intake: Unpaired t-test. There were no significant 
differences between groups of mice under fed or fasted conditions. NA: not available 
 
 
Supplementary Table SIII:  Primer and probe sequences used in comparative 
real time quantitative polymerase chain reaction 













NM_017366 GGCTCTCCAAGGCTGTATG ACCACTGCGACTTAACTCTG 
Fads1 Delta-5 desaturase NM_0146094 CCTGGTCTACCTGCTTCAC GTAGCCAACCTGCCTGAG 























 mouse hearts perfused ex vivo 
 Nutritional status 
 Fed  
(palmitate 0.4 mM, glucose 11 mM) 
 
Fasted  













Heart rate, beats/min 386 ± 56 384 ± 60  327 ± 50 325 ± 32 
LVSPmax, mmHg 114 ± 4 110 ± 4  122 ± 6 116 ± 7 
LVEDPmax, mmHg 11.77 ± 2.1 13.5 ± 2.7  10.4 ± 1.6 10.24 ± 1.1 
RPP, mmHg·min-
1·10-3 
38,976 ± 4,921 37,004 ± 5,541  36,02
6 
± 5,260 33,855 ± 3,167 
dP/dtmax, mmHg/s 4,641 ± 561 5,087 ± 508  6,058 ± 397 3,627 ± 965 
Ejection fraction, 
ml/beats  
























MVO2, µmol/min 2.29 ± 0.31 2.24 ± 0.32  2.15 ± 0.31 2.47 ± 0.15 
Cardiac power, mW 2.85 ± 0.30 2.48 ± 0.40  2.53 ± 0.39 2.24 ± 0.23 
Cardiac efficiency, 
mW·µmol-1·min-1 
1.36 ± 0.30 1.13 ± 0.08  1.20 ± 0.03 0.95 ± 0.09 
pHi 7.35 ± 0.01 7.36 ± 0.01  7.37 ± 0.01 7.38 ± 0.01 
Data are means ± S.E. of 5 heart perfusion experiments. The values reported represent 
averages for the 25-30-min perfusion period, except for myocardial oxygen consumption 
(MVO2) and intracellular pH (pHi), which were calculated from pO2 and pCO2 values 
determined in influent and effluent perfusates collected at 20 min. LVSPmax, maximum left 
ventricular systolic pressure; LVEDP, left ventricular end diastolic pressure; RPP, rate 
pressure product; dP/dtmax, maximum value for the first derivative of left ventricular pressure. 
Statistics: Unpaired t-test. There were no significant differences between groups of mice 





Supplementary Table SV: Long chain fatty acids profile in cardiac phospholipids in freeze-




 mouse hearts fed with a 
standard, a high fat or a fish oil diet expressed in percent of total fatty acids. 
 3 months 7 months 
Fatty Standard diet Standard diet High fat diet Fish oil diet 
acids Controls VLCAD Controls VLCAD Controls VLCAD Controls VLCAD 
C16:0 13.5 ± 0.3 12.7 ± 0.5 14.5 ± 0.8 13.7 ±0.4 15.6 ± 1.1 14.1 ± 0.9 18.7 ± 0.9### 16.1 ± 0.6* 
C16:1n-9 1.5 ± 0.1 2.1 ± 0.3 1.6 ± 0.5 1.9 ± 0.1 1.2 ± 0.1 1.4 ± 0.1 0.6 ± 0.0## 0.6 ± 0.0## 
C18:0 17.9 ± 0.3 18.4 ± 0.7 17.4 ± 0.5 17.8 ± 0.4 27.6 ± 0.6### 29.3 ± 1.0### 14.7 ± 0.8# 18.5 ± 0.9* 
C18:1n-9 6.9 ± 0.2 8.3 ± 0.7 7.2 ± 0.4 7.9 ± 0.3 4.6 ± 0.6 5.9 ± 0.5 4.8 ± 0.5### 4.2 ± 0.4### 
C18:1n-7 2.2 ± 0.1 2.4 ± 0.1 2.6 ± 0.2 2.5 ± 0.1 1.5 ± 0.0 1.3 ± 0.1 3.6 ± 0.2### 2.6 ± 0.1*** 
C18:2n-6 21.2 ± 0.8 22.6 ± 0.2 18.6 ± 2.4 21.0 ± 0.4 15.4 ± 1.0 19.0 ± 1 11.9 ± 0.5## 15.3 ± 0.5***,# 
C18:3n-6 ND ND ND ND ND ND ND ND 
C18:3n-3 1.5 ± 0.1 1.9 ± 0.2 0.62  ± 0.2 1.6 ± 0.1 ND ND 0.03 ± 0.02 0.10 ± 0.01 
C20:4n-6 8.5 ± 0.2 10.8 ± 0.5††† 8.0 ± 0.5 9.3 ± 0.2 12.8 ± 0.9### 14.7 ± 0.6### 2.2 ± 0.2### 3.2 ± 0.1### 
C20:5n-3 0.57 ± 0.02 0.72 ± 0.07 0.72 ± 0.26 0.57 ± 0.11 ND ND 0.70 ± 0.04 0.87 ± 0.05 
C22:5n-3 ND ND ND ND ND ND 1.1 ± 0.2 1.5 ± 0.1 

























































Supplementary Figure S1: Impact of nutritional status on myocardial mRNA 





Data are means ± S.E. of 4-5 non-perfused freeze-clamped hearts from fed or 24-h fasted 
VLCAD
+/+
 (solid bars) and VLCAD
-/-
 (open bars) mice. mRNA levels of very long-chain 
acyl-CoA dehydrogenase (Acadvl), long-chain acyl-CoA dehydrogenase (Acadl), acyl-CoA 
dehydrogenase 9 (Acad9), medium-chain acyl-CoA dehydrogenase (Acadm) and hormone-
sensitive lipase (Lipe) are normalized to the housekeeping gene hypoxanthine-guanine 
phosphoribosyl transferase (Hprt1). Statistics: 2-way ANOVA, followed by the Bonferroni 































































Supplementary Figure S2: Potential mechanisms regulating lipolysis: levels of 






Data are means ± S.E. of 4-5 freeze-clamped livers from VLCAD
+/+
 (solid bars) and VLCAD
-
/-
 (open bars) mice. Representative immunoblots are shown from experiments using (A) anti-
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beclin1 (1:1,000), (B) anti-Atg12-Atg5 (1:1,000) and (C) anti-Atg7 (1:500). Densitometry of 
protein levels normalized to glyceraldehyde-3-phosphate dehydrogenase (GAPDH) is also 





Supplementary Figure S3: Potential mechanisms regulating lipolysis: 





 mice.  





 (open bars) mice. Representative immunoblots using anti-phospho Akt 
(ser473) (1:1,000), with anti-Akt (1:1,000) serving as loading control for total Akt protein.  
Densitometry of phosphorylated protein to total protein ratios in heart tissue extracts is 
reported for 3- (A) and 7-month-old (B) mice.  Statistics:  Unpaired t-test.  There were no 
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Patients with very long-chain acyl-CoA dehydrogenase (VLCAD) deficiency, 
which is the most common inherited long chain fatty acid (LCFA) β-oxidation 
disorders in humans, present cardiomoypathy and heart beat disorders. However, 
the underlying factors remain to be elucidated. We recently reported that, 
unexpectedly, LCFA β-oxidation is not decreased in VLCAD deficient (VLCAD-/-
) mouse hearts. However, these hearts show other alterations in lipid metabolism, 
namely LCFA accumulation in triglycerides and lower docosahexanoic acid 
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(DHA) levels in phospholipids, as well as in its function, namely a prolonged QTc 
interval. Building on these findings, this study aimed at testing the hypothesis that 
VLCAD
-/-
 hearts manifest also alterations in alterations in carbohydrate and 
mitochondrial metabolism. Hearts from VLCAD
-/-
 mice and their littermate 
counterparts were used for (i) ex vivo perfusion in the working mode with 
13
C-
labeled substrates under various conditions, and (ii) in vivo targeted metabolite 
profiling and gene expression analysis. Ex vivo perfusion studies revealed that 
compared to controls, VLCAD
-/-
 hearts showed: (i) a modified pattern of substrate 
selection for mitochondrial acetyl-CoA formation, namely a higher contribution 
for oleate through β-oxidation (40%;  p<0.05), while that of carbohydrates was 
lower (30%;  (p<0.05). and (ii)   a 30% lower anaplerotic flux through pyruvate 
carboxylation (p<0.05). In vivo analysis revealed that concurring with  the lower 
anaplerotic flux observed ex vivo, VLCAD
-/-
 hearts  showed lower citrate acid 
cycle intermediates tissue levels, specifically succinate and malate (~50%; 
p<0.05). In addition, these hearts displayed age- and condition-dependent 
decreases in mRNA levels for mitochondrial proteins or enzymes determinant for 
anaplerosis (Pcx and Pccb) or its function (Ucp3 and Ppargc1a). Collectively, our 
data highlight mitochondrial metabolic alterations in VLCAD
-/-
 mouse hearts, 





In human, very long-chain acyl-CoA dehydrogenase (VLCAD) catalyzes the first 
reaction of mitochondrial β-oxidation. This enzyme utilizes fatty acyl-CoA of 
chain lengths varying between 14 and 24 carbons, but shows its highest activity 
with palmitoyl-CoA (19). VLCAD deficiency, which is the most common 
inherited long chain fatty acidss (LCFA) β-oxidation disorder, was first reported in 




most severe phenotype, which includes cardiomyopathy development and heart 
beat disorders (4), will succumb from sudden cardiac death, mainly caused by 
severe arrhythmias between 2 and 5 months of age, often after fasting or an 
infectious illness (21; 34; 39). However, about 30% of these patients never 
develop cardiac symptoms, which are currently believed to arise from an energy 
deficit due to impaired β-oxidation of LCFAs and/or accumulation of toxic 
metabolites, such as long-chain (LC)-acylcarnitines or LC-CoAs (4). These 
patients display a milder clinical phenotype characterized by hypoketotic 
hypoglycaemia, indicating metabolic derangements in the liver (39).  
A mouse model of VLCAD deficiency has been developed to improve the 
knowledge of the disease as well as the treatment for the patients (13).  This mouse 
model presents no specific clinical phenotype at rest and a milder cardiac 
phenotype than LCAD deficient mice (7). In this regard, Chegary et al. recently 
reported that fibroblasts from VLCAD-deficient mice and humans differ in their 
capacity to oxidize LCFA, and their finding was explained by the functional 
overlap of LC-acyl-CoA dehydrogenase (LCAD) with VLCAD, an enzyme that is 
active in mice but apparently not in humans (5). Nevertheless, few studies have 
shown that VLCAD deficient mouse presents stress-induced phenotypes similar to 
those reported in humans, such as fat infiltration, lower rates of survival, but also 
LC-acylcarnitine accumulation in skeletal muscles when exposed to cold and 
fasting (6; 12; 13; 36-38). Therefore, based on these considerations, we reasoned 
that VLCAD null mice do represent a good study model to examined stress-
induced alterations occurring in LCFA oxidation disorders.  
We have recently published a study in which we show that VLCAD deficient 
hearts present age and condition-dependant alterations in lipid metabolic 
alterations despite their unexpected ability to oxidize normally exogenous 
palmitate ex vivo. We also showed that VLCAD deficient hearts present a 
prolonged QTc interval in vivo, for which the exact mechanism remains, however, 
to be elucidated. Alterations in carbohydrate and mitochondrial metabolism have 
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been linked to heart beat disorders development as well as QT prolongation (2; 
27). However, to the best of our knowledge, the impact of VLCAD deficiency on 
carbohydrate and mitochondrial metabolism, particularly in the heart, has not yet 
been specifically examined.  
Hence, this study aimed at documenting alterations in carbohydrate utilisation as 
well in mitochondrial metabolism in general in VLCAD deficient hearts. These 
parameters were assessed in 3- and/or 7-month-old VLCAD null mice and their 
littermates using our model of hearts perfused ex vivo in working mode with 
concomitant evaluation of myocardial contractility and metabolic flux, employing 
13
C-labeled substrates (20). In parallel, mRNA expression for selected metabolic 
genes were also assessed by qPCR  While ex vivo working VLCAD null mouse 
hearts showed an unexpected switch in substrate selection from carbohydrate to 
lipids (with oleate) as well as a lower pyruvate carboxylation flux at 3 months 
albeit not at 7 months, in vivo analysis revealed lower levels of citric acid cycle 
(CAC) intermediates levels and age and condition-dependant changes in gene 
expression for proteins/enzymes involved in carbohydrates metabolism, 





Materials and animals 
The sources of chemicals, biological products and 
13
C-labeled substrates as well as 
the BSA dialysis procedure (BSA fraction V, Intergen, Purchase, NY) have been 
identified previously (40). Animal experiments were all approved by the local 
animal care committee in agreement with the guidelines of the Canadian Council 




) mice (129svJ X C57BL/6J genetic 




Cincinnati, College of Medicine (13). Male VLCAD
-/-
 mice were generated as 
previously described (Gélinas, 2011). All animals, housed in a specific pathogen 
free facility with a 12-h:12-h light-dark cycle starting at 7:00 AM, had free access 
to water and standard chow (except if specified otherwise, as described below).  





 mice, which had free access to water and food 
unless specified otherwise, were anaesthetized (1 μl/g ip) with a mixture of 
ketamine (100 mg/ml) and xylazine (20 mg/ml) and heparinised (5,000 U/kg sc) 
15 min before surgery. Previous publications describe the procedure: (i) for mouse 
heart isolation and its ex vivo perfusion in working mode as well as for continuous 
monitoring of functional and physiological parameters throughout perfusion as 
well as of concentrations in influent (arterial) and effluent (coronary) of pO2, 
pCO2, pH, Ca
2+
 and other ions (15; 20), and (ii) for calculating myocardial oxygen 
consumption (MVO2), intracellular pH, rate pressure product (RPP), cardiac power 
and cardiac efficiency from previously-reported equations (20). At the end of the 
perfusion period, hearts were freeze-clamped with metal tongs chilled in liquid 
nitrogen, weighed, and stored at -80˚C for further analyses. 
Perfusion protocols. Working mouse hearts were perfused for 30 min with semi-
recirculating Krebs-Heinselet buffer containing various substrates, co-factors and 
hormones.. For all perfusions, the buffer contained 1.5 mM lactate, 0.2 mM 
pyruvate, 0.8 nM insulin, 50 μM L-carnitine and 0.5 nM epinephrine, For any 
given perfusion, we included a different labelled substrates, [U
13
-C18]oleate [initial 





C3]pyruvate. Hearts from 3- and 7-month-old VLCAD
+/+
 (n=6) and VLCAD
-/-
 
(n=5) mice were perfused at preload and afterload pressures of 15 and 50 mmHg, 









 mice fed, either a standard diet (3- and 7-month-
old; Harlan Teklab #2018, 3.1 kcal/g), a high-fat diet (for 2 weeks) (HFD: Harlan 
Teklab #03584, 5.4kcal/g) ad libitum, and were kept in the same room as 
previously described (16). To document the impact of fasting, selected animals 
from all groups were housed individually in cages, with fasting initiated at 9:00 
a.m. and lasting 24 h. All animals were weighed before sacrifice under anaesthesia 
induced by injection of a solution (1 μl/g i.p.) of ketamine (100 mg/ml) and 
xylazine (20 mg/ml). Hearts were excised rapidly, freeze-clamped with metal 
tongs chilled in liquid nitrogen, and stored in liquid nitrogen.  
 
Analytical procedures.   
Gas chromatography-mass spectrometry (GCMS) assay and flux parameters. Our 
previously-published studies (20; 40) provide: (i) detailed descriptions of 
13
C-
enrichment of CAC intermediates (citrate, succinate, fumarate and malate) by 
GCMS (Agilent  6890N gas chromatograph equipped with a HP-5 column coupled 
to a 5973N mass selective detector); (ii) definitions of 
13
C terminology and 
calculations of flux ratios relevant to substrate selection for citrate synthesis (CS) 
from 
13
C-enrichment of the acetyl (carbons 4 and 5) and oxaloacetate (carbons 
1,2,3,6) moiety of citrate and (iii) activities of selected CAC enzymes (citrate 
synthase (CS), aconitase) by spectrophotometry.  
Reverse transcription-qPCR gene expression analysis. The qPCR primer pairs for 
the selected genes, crafted with the Beacon Designer program (version 5.0), using 
mouse sequences available in GenBank, and not reported previously (15). We 
documented the gene expression of enzymes/proteins involved in (i) carbohydrates 
metabolism: pyruvate dehydrogenase kinase (Pdk4) and phosphofructokinase 




(Pccb) and malic enzyme (Me2); and (iii) mitochondrial function: uncoupling 
protein 3 (Ucp3) and PGC1α (Ppargc1a; forward: tggatgaagacggattgc, reverse: 
tggttctgagtgctaagac). Gene transcript levels in each sample were averaged and 
normalized to the housekeeping gene, namely, hypoxanthine guanine 
phosphoribosyl transferase 1 (Hprt1), after ΔΔCt correction as previously 
describes (15; 16).  
 
Statistical analyses.   
The data are expressed as mean ± standard error (S.E.) of n=4-20 hearts samples. 
Statistical significance was reached at P<0.05 by unpaired t-test or two-way 
ANOVA, followed by the Bonferroni post-test. The 2-way ANOVA was used to 
compare the effects of conditions (fasting or diet) within the control and VLCAD 





Unexpected metabolic changes in VLCAD deficient hearts 
Our previous study has revealed several metabolic alterations in lipid metabolism 
beyond LCFA β-oxidation (16). While the focus of this previous study was on 
lipid metabolism, in this study, we aimed at testing the hypothesis that VLCAD-
deficient hearts manifest also alterations in alterations in carbohydrate metabolism. 
For this purpose, working hearts were perfused with 
13
C-labeled lactate plus 
pyruvate in the presence of oleate as the LCFA. In some additional perfusions 
experiments, oleate was also labelled. Fluxes data obtained in the first part of this 
study are complemented with additional data relevant to carbohydrate and 
mitochondrial metabolism, namely tissue CAC intermediates levels, CAC enzyme 
activities and gene expression for selected enzymes/proteins. 
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VLCAD deficient hearts maintained  functional parameters similar to controls  
when perfused ex vivo with oleate as the LCFA. 
When perfused ex vivo, working hearts from 3- and 7-month-old VLCAD null 
mice maintained physiological parameters similar to their age-matched littermate 
counterparts during the entire 30-min perfusion in the presence of carbohydrates 
(glucose, lactate plus pyruvate) and oleate as the exogenous source of LCFA (data 
not shown). This result concurred with those obtained with palmitate, which are 
reported in our previously published study (16). 
 
VLCAD deficient hearts show increased oleate oxidation and decreased pyruvate 
decarboxylation 
Unexpectedly, as shown in Figure 1A, the contribution of exogenous oleate to 
acetyl-CoA formation for citrate synthesis is increased by 40 % in VLCAD 
deficient hearts compared with controls. This is unlike what we observed with 
palmitate in our previously published study, for which no difference was found 
between the two groups of hearts. This suggests a different metabolism between 
palmitate and oleate for the various enzymatic steps following their entry into cells 
until they undergo β-oxidation. In parallel to the flux data obtained for oleate, the 
flux ratio PDC/CS is 35% lower in 3 month-old VLCAD deficient hearts, while 
that of other sources remains unchanged (Figure 1A). However, none of these 
























Figure 1: Relative contribution of substrates to mitochondrial acetyl-CoA 
formation at 3 and 7 months. 
Data are means ± SE of 6 perfusion experiments with [U-
13








 mouse hearts at (A) 3 months 
and (B) 7 months. Figures present flux values expressed relative to citrate synthase (CS) 
representing the fractional contributions of the followings pathways/substrates to citrate 
synthesis: (i) pyruvate decarboxylation (PDC/CS; black bars) (ii) oleate oxidation 
(OLE/CS; open bars), and (iii) other sources (OS/CS; grey bars).  Data are calculated from 
the measured tissue mass isotopomer distribution of citrate and its oxaloacetate moiety, 
from which we extrapolate the acetyl moiety of citrate. Statistics: 2-way ANOVA, 
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Building on data from our previous study, in which we assessed expression of 
several genes encoding for enzymes in lipid metabolism, we have herein 
documented, under various conditions, the expression of genes encoding for 
enzymes involved in two major regulatory steps in CHO metabolism, namely 
phosphofructokinase for glycolysis and PDK4 for pyruvate decarboxylation. 
Collectively, the data obtained cannot explain the observed alterations in the 
PDC/CS flux ratios at 3 months of age. Indeed, at 3 months of age, there were no 
significant differences between groups of mice in transcript levels for Pfkm or 
Pdk4 (Figure 2A and D), although as expected transcript levels for Pdk4 was 
increased several-fold following fasting in both groups. However, at 7 months of 
age, there was a significantly lower transcript level for Pfkm (Figure 2B-C), albeit 
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not for Pdk4 (Figure 2E-F), in VLCAD deficient mouse hearts following fasting 




























































































Figure 2: Impact of nutritional status on myocardial mRNA levels of enzymes 





 mice fed a standard or a high fat diet.  
Data are means ± SE on 4-5 non-perfused freeze-clamped hearts from fed or 24-h fasted 
7-month-old VLCAD
+/+
 (solid bars) and VLCAD
-/-
 (open bars) mice. mRNA levels of 
phosphofructokinase-1 (Pfkm; A-C) and pyruvate dehydrogenase kinase 4 (Pdk4; D-F) are 
normalized to the housekeeping gene hypoxanthine guanine phosphoribosyl transferase 1 
(Hprt1). Statistics: 2-way ANOVA, followed by the Bonferroni post-test. *p<0.05 and 
***p<0.001 VLCAD
-/- 






p<0.001 fasted vs. fed.   
 
 
VLCAD deficient hearts show impaired anaplerosis 
One interesting finding of this study is the impaired anaplerosis in VLCAD 
deficient hearts, which is reflected by a ~30% decrease in the PC/CS flux ratio, an 
anaplerotic reaction generating OAA from pyruvate carboxylation, when assessed 




of age (Fig. 3B). However, despite these differences in the anaplerotic flux ratios 
in 3 month-old VLCAD deficient hearts, CAC intermediates levels in ex vivo 
perfused hearts were similar to controls both at 3 (Figure 3C) and 7 months (data 












































Figure 3: Pyruvate carboxylation and CAC intermediates levels in ex vivo 




 mice.  
Data are means ± SE of 6 perfusion experiments with mixture of [U-
13
C3]-labeled lactate 
and pyruvate on VLCAD
+/+
 (black bars) and VLCAD
-/-
 (open bars) mouse hearts at 3 
months and 7 months. Figures 3A (3 months)  and 3B (7 months) present flux values 
expressed relative to citrate synthase (CS) for pyruvate carboxylation (PC/CS) Data are 
calculated from the measured tissue mass isotopomer distribution of citrate and its 
oxaloacetate moiety, from which we extrapolate the acetyl moiety of citrate. Figure 3C 





vs. controls.  
 
 
However, in contrast, 7 month-old VLCAD deficient hearts that  were freeze-
clamped in situ, without ex vivo perfusion, showed reduced  levels for the  CAC 
intermediates succinate and malate  compared to controls (Figure 4A), and, hence, 






































Figure 4: Effects of VLCAD deficiency on CAC intermediate cardiac 
concentrations (A), and total (B) CAC intermediate cardiac concentrations in 
vivo at 7 months. 










vs. controls.  
 
 
Further to our finding of a discrepancy in the tissue levels of CAC intermediates 
between hearts freeze-clamped after ex vivo perfusion or in situ, we sought for 
potential explanations. Hence, we assessed (i) the activities of selected CAC 
enzymes and (ii) the expression of genes encoding for enzymes involved in 
anaplerosis. Measurement of CAC enzymatic activities revealed no change for 
aconitase or citrate synthase (Figure 5). Thus lower enzymatic activities cannot 
explain the observed difference between the two groups of mice for CAC 













































Figure 5: Effects of VLCAD deficiency on aconitase (A), and citrate synthase 
(B) activities in vivo at 7 months.  





 (open bars) mouse hearts. Statistics: Unpaired t-test: Non significant 
 
 
However, gene expression analyses in hearts freeze-clamped in vivo revealed age 
and condition-dependant changes in transcript levels for pyruvate carboxylase 
(Pcx) (Figure 6 A-C) and propionyl-CoA carboxylase (Pccb) (Figure 6D-F) two 
enzymes involved in anaplerosis, in VLCAD deficient hearts compared to their 
matched counterparts. It is noteworthy that the greatest differences were observed 
following fasting or feeding a high fat diet.  Finally, there were no changes in 
transcript levels for malic enzyme (Me2), another enzyme potentially involved in 
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Figure 6: Impact of nutritional status on myocardial mRNA levels of enzymes 





fed a standard or a high fat diet.  
Data are means ± SE on 4-5 non-perfused freeze-clamped hearts from fed or 24-h fasted 3 
and 7-month-old VLCAD
+/+
 (solid bars) and VLCAD
-/-
 (open bars) mice. mRNA levels of 
pyruvate carboxylase (Pcx; A-C) and propionyl-CoA carboxylase B (Pccb; D-F) are 
normalized to the housekeeping gene hypoxanthine guanine phosphoribosyl transferase 1 
(Hprt1). Statistics: 2-way ANOVA, followed by the Bonferroni post-test.  *p<0.05, 
**p<0.01 and ***p<0.001 VLCAD
-/- 







fasted vs. fed.   
 
 
VLCAD deficient hearts show other mitochondrial alterations 
Further to our findings of major decreases in transcript levels for mitochondrial 
anaplerotic enzymes, we sought to assess whether other proteins involved in 
mitochondrial function and biogenesis were altered. qPCR analysis revealed a 
50% lower mRNA levels for UCP3 (Ucp3) (Figure 7A), an enzyme involved in 
mitochondrial function, following fasting in hearts from 7 months VLCAD 
deficient mice fed a high fat diet. Similar results were obtained with the standard 
diet at 7 months, but not at 3 months (data not shown). Furthermore, 25 % and 




VLCAD deficient hearts fed with the high fat diet the fed and the fasted states, 



























































Figure 7: Impact of nutritional status on myocardial mRNA levels of proteins 





 mice fed a high fat diet.  
Data are means ± SE on 4-5 non-perfused freeze-clamped hearts from fed or 24-h fasted 
7-month-old VLCAD
+/+
 (solid bars) and VLCAD
-/-
 (open bars) mice. mRNA levels of 
uncoupling protein 3 carboxylase (Ucp3; A) and PGC1α (Ppargc1a; B) are normalized to 
the housekeeping gene hypoxanthine guanine phosphoribosyl transferase 1 (Hprt1). 










In our previously published study, we showed that VLCAD deficient hearts 
present unexpected lipid handling alterations both when perfused in vitro as well 
as in vivo. These hearts display also in vivo QTc prolongation despite their ability 
to efficiently oxidize exogenous palmitate ex vivo. Hence, the goal of this study 
was to test for additional alterations in carbohydrate and mitochondrial metabolism 
in VLCAD deficient mouse hearts, which could potentially be involved in the 
development of heart beat disorders. For this purpose, we used as our study model 
the ex vivo work-performing perfused mouse heart, because of its greater relevance 
to the physiological situation with respect to workload in combination with in vivo 
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determination of  CAC intermediates levels and gene expression for selected 
metabolic enzymes/proteins. Collectively, results from this study demonstrate that 
VLCAD deficiency in the mouse is linked to age- and condition-dependent (i) 
changes in substrate selection for the formation of acetyl-CoA for citrate synthesis, 
(ii) a lower pyruvate’s contribution to citrate synthesis through anaplerosis, (iii) 
lower CAC intermediates levels in vivo, (iv) lower mRNA levels for various 
metabolic enzymes, and (v) mitochondrial alterations. The various effects of 
VLCAD deficiency on energy substrate selection will be discussed prior to the 
effects on anaplerosis and other mitochondrial parameters. 
Firstly, confirming our previous findings (16),  results from this study demonstrate 
the ability of 3- and 7-month-old VLCAD null mouse hearts perfused ex vivo to 
maintain normal values for the various physiological parameters measured. 
However, interestingly, the contribution of exogenous oleate (which is one of the 
most abundant LCFAs occurring in plasma) to β-oxidation was increased by 40% 
in 3 month-old VLCAD deficient hearts compared to controls, while that of 
carbohydrates was decreased by 30%. Although  these results contrast with our 
previous findings in another model of LCFA oxidation defects, namely, PPARα 
null mouse hearts (15), they are consistent with the notion that compensatory 
mechanisms of LCFA β-oxidation, namely LCAD of ACAD9, are present in 
VLCAD-null mice, as suggested by studies in fibroblasts with radioactive oleate 
(5) and measurement of acyl-CoA dehydrogenase activity with palmitoyl-CoA in 
the hearts of these mice (6). Furthermore, our previously reported result about 
efficient exogenous palmitate oxidation in all tested condition also supports the 
notion of a compensatory mechanism for LCFA oxidation in VLCAD deficient 
mouse hearts (16).  
However, in this previously reported study no difference was found for the 
contribution of exogenous palmitate to mitochondrial acetyl-CoA formation 
between the two groups of hearts (16), which is different from what we now see 




between palmitate and oleate oxidation could be explained by a different oxidation 
mechanism for saturated and unsaturated FA. Indeed, different oxidation 
capacities have been reported in human VLCAD deficient fibroblasts according to 
the different type of unsaturated FA (33). This could be explained by the higher 
affinity of LCAD and ACAD9 for unsaturated FAs (11; 22). However, the 
increased contribution of exogenous oleate was not observed in 7 month-old 
hearts, suggesting that the compensatory mechanism could be less efficient at this 
age. Our previously reported data showing that LCAD mRNA levels are modified 
in a age- and condition dependant manner support also this hypothesis (16). 
Another potential explanation for this difference between oleate oxidation at 3 and 
7 months could involve a different oleate partitioning between oxidation and 
storage in TGs at 3 months. In the heart, the initial step in TGs and phospholipid 
synthesis is the glycerol-3-phosphate acyltransferase-1 (GPAT-1) catalyzed 
acylation of sn-glycerol-3-phosphate with long chain acyl-CoA (23). It is known 
that GAPT activity regulates the incorporation of FAs in TGs and, furthermore, the 
apparent reciprocal regulation of mitochondrial GPAT with CPT-1 and their 
similar location on the outer mitochondrial membrane suggest that they may 
compete for acyl-CoAs (18). In this context, it has been shown that mitochondrial 
GPAT overexpression leads to decreased FAs oxidation and increased TGs 
synthesis, at least in hepatocytes (24). Thus, modifications of GPAT activity in 
VLCAD deficient heart could also contribute the decreased oleate oxidation at 7 
months. Nevertheless, altogether the results obtained in ex vivo perfused VLCAD 
deficient hearts showed that the metabolic flexibility between glucose and oleate 
oxidation is maintained in those hearts, as shown by the concerted variation in 
PDC/CS (decreased) and OLE/CS (increased) fluxes at 3 months followed by 
normalisation of these variations with aging. 
In this study, we also report data about the impact of VLCAD deficiency on the 
anaplerotic flux of pyruvate carboxylation in the heart. This bears relevance given 
that in humans it has been hypothesized by Roe et al. that in patients with VLCAD 
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deficiency, anaplerosis is unable to compensate for the increased leakage of 
catalytic intermediates of the CAC, supporting the beneficial effect of diet 
containing triheptanoin (32).In this regard, our results clearly demonstrated a 30% 
lower contribution of pyruvate carboxylation for citrate synthesis in the VLCAD 
deficient hearts at 3 months, albeit not at 7 months. This result is supported by the 
lower mRNA levels for Pcx in the fed state, which is the condition used for the 
perfusion experiments, compared to controls at 3 months. Nevertheless, despite 
their lower pyruvate carboxylation flux ratio, VLCAD deficient hearts were able to 
maintain contractile function and CAC intermediate tissue levels ex vivo similar to 
controls The impact of a lower anaplerosis from pyruvate carboxylation remains 
poorly understood in the heart (for review (10)), and cardiac symptoms have not 
been reported in patients with PC deficiency (14).  
However, another interesting finding of this study is the age and condition-
dependent lower levels of transcript for Pccb in VLCAD deficient hearts, as 
revealed by our gene expression analysis. Propionyl-CoA carboxylase (PCC), 
which converts propionyl-CoA into methylmalonyl-CoA, in an ATP-dependant 
manner, and subsequently to the CAC intermediate succinyl-CoA, is involved in 
branched-chain amino acid and odd-numbered FA metabolism. In humans, 
inherited mutations in genes coding for PCCA or PCCB cause propionic aciduria 
(30).  Despite treatments based on strict low-protein diet, patients with propionic 
aciduria present long-term complications including neurological disorders, renal 
failure and cardiomyopathy (26). Because of the lower CAC intermediates levels, 
mainly succinate and malate (metabolites that are downstream of succinyl-CoA)  
in 7 month-old VLCAD deficient hearts, we can speculate that the lower mRNA 
levels for Pccb are reflected by lower PCC activity in these hearts. Alterations in 
BCAAs metabolism could lead to propionyl-CoA accumulation and thus to short 
chain acylcarnitine accumulation, mainly of 3 and 5 carbons chain length (C3 and 
C5).  Increased levels of short chain acylcarnitines have been reported to 




recently published study reports that higher levels of BCAAs in blood are new 
predictors for future type 2 diabetes in healthy humans (41). However, the role of 
these short chain acylcarnitines in VLCAD deficient mice and patients remains to 
be elucidated. In this regard, in the case-report study by Roe et al. it is shown that 
C3 acylcarnitine are elevated in plasma of one patient with VLCAD deficiency 
following meal containing triheptanoin, TG containing odd-chain medium chain 
FA, compared to values following the even-chain medium chain TG meal (32). 
Thus, condition-dependant accumulation of this specific short-chain acylcarnitine 
cannot be excluded in VLACD deficient patients. 
Patients with propionic acidemia display other metabolic alterations in various 
tissues, including the heart, which appear of relevance to our findings in VLCAD 
deficient mouse hearts of lower transcript levels for Ucp3 and Ppargc1a. These 
include alterations in mitochondrial respiratory chain components leading to 
multiple oxidative phosphorylation (OXPHOS) deficiencies (9). Interestingly, 
PGC1α is also involved in OXPHOS capacity at the transcriptional levels via its 
association with YY1, another transcription factor, and their activation by the 
mammalian target for rapamycin (mTOR) (8). mTOR is a serine/threonine kinase, 
which is activated by nutrients, including BCAAs (for review (17; 31)). Thus once 
again, our results point to potential alterations in mitochondrial BCAAs 
metabolism in VLCAD deficient hearts. This appears particularly relevant given 
the recently reported role for VLCAD in fatty acid oxidation complex formation in 
mutlicomplexes for OXPHOS according to its interaction with the mitochondrial 
inner membrane (35; 42).On the other hand, it is actually believed that the UCPs 
reduce cardiac efficiency by dissipating the mitochondrial proton gradient and thus 
uncoupling it from ATP synthesis in condition of increased reliance on FAs 
oxidation (for review (25)).  Thus the lower transcript levels for UCP3 observed in 
VLCAD deficient hearts could be interpreted as a mechanism to protect the heart 
and to spare protons for ATP synthesis. 
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In conclusion, in addition to demonstrating age-dependent changes in energy 
substrate selection in VLCAD deficient mouse hearts, our study highlights 
previously undescribed and unexpected mitochondrial alterations in these hearts, 
suggesting impaired anaplerosis and mitochondrial biogenesis. We speculate that 
this could potentially lead to alterations in BCAAs metabolism, which in turn 
would compromise OXPHOS capacity in VLCAD deficient hearts under specific 
conditions, including fat overload, by a mechanism including the mTOR signalling 




Part of this work was presented at the Experimental Biology Meeting in April 
2009 and 2011 and at Society for Heart and Vascular Metabolism meeting in June 
2011. The authors thank the staff of the animal facility at the MHI for assistance 
with animal care. This study was supported by the Canadian Institutes of Health 
Research (CIHR Grant #9575 to C.D.R.) and the National Institutes of Health 





 1.  Aoyama T, Uchida Y, Kelley RI, Marble M, Hofman K, Tonsgard JH, Rhead 
WJ and Hashimoto T. A novel disease with deficiency of mitochondrial very-
long-chain acyl-CoA dehydrogenase. Biochem Biophys Res Commun 191: 1369-
1372, 1993. 
 2.  Baumgartner D, Scholl-Burgi S, Sass JO, Sperl W, Schweigmann U, Stein JI 
and Karall D. Prolonged QTc intervals and decreased left ventricular 




 3.  Bertrand C, Largilliere C, Zabot MT, Mathieu M and Vianey-Saban C. Very 
long chain acyl-CoA dehydrogenase deficiency: identification of a new inborn 
error of mitochondrial fatty acid oxidation in fibroblasts. Biochim Biophys Acta 
1180: 327-329, 1993. 
 4.  Bonnet D, Martin D, Pascale DL, Villain E, Jouvet P, Rabier D, Brivet M and 
Saudubray JM. Arrhythmias and conduction defects as presenting symptoms of 
fatty acid oxidation disorders in children. Circulation 100: 2248-2253, 1999. 
 5.  Chegary M, Brinke H, Ruiter JP, Wijburg FA, Stoll MS, Minkler PE, van 
WM, Schulz H, Hoppel CL, Wanders RJ and Houten SM. Mitochondrial long 
chain fatty acid beta-oxidation in man and mouse. Biochim Biophys Acta 1791: 
806-815, 2009. 
 6.  Cox KB, Hamm DA, Millington DS, Matern D, Vockley J, Rinaldo P, Pinkert 
CA, Rhead WJ, Lindsey JR and Wood PA. Gestational, pathologic and 
biochemical differences between very long-chain acyl-CoA dehydrogenase 
deficiency and long-chain acyl-CoA dehydrogenase deficiency in the mouse. Hum 
Mol Genet 10: 2069-2077, 2001. 
 7.  Cox KB, Liu J, Tian L, Barnes S, Yang Q and Wood PA. Cardiac hypertrophy 
in mice with long-chain acyl-CoA dehydrogenase or very long-chain acyl-CoA 
dehydrogenase deficiency. Lab Invest 89: 1348-1354, 2009. 
 8.  Cunningham JT, Rodgers JT, Arlow DH, Vazquez F, Mootha VK and 
Puigserver P. mTOR controls mitochondrial oxidative function through a YY1-
PGC-1alpha transcriptional complex. Nature 450: 736-740, 2007. 
 9.  de Keyzer Y, Valayannopoulos V, Benoist JF, Batteux F, Lacaille F, Hubert 
L, Chretien D, Chadefeaux-Vekemans B, Niaudet P, Touati G, Munnich A 
and de LP. Multiple OXPHOS deficiency in the liver, kidney, heart, and skeletal 
muscle of patients with methylmalonic aciduria and propionic aciduria. Pediatr 
Res 66: 91-95, 2009. 
 10.  Des Rosiers C, Labarthe F, Lloyd SG and Chatham JC. Cardiac anaplerosis in 
health and disease: food for thought. Cardiovasc Res 90: 210-219, 2011. 
 11.  Ensenauer R, He M, Willard JM, Goetzman ES, Corydon TJ, Vandahl BB, 
Mohsen AW, Isaya G and Vockley J. Human acyl-CoA dehydrogenase-9 plays 
a novel role in the mitochondrial beta-oxidation of unsaturated fatty acids. J Biol 
Chem 280: 32309-32316, 2005. 
 12.  Exil VJ, Gardner CD, Rottman JN, Sims H, Bartelds B, Khuchua Z, Sindhal 
R, Ni G and Strauss AW. Abnormal mitochondrial bioenergetics and heart rate 
dysfunction in mice lacking very-long-chain acyl-CoA dehydrogenase. Am J 
Physiol Heart Circ Physiol 290: H1289-H1297, 2006. 
198 
 
 13.  Exil VJ, Roberts RL, Sims H, McLaughlin JE, Malkin RA, Gardner CD, Ni 
G, Rottman JN and Strauss AW. Very-long-chain acyl-coenzyme a 
dehydrogenase deficiency in mice. Circ Res 93: 448-455, 2003. 
 14.  Garcia-Cazorla A, Rabier D, Touati G, Chadefaux-Vekemans B, Marsac C, 
de LP and Saudubray JM. Pyruvate carboxylase deficiency: metabolic 
characteristics and new neurological aspects. Ann Neurol 59: 121-127, 2006. 
 15.  Gelinas R, Labarthe F, Bouchard B, Mc DJ, Charron G, Young ME and Des 
RC. Alterations in carbohydrate metabolism and its regulation in PPARalpha null 
mouse hearts. Am J Physiol Heart Circ Physiol 294: H1571-H1580, 2008. 
 16.  Gelinas R, Thompson-Legault J, Bouchard B, Daneault C, Mansour A, Gillis 
MA, Charron G, Gavino V, Labarthe F and Des RC. Prolonged QT interval 
and lipid alterations beyond {beta}-oxidation in very long-chain acyl-CoA 
dehydrogenase null mouse hearts. Am J Physiol Heart Circ Physiol 2011. 
 17.  Hall MN. mTOR-what does it do? Transplant Proc 40: S5-S8, 2008. 
 18.  Igal RA, Wang S, Gonzalez-Baro M and Coleman RA. Mitochondrial glycerol 
phosphate acyltransferase directs the incorporation of exogenous fatty acids into 
triacylglycerol. J Biol Chem 276: 42205-42212, 2001. 
 19.  Izai K, Uchida Y, Orii T, Yamamoto S and Hashimoto T. Novel fatty acid 
beta-oxidation enzymes in rat liver mitochondria. I. Purification and properties of 
very-long-chain acyl-coenzyme A dehydrogenase. J Biol Chem 267: 1027-1033, 
1992. 
 20.  Khairallah M, Labarthe F, Bouchard B, Danialou G, Petrof BJ and Des RC. 
Profiling substrate fluxes in the isolated working mouse heart using 13C-labeled 
substrates: focusing on the origin and fate of pyruvate and citrate carbons. Am J 
Physiol Heart Circ Physiol 286: H1461-H1470, 2004. 
 21.  Kluge S, Kuhnelt P, Block A, Merkel M, Gocht A, Lukacs Z, Kohlschutter A 
and Kreymann G. A young woman with persistent hypoglycemia, 
rhabdomyolysis, and coma: recognizing fatty acid oxidation defects in adults. Crit 
Care Med 31: 1273-1276, 2003. 
 22.  Lea W, Abbas AS, Sprecher H, Vockley J and Schulz H. Long-chain acyl-CoA 
dehydrogenase is a key enzyme in the mitochondrial beta-oxidation of unsaturated 
fatty acids. Biochim Biophys Acta 1485: 121-128, 2000. 
 23.  Lewin TM, de JH, Schwerbrock NJ, Hammond LE, Watkins SM, Combs TP 
and Coleman RA. Mice deficient in mitochondrial glycerol-3-phosphate 
acyltransferase-1 have diminished myocardial triacylglycerol accumulation during 
lipogenic diet and altered phospholipid fatty acid composition. Biochim Biophys 




 24.  Linden D, William-Olsson L, Rhedin M, Asztely AK, Clapham JC and 
Schreyer S. Overexpression of mitochondrial GPAT in rat hepatocytes leads to 
decreased fatty acid oxidation and increased glycerolipid biosynthesis. J Lipid Res 
45: 1279-1288, 2004. 
 25.  Lopaschuk GD, Ussher JR, Folmes CD, Jaswal JS and Stanley WC. 
Myocardial fatty acid metabolism in health and disease. Physiol Rev 90: 207-258, 
2010. 
 26.  Mardach R, Verity MA and Cederbaum SD. Clinical, pathological, and 
biochemical studies in a patient with propionic acidemia and fatal 
cardiomyopathy. Mol Genet Metab 85: 286-290, 2005. 
 27.  Marionneau C, Aimond F, Brunet S, Niwa N, Finck B, Kelly DP and 
Nerbonne JM. PPARalpha-mediated remodeling of repolarizing voltage-gated 
K+ (Kv) channels in a mouse model of metabolic cardiomyopathy. J Mol Cell 
Cardiol 44: 1002-1015, 2008. 
 28.  Mihalik SJ, Goodpaster BH, Kelley DE, Chace DH, Vockley J, Toledo FG 
and DeLany JP. Increased levels of plasma acylcarnitines in obesity and type 2 
diabetes and identification of a marker of glucolipotoxicity. Obesity (Silver 
Spring) 18: 1695-1700, 2010. 
 29.  Newgard CB, An J, Bain JR, Muehlbauer MJ, Stevens RD, Lien LF, Haqq 
AM, Shah SH, Arlotto M, Slentz CA, Rochon J, Gallup D, Ilkayeva O, 
Wenner BR, Yancy WS, Jr., Eisenson H, Musante G, Surwit RS, Millington 
DS, Butler MD and Svetkey LP. A branched-chain amino acid-related metabolic 
signature that differentiates obese and lean humans and contributes to insulin 
resistance. Cell Metab 9: 311-326, 2009. 
 30.  Ogier de BH and Saudubray JM. Branched-chain organic acidurias. Semin 
Neonatol 7: 65-74, 2002. 
 31.  Polak P and Hall MN. mTOR and the control of whole body metabolism. Curr 
Opin Cell Biol 21: 209-218, 2009. 
 32.  Roe CR, Sweetman L, Roe DS, David F and Brunengraber H. Treatment of 
cardiomyopathy and rhabdomyolysis in long-chain fat oxidation disorders using 
an anaplerotic odd-chain triglyceride. J Clin Invest 110: 259-269, 2002. 
 33.  Roe DS, Vianey-Saban C, Sharma S, Zabot MT and Roe CR. Oxidation of 
unsaturated fatty acids by human fibroblasts with very-long-chain acyl-CoA 
dehydrogenase deficiency: aspects of substrate specificity and correlation with 
clinical phenotype. Clin Chim Acta 312: 55-67, 2001. 
 34.  Saudubray JM, Martin D, de LP, Touati G, Poggi-Travert F, Bonnet D, 
Jouvet P, Boutron M, Slama A, Vianey-Saban C, Bonnefont JP, Rabier D, 
Kamoun P and Brivet M. Recognition and management of fatty acid oxidation 
defects: a series of 107 patients. J Inherit Metab Dis 22: 488-502, 1999. 
200 
 
 35.  Souri M, Aoyama T, Hoganson G and Hashimoto T. Very-long-chain acyl-
CoA dehydrogenase subunit assembles to the dimer form on mitochondrial inner 
membrane. FEBS Lett 426: 187-190, 1998. 
 36.  Spiekerkoetter U, Tokunaga C, Wendel U, Mayatepek E, Exil V, Duran M, 
Wijburg FA, Wanders RJ and Strauss AW. Changes in blood carnitine and 
acylcarnitine profiles of very long-chain acyl-CoA dehydrogenase-deficient mice 
subjected to stress. Eur J Clin Invest 34: 191-196, 2004. 
 37.  Spiekerkoetter U, Tokunaga C, Wendel U, Mayatepek E, IJlst L, Vaz FM, 
van VN, Overmars H, Duran M, Wijburg FA, Wanders RJ and Strauss AW. 
Tissue carnitine homeostasis in very-long-chain acyl-CoA dehydrogenase-
deficient mice. Pediatr Res 57: 760-764, 2005. 
 38.  Ter VF, Primassin S, Hoffmann L, Mayatepek E and Spiekerkoetter U. 
Corresponding increase in long-chain acyl-CoA and acylcarnitine after exercise in 
muscle from very long-chain acyl-CoA dehydrogenase-deficient mice. J Lipid Res 
2008. 
 39.  Vianey-Saban C, Divry P, Brivet M, Nada M, Zabot MT, Mathieu M and 
Roe C. Mitochondrial very-long-chain acyl-coenzyme A dehydrogenase 
deficiency: clinical characteristics and diagnostic considerations in 30 patients. 
Clin Chim Acta 269: 43-62, 1998. 
 40.  Vincent G, Bouchard B, Khairallah M and Des RC. Differential modulation of 
citrate synthesis and release by fatty acids in perfused working rat hearts. Am J 
Physiol Heart Circ Physiol 286: H257-H266, 2004. 
 41.  Wang TJ, Larson MG, Vasan RS, Cheng S, Rhee EP, McCabe E, Lewis GD, 
Fox CS, Jacques PF, Fernandez C, O'Donnell CJ, Carr SA, Mootha VK, 
Florez JC, Souza A, Melander O, Clish CB and Gerszten RE. Metabolite 
profiles and the risk of developing diabetes. Nat Med 17: 448-453, 2011. 
 42.  Wang Y, Mohsen AW, Mihalik SJ, Goetzman ES and Vockley J. Evidence for 
physical association of mitochondrial fatty acid oxidation and oxidative 
phosphorylation complexes. J Biol Chem 285: 29834-29841, 2010. 
 43.  Yamaguchi S, Indo Y, Coates PM, Hashimoto T and Tanaka K. Identification 
of very-long-chain acyl-CoA dehydrogenase deficiency in three patients 
previously diagnosed with long-chain acyl-CoA dehydrogenase deficiency. 































La flexibilité métabolique du cœur est cruciale à sa capacité d’adaptation aux 
différentes conditions physiologiques. Bien que le développement des moyens 
technologiques permettant d’étudier le lien entre ces deux phénomènes plus en 
profondeur ait permis d’associer le développement de dysfonctions contractiles à 
des altérations du métabolisme énergétique, les mécanismes exacts qui sont 
impliqués ne sont pas totalement élucidés. Toutefois, le fait que les patients 
atteints de désordres génétiques de l’oxydation des AGCLs développent des 
cardiomyopathies et des troubles du rythme suggère un rôle important des AGCLs 
pour le maintien d’une fonction cardiaque adéquate.  
Cette étude avait pour but de documenter les impacts d’un tel déficit génétique de 
l’oxydation des AGCLs sur le métabolisme cardiaque à l’aide de deux modèles de 
souris invalidées pour des protéines impliquées dans l’oxydation des AGs. Cette 
étude fait partie d’un projet multidisciplinaire qui vise l’amélioration des 
connaissances de ce type de déficits héréditaires de manière à mieux comprendre 
les causes de l’apparition du phénotype clinique chez les patients. À plus long 
terme, l’objectif de ce projet est d’optimiser le support nutritionnel et le traitement 
afin d’améliorer la qualité de vie des individus atteints de ce type de maladie. 
Au départ, l’hypothèse générale du projet était que les souris avec des déficits de 
l’oxydation des AGs, présenteraient des altérations du métabolisme cardiaque qui 
seraient exacerbées par des conditions de surcharge lipidique, comme le jeûne ou 
la diète riche en gras, conditions qui sont connues comme étant impliquées dans la 
décompensation cardiaque chez les patients avec des déficits génétiques pour une 
ou plusieurs enzymes impliquées dans l’oxydation des AGCLs. 
Pour aborder cette problématique, le phénotypage métabolique et fonctionnel du 
cœur des deux modèles de souris avec des déficits de l’oxydation des AGCLs, la 
souris déficiente pour PPARα et la souris déficiente pour VLCAD,  a été réalisé ex 
vivo à l’aide du modèle de perfusion de cœur de souris en mode travaillant 
combiné à l’utilisation de substrats marqués au 13C et à l’analyse par GCMS. De 
plus, des mesures de l’expression génique et protéique pour certaines 
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enzymes/protéines métaboliques clés ont permis d’identifier les altérations du 
métabolisme cardiaque in vivo. Finalement, l’activité électrique du cœur de la 
souris déficiente pour VLCAD a été étudiée in vivo à l’aide de télémétrie dans 
différentes conditions nutritionnelles via des manipulations de la diète. 
La première section de cette discussion rappellera les principaux résultats obtenus. 
Par la suite, l’accent sera mis sur les considérations méthodologiques, incluant les 
critiques se rapportant au choix de la stratégie expérimentale utilisée. Suivra 
subséquemment une section sur les considérations conceptuelles additionnelles, 
qui discutera des différentes pistes explorées en plus des principaux résultats 
obtenus remis dans le contexte de la littérature actuelle.  
 
6.1 Rappel des principaux résultats 
La sélection des différents substrats pour la production énergétique du myocarde 
est étroitement reliée à la fonction contractile du cœur. Dans cette étude, nous 
avons étudié les altérations du métabolisme énergétique cardiaque dans deux 
modèles murins de déficits de l’oxydation des AGCLs. 
Notre première étude a été menée avec la souris invalidée pour PPARα, un facteur 
de transcription connu pour être impliqué dans l’expression des gènes de β-OX des 
AGs (97). Sugden et collaborateurs avaient préalablement montré des altérations 
du métabolisme des glucides au niveau hépatique chez les souris PPARα (304). 
Toutefois, le métabolisme glucidique chez ces souris au niveau du cœur était très 
peu décrit. Dans cette optique, notre étude a permis de mettre en évidence un 
découplage entre la glycolyse et la décarboxylation du pyruvate. De plus, cette 
étude a montré l’incapacité de ces cœurs, lorsque perfusés ex vivo, à répondre ainsi 
qu’à supporter une situation de demande énergétique accrue, tel qu’illustré par une 
fonction contractile inadéquate  à la suite d’une augmentation physiologique de la 





La deuxième partie des travaux de cette thèse a été menée avec la souris invalidée 
pour VLCAD, le déficit génétique de l’oxydation des AGCLs le plus commun 
chez l’humain. Au moment de débuter les travaux de cette thèse, peu d’études 
avaient été menées à l’aide de ce modèle et l’impact de la déficience en VLCAD 
chez la souris sur le métabolisme d’un organe hautement oxydatif, comme le cœur, 
était inconnu. De façon surprenante, nos études menées avec cette souris ont révélé 
que, lorsque perfusés ex vivo, les cœurs déficients pour VLCAD ont la capacité 
d’oxyder de manière efficace les AGCLs et de maintenir une fonction contractile 
normale, et ce, même dans des conditions dans lesquelles les concentrations 
d’AGCLs sont élevées ou  dans lesquelles la charge de travail est augmentée. 
Toutefois, ces souris présentent au niveau cardiaque des altérations métaboliques 
inattendues. De fait, la première étude menée avec les souris VLCAD a permis de 
documenter plus spécifiquement des altérations au niveau du métabolisme 
lipidique, à savoir une diminution des niveaux de DHA dans les PLs et une 
accumulation d’AGCLs dans les TGs cardiaques. En parallèle, les résultats 
obtenus quant à la fonction cardiaque in vivo par les expériences de télémétrie 
montrent une prolongation du segment QTc chez ces souris, et ce, même à la suite 
d’un traitement de 5 semaines avec une diète riche en huile de poisson. Toutefois, 
le lien entre les altérations métaboliques et la prolongation de l’onde QT reste à 
être clarifié. Finalement, le troisième volet de cette thèse a permis de mettre en 
évidence d’autres altérations métaboliques, qui varient selon l’âge et les 
conditions, chez la souris déficiente en VLCAD. Cette dernière étude met l’accent 
principalement sur les altérations mitochondriales qui pourraient être reliées à 
l’apparition des manifestations cliniques, comme une diminution des niveaux des 
intermédiaires du CAC et une diminution de l’expression génique de protéines 
impliquées dans la fonction mitochondriale et dans l’anaplérose, dont la propionyl-
CoA carboxylase dont le déficit génétique chez l’humain est associé à une 
cardiomyopathie.  
En résumé les 3 études réalisées dans le cadre de cette thèse montrent que 
l’absence d’une protéine/enzyme impliquée dans une cascade métabolique connue 
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peut avoir des impacts sur d’autres voies métaboliques et ainsi mener à la 
détérioration de la fonction cardiaque. De manière générale, les différentes 
approches utilisées et les résultats obtenus dans ce travail nous permettent de 
formuler de nouvelles hypothèses quant aux mécanismes impliqués dans 
l’apparition des manifestations cliniques au niveau cardiaque chez les patients 
avec un déficit génétique de l’oxydation des AGs. 
 
6.2 Considérations méthodologiques 
Dans le cadre des travaux de cette thèse, des informations pertinentes ont été 
obtenues quant aux altérations du métabolisme cardiaque associées aux désordres 
de l’oxydation des AGCLs. Toutefois, plusieurs problèmes et résultats inattendus 
ont été rencontrés, nous obligeant à modifier le plan initial. Ainsi, quelques limites 
se rapportant au choix de la stratégie expérimentale utilisée, tant pour l’utilisation 
d’animaux transgéniques que pour le modèle de perfusion de cœurs de souris ex 
vivo, doivent être mentionnées. 
 
6.2.1 Utilisation d’animaux transgéniques 
Bien que les travaux de cette thèse n’aient pas permis de répondre à l’objectif 
initial visant l’amélioration des connaissance sur l’utilisation des AGCMs à 
nombre impair dans le traitement des désordres de l’oxydation des AGCLs, ils 
contribuent à mettre en évidence certaines difficultés liées à l’utilisation 
d’animaux transgéniques et suggèrent une certaine prudence quant aux choix des 
modèles d’étude. L’utilisation d’animaux transgéniques, quoique très utile pour la 
recherche cardiovasculaire, comporte plusieurs limites et certaines considérations 
méthodologiques importantes doivent être prises en compte lors de l’établissement 
d’un protocole de recherche. Dans le cadre de notre étude, plusieurs problèmes 
techniques ont été rencontrés au moment de débuter la colonie de souris 




projet. Premièrement, les souris déficientes pour VLCAD ne sont pas disponibles 
commercialement; elles nous ont été fournies en début d’étude par le Dr Arnold 
Strauss de l’Université de Cincinnati (89). Étant donné la sensibilité des ces souris 
au froid, le transfert des animaux devait se faire en début de l’été afin de limiter les 
variations de température. Deuxièmement, les animaux reçus étaient contaminés à 
Helicobacter pilori. Une césarienne a donc dû être effectuée afin de s’assurer que 
les animaux reproducteurs soient exempts de tous pathogènes avant de commencer 
les accouplements pour la production des animaux destinés aux expérimentations. 
Finalement, étant donné la variabilité du fond génétique de ces souris 
(C57BL/6J+sv129), le plan initial qui était de produire des animaux VLCAD
-/-
 et 
de se procurer les témoins (C57BL/6J) commercialement a dû être révisé. Il est 
connu que le fond génétique de la souris influence grandement certains 
paramètres, comme le comportement (40; 207), le flore intestinale (86), la réponse 
immunitaire (114), mais aussi le métabolisme du glucose (24; 126)et la fonction 
cardiaque (19; 282). En accord avec ces travaux, une étude en cours dans notre 
laboratoire montre qu’en plus d’avoir un impact sur la fonction contractile du 
coeur, le fond génétique influence aussi son métabolisme principalement la 
sélection des substrats pour la production d’énergie et l’expression de certains 
gènes clés (Vaillant F. et al, en préparation). Prises ensemble, ces études 
témoignent de l’importance de choisir le bon témoin dans des études avec les 
souris transgéniques. Ainsi, pour notre étude, nous avons produit des souris frères 
et sœurs des 3 génotypes VLCAD (+/+, +/- et -/-), ce qui a nécessité une gestion 
de la colonie beaucoup plus laborieuse que ce qui avait initialement été prévu en 
plus d’une étape de génotypage (décrite au chapitre IV) pour toutes les souris de la 
colonie et des frais supplémentaires. Ainsi, la production active d’animaux 
témoins et déficients pour VLCAD a été retardée d’un an, ce qui explique le choix 




6.2.2 Perfusion de cœurs de souris ex vivo en mode travaillant 
Le modèle de cœur de souris perfusé ex vivo en mode travaillant combiné à 
l’utilisation de substrat marqués au 13C et  à l’analyse par GCMS utilisé dans le 
cadre des travaux de cette thèse, et dans d’autres études dans le laboratoire (157-
159; 176), permet une étude dynamique de la fonction cardiaque et de suivi du 
devenir métabolique des différents substrats dans la cellule. Bien que cette 
technique unique et puissante permette de coupler, par l’analyse de flux, des 
altérations métaboliques à une dysfonction cardiaque, elle comporte tout de même 
ses limites. Parmi celles-ci, notons, en premier lieu, la composition du tampon de 
perfusion. En effet, bien que plusieurs efforts soient faits afin de mimer le milieu 
auquel est exposé le cœur in vivo et bien que les différents ions, hormones, 
cofacteurs et substrats soient administrés en concentrations physiologiques, le 
milieu de perfusion utilisé ex vivo demeure incomplet. À titre d’exemple, en plus 
d’être déficient pour certains acides aminés comme la glutamine, les substrats 
lipidiques compris dans le tampon de perfusion sont présents seulement liés à 
l’albumine et non pas sous forme de TGs compris dans les chylomicrons et les 
lipoprotéines de très faible densité. Il s’agit d’une limite majeure, puisque, bien 
que les AG libres couplés à l’albumine soient la principale source d’AGs dans le 
cœur de rat perfusés ex vivo (131), des études menées in vivo chez la souris 
révèlent une utilisation préférentielles des TGs (14). La captation de ces AGs 
nécessite l’hydrolyse des TGs par la LPL. Cette limite du modèle est très 
pertinente dans notre étude avec la souris VLCAD, laquelle présente de possibles 
altérations dans la captation du DHA qui ne peuvent être étudiées avec le modèle 
de perfusion. En effet, l’exportation du DHA de son lieu de synthèse, le foie, vers 
le cœur se fait via les lipoprotéines dans lesquelles le DHA est lié aux TGs ou aux 
PLs. Ainsi la captation du DHA par le cœur nécessite l’hydrolyse de cette liaison 
par des phospholipases ou la LPL (16; 292).
 
Une autre limite importante du modèle de perfusion ex vivo est qu’il ne permet pas 
une intégration systémique, sous-estimant ainsi le rôle des tissus extracardiaques 




comme un avantage, selon les protocoles, puisque, ex vivo, le cœur n’est pas sous 
contrôle du système nerveux sympathique ou parasympathique, mais peut aussi 
être limitant à représenter le contexte in vivo. Les différents niveaux des 
intermédiaires du CAC observés dans les coeurs perfusés ex vivo comparativement 
à ceux clampés in vivo sont une preuve tangible que les conditions de perfusions 
ne représentent pas le milieu in vivo de manière parfaite. En effet, nos analyses in 
vivo nous ont permis de montrer une diminution des niveaux des intermédiaires du 
CAC à 7 mois chez les souris déficientes pour VLCAD (Chapitre V, Figure 4, 
page 202), toutefois, la même analyse dans les cœurs du même âge perfusés ex 
vivo n’a pas permis de faire ressortir cette différence. Comme explication possible, 
notons entre autres le fait que les conditions de perfusions ex vivo sont contrôlées 
et fixes, ce qui peut contribuer à dissimuler des altérations importantes de la 
disponibilité des différents substrats. 
Finalement, au moment d’effectuer les perfusions des études de cette thèse, notre 
système d’acquisition ne permettait pas la mesure de l’activité électrique du cœur. 
Afin d’investiguer ces paramètres,  un nouveau système d’acquisition (EMKA 
IOX Cardio, Emka technology) a été acquis par le laboratoire et nous avons 
entrepris la mise au point de l’enregistrement des paramètres d’ECG sur notre 
modèle de cœurs perfusés.  
Ainsi, de manière à vérifier la présence de la prolongation du segment QT en 
absence du contrôle du système nerveux sympathique, des cœurs de souris témoins 
et déficientes pour VLCAD âgées de 7 mois ont été perfusés en condition basale 
en présence de palmitate comme source d’AGCL exogène. La figure 1 (page 212) 
montre que la tendance à l’augmentation du segment QT est toujours présente ex 
vivo, par contre cette différence n’est pas significative. L’interprétation de ces 
résultats est difficile, puisque le nombre de cœurs par groupe est peu élevé (n=3-4) 
et que le signal d’ECG enregistré fut difficile à analyser étant donné la présence de 
bruit de fond causé par les autres appareils électriques du système à perfusion. 
Néanmoins, ces expérimentations supplémentaires suggèrent que la prolongation 
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de l’onde QT chez les souris déficientes pour VLCAD soit une propriété 













Figure 1 : Durée du segment QTc dans les cœurs VLCAD-/- et VLCAD +/+ de 7 
mois perfusés ex vivo. 
Les données représentent les moyennes ± S.E. de 3-4 perfusions de cœurs de souris 
VLCAD
+/+
 (barre noire) et VLCAD
-/-
 (barre blanche) en présence de 1mM de palmitate et 
7mM de glucose. Statistiques : test de t. non significatif 
 
6.3 Considérations conceptuelles additionnelles 
Le déficit énergétique et l’accumulation de dérivés toxiques des AGCLs, les acyl-
CoA et les acylcarnitines à CL, en amont du site de restriction sont considérés 
comme les mécanismes principaux responsables de l’apparition des symptômes 
cardiaques chez les patients atteints de désordres génétiques de l’oxydation des 
AGCLs. Les patients avec ce type de déficits, dont ceux avec des mutations sur le 
gène codant pour VLCAD, sont actuellement traités avec une diète contenant des 
AGCMs sous forme de TGs, toutefois, les preuves scientifiques qui sous-tendent 
les recommandations de ce traitement sont manquantes (330). De plus, cette diète 
ne parvient pas à prévenir l’apparition des symptômes chez tous les patients, 
principalement en condition de jeûne ou de stress. De fait, il a été proposé que les 
AGCMs à nombre impair, de par leur métabolisme particulier et leurs propriétés 
anaplérotiques seraient plus efficaces à prévenir le développement des 




Ainsi, un des objectifs de départ de cette étude était de documenter les effets 
métaboliques au niveau cardiaque de l’administration aigue et chronique 
d’AGCMs à nombre pair et impair dans des conditions où serait mise en évidence 
une dysfonction cardiaque liée à un déficit énergétique. Étant donné les résultats 
inattendus quant à la capacité des cœurs déficients pour VLCAD à oxyder les 
AGCLs, cet objectif n’a pas pu être réalisé. Néanmoins, certaines 
expérimentations ont été menées avec ces deux types d’AGCMs, toutefois, 
considérant les contraintes d’espace, certaines informations n’ont pas pu être 
abordées dans les chapitres III à IV, les principaux résultats sont donc présentés et 
discutés dans cette section.  
 
6.3.1 Effets aigus des AGCMs dans les cœurs perfusés ex vivo 
Un des objectifs du projet initial concernant les AGCMS était de décrire leurs 
impacts au niveau métabolique et fonctionnel suite à leur administration de 
manière aigue dans le modèle de cœur perfusé ex vivo. Ainsi, en plus des 
perfusions effectuées avec des AGCLs, comme le palmitate et l’oléate (résultats 
chapitre IV et V), les cœurs de souris déficientes pour VLCAD âgées de 3 mois 
ont été perfusés en présence d’AGCMs à nombre pair et impair. En effet, 0,2 mM 
octanoate et un mélange de 0,1 mM octanoate et 0,2 mM heptanoate ont été 
ajoutés au tampon de perfusion décrit au chapitre V, c’est-à-dire, contenant 0,4 
mM oléate, 11 mM glucose, 1,5 mM de lactate et 0,2 mM de pyruvate. Le choix 
des concentrations des AGCMs a été basé sur l’étude précédente menée dans le 
laboratoire sur les cœurs de rat SHR (169). De plus, le mélange contenant 0,1 mM 
octanoate et 0,2 mM heptanoate a été choisi afin de fournir une quantité identique 
d’unités acétyl-CoA que 0,2 mM d’octanoate seul.  
Dans notre modèle, l’ajout d’octanoate seul n’a pas modifié la contribution de 
l’oléate exogène et de glucides pour la formation de l’acétyl-CoA mitochondrial, 
toutefois, il a diminué la contribution des autres sources. Ce qui diffère des 
résultats obtenus précédemment chez le rat SHR, pour lequel l’ajout d’octanoate à 
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la même concentration n’avait pas modifié le flux PDC/CS, mais avait diminué la 
contribution de l’oléate exogène (169). Outre le nombre faible d’expériences dans 
notre étude, la différence entre nos résultats et ceux précédemment rapportés peut 
peut-être s’expliquer par la capacité des cœurs VLCAD à oxyder efficacement les 
AGCLs comparativement aux SHR qui ont une capacité moindre due à un défaut 
génétique du CD36 (169; 175). De plus, dans notre étude, tel qu’illustré à la figure 
2A (page 214), le flux PDC/CS n’a pas non plus été modifié par l’ajout d’un 
mélange d’octanoate et d’heptanoate. Toutefois, le flux OLE/CS est diminué par 
l’ajout du mélange d’octanoate et d’heptanoate (Figure 2B, page 214), ce qui 
montre bien, dans cette condition, que les AGCMs sont utilisés comme substrat 
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Figure 2 : Contribution des différents substrats dans les cœurs de souris 
VLCAD
-/-
 de 3 mois perfusés ex vivo en présence ou en absence d’AGCMs. 
Les données représentent les moyennes ± S.E. 3-4 perfusions de cœurs de souris VLCAD-
/-
 perfusés avec 0,4 mM d’oléate (barre blanche) en présence ou d’un mélange de 0,2 mM 
d’heptanoate et 0,1 mM d’octanoate (barre avec lignes diagonales). Statistiques : test de t. 
* P< 0,05 vs témoin. 
 
 
De plus, l’analyse du profil lipidique des cœurs perfusés a montré que les cœurs 
déficients pour VLCAD accumulent des AGCLs dans les TGs (Figure 3, page 
215). De manière surprenante, lorsque ces cœurs sont perfusés pour 30 minutes en 
présence de 0,2 mM d’octanoate, cette accumulation d’AGCLs n’apparait plus. 




l’accumulation d’AGCLs dans les TGs est similaire à celle observée dans les 
cœurs perfusés seulement avec oléate. 






























Figure 3 : Profil des AGs dans les TGs des cœurs VLCAD et VLCAD de 3 
mois perfusés ex vivo en absence ou en présence d’AGCMs 
Les données représentent les moyennes ± S.E. de 4-7 perfusions de cœurs de souris 
VLCAD
+/+
 (barre noire) et VLCAD
-/-
 (barre blanche) en présence de 0.4 mM d’oléate et 
11 mM de glucose et en présence d’AGCs : 0.2 mM d’octanoate (VLCAD-/-; barre avec 
lignes horizontales) ou un mélange de 0,2 mM d’heptanoate et 0,1 mM d’octanoate 
(VLCAD
-/-
; barres avec lignes diagonales). Statistiques : test de t. * P< 0,05 et ** P<0.005 
vs témoins, 
 
Cet effet de l’octanoate suite à son administration aigue ex vivo au niveau 
cardiaque est à l’opposé de ce qui est montré dans une étude menée chez le rat par 
Allard et al. (4). Les résultats de cette étude, dans laquelle les auteurs ont montré 
l’effet de 1,2 mM d’octanoate dans un modèle de rat avec une hypertrophie du 
ventricule gauche induit par un cerclage aortique, montrent que suite à 
l’administration d’octanoate, les niveaux de TGs sont inchangés dans les cœurs 
témoins, mais sont augmentés dans les cœurs hypertrophiés. La concentration 
beaucoup plus élevée d’octanoate (0,2 mM vs 1,2 mM) utilisée dans l’étude 
d’Allard et al. pourrait toutefois contribuer à expliquer cette différence. 
Plus récemment, des études ont été menées chez la souris déficiente pour VLCAD 
de manière à documenter l’effet d’une diète contenant des AGCMs sur le 
métabolisme lipidique in vivo. Bien que ces études ne portent pas directement sur 
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l’effet de ces AGs sur le cœur, elles apportent tout de même des informations 
nouvelles sur le métabolisme des AGCMs dans un contexte de déficit en VLCAD. 
Au niveau du muscle squelettique, il a été montré que, contrairement à 
l’administration chronique d’une diète contenant 4,4% en TGCM (lipides totaux = 
5%), l’administration d’un bolus de TGCMs une demi-heure avant l’exercice 
réduit de manière importante l’accumulation d’acylcarnitines à CL, plus 
précisément d’oleoyl-carnitine, au niveau du muscle squelettique chez la souris 
VLCAD (251). Ce résultat supporte un effet bénéfique des AGCMs dû à leur 
oxydation rapide dans le muscle squelettique. De plus, l’administration d’un bolus 
de TGCMs avant l’exercice semble aussi prévenir au niveau hépatique 
l’accumulation de TGs qui est observée avec un traitement chronique de 5 
semaines (315). Ces résultats suggèrent que l’administration de TGCMs de 
manière aigue en situation d’augmentation de la demande énergétique pourrait être 
bénéfique. Finalement, une dernière étude a montré que l’administration chronique 
pour une période de 1 an d’une diète contenant des TGCMs induit non seulement 
une augmentation du contenu dans les TGs hépatique en AGs saturés et mono 
insaturés et une diminution du contenu en AGPIs, mais aussi une augmentation du 
stress oxydant chez les souris déficientes pour VLCAD et chez les souris témoins 
(314). Il est toutefois important de noter que ces études de Tucci et collaborateurs 
menées chez la souris VLCAD ne mentionnent pas spécifiquement la composition 
des AGCMs. Collectivement, les résultats de ces études menées chez la souris 
déficiente pour VLCAD montrent que les AGCMs influencent de manière 
importante le métabolisme lipidique et suggèrent une certaine prudence quant à 
leur utilisation dans le traitement des patients à long terme. 
 
6.4 Altérations métaboliques et troubles du rythme  
L’analyse in vivo de la fonction du cœur de souris déficiente pour VLCAD nous a 
permis de mettre en évidence une prolongation de l’intervalle QTc dans toutes les 




le mécanisme impliqué dans cette perturbation de l’activité électrique du cœur, nos 
travaux mettent en évidence des perturbations métaboliques qui pourraient 
potentiellement compromettre la fonction cardiaque, à savoir des altérations du 
métabolisme des AGPIs, du glucose et de la propionyl-CoA carboxylase. Les 
principaux résultats obtenus en lien avec la littérature actuelle seront discutés dans 
les prochaines sections. 
 
6.4.1 Les AGPIs 
Parmi les altérations lipidiques identifiées chez les souris VLCAD, la diminution 
des niveaux de DHA est parmi les plus importantes, principalement en lien avec le 
développement des troubles du rythme qui se développent chez les patients.  
Plusieurs études chez l’homme ont montré que les AGPIs n-3 (via la prise de 
suppléments ou la consommation de poisson) ont des effets bénéfiques sur le 
rythme cardiaque, comme une diminution de la fréquence au repos ou suite à 
l’exercice ou encore une diminution de la conduction atriale menant à une 
diminution des probabilités d’avoir une augmentation du segment QT (pour revue 
(177)). Ces effets des AGPIs ont d’abord été rapportés chez un modèle de chiens 
avec une ligature de la coronaire antérieure descendante gauche pour lesquels une 
infusion d’AGPIs n-3 a prévenu la fibrillation ventriculaire sans signe 
d’estérification des AGPIs dans les PLs. Cet effet des AGPIs est, selon les auteurs, 
associé à (i) une diminution de la fréquence; (ii) une diminution de l’intervalle QT; 
(iii) une diminution de la pression systolique et (iv) une prolongation de la 
conduction auriculo-ventriculaire (28). En 2002, une petite étude chez l’humain a 
par contre rapporté des résultats négatifs pour l’association entre les AGPIs et le 
segment QT (n=42 par groupe) (104). En 2006, dans une large étude menée chez 
plus de 5000 hommes et femmes, de manière similaire à ce qui a été observé dans 
l’étude de Billman chez le chien, les auteurs ont conclu que la consommation de 
poissons, tels que le thon, induit (i) une diminution significative de la fréquence 
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cardiaque; (ii) une onde PR plus lente et (iii) une diminution de la probabilité 
d’avoir une prolongation de l’intervalle QT (220).   
Parmi les AGPIs contenus dans l’huile de poisson souvent utilisée dans ces études, 
on retrouve le DHA et l’EPA. Le rôle relatif de ces deux AGPIs dans la régulation 
de la fréquence cardiaque n’est pas encore clair, toutefois, il semble que le rôle 
protecteur contre les troubles du rythme du DHA soit supérieur à celui de l’EPA 
(177). Au niveau cellulaire, le DHA est principalement incorporé dans PLs 
membranaires, où il joue un rôle aussi bien sur la fluidité et la perméabilité 
membranaire que sur son interaction avec des protéines membranaires et des 
canaux ioniques (301). De fait, une étude chez le rat SHR a montré que 
l’administration de suppléments de DHA, mais non d’EPA, diminue le segment 
QT et la pression systolique chez le rat SHR (264). Les auteurs expliquent ce 
résultat par une modification de la composition en AGs membranaires, le DHA 
ayant remplacé l’ARA. Puisque les thromboxanes, formées à partir de l’ARA, 
pourraient être impliquées dans l’arythmogenèse (64; 310), un remodelage de la 
composition membranaire dû à la consommation de DHA pourrait diminuer la 
libération de ces hormones et améliorer la fonction cardiaque tel qu’observé suite à 
l’administration d’une diète à base d’huile de poisson dans une situation 
d’ischémie-reperfusion (349).  
Paradoxalement, bien que de plus en plus d’études montrent les effets bénéfiques 
du DHA au niveau du système cardiovasculaire et dans la prévention de 
l’apparition de certaines maladies chroniques, son métabolisme au niveau 
cardiaque n’est pas totalement élucidé. Une étude a montré l’incapacité des 
cardiomyocytes de rat à convertir l’EPA en C22:5n-3 puis en DHA (139). De plus, 
une étude menée in vivo chez le rat a montré que le foie est la source principale de 
DHA pour le cœur et le cerveau, qui ne peuvent maintenir seuls l’homéostasie du 
DHA, suite à l’administration d’une diète sans DHA, mais contenant une quantité 
adéquate de précurseurs n-3 (ALA) (255). Ces différences dans la capacité des 




niveaux d’expression des enzymes impliquées dans cette voie métabolique. Chez 
le rat, en présence d’une faible concentration de DHA ou d’ALA, l’expression des 
enzymes de conversion, Δ5 et Δ6 désaturases et les élongases 2 et 5, est augmentée 
au niveau hépatique, ce qui n’est pas le cas dans le cœur et le cerveau (255). Il 
n’est pas encore clair à savoir si ceci est applicable ou non chez l’humain et la 
souris.  
Contrairement aux résultats de plusieurs études citées plus haut, dans notre étude, 
la diète riche en huile de poisson n’a pas permis de corriger complètement les 
anomalies du segment QT. Toutefois, bien que la différence ne soit plus 
significative, l’implication de la modification de la composition des PLs ne peut 
pas être éliminée. En effet, il est possible de croire que la concentration de DHA 
qui est mesurée dans les PLs totaux ne soit pas représentative de son incorporation 
dans les différentes fractions de PLs, dont ceux de type phosphoinositide, 
phosphatidylethanolamine, et phosphatidylcholine, qui sont spécifiquement 
enrichis en DHA et qui sont impliqués dans la signalisation de PKC (151; 341). En 
effet, Jude et collaborateurs ont montré que la translocation de PKC-δ et PKC-ε, 
les isoformes de PKC activés par les DAGs dérivés des PLs, est diminuée dans les 
cardiomyocytes de chiens nourris avec une diète riche en huile de poisson. Ces 
auteurs proposent que la diminution de la translocation de ces isoformes de PKC, 
probablement associée à une diminution de leur activité, est liée à l’augmentation 
des niveaux de DHA et d’EPA dans les PLs, principalement ceux de type 
phosphoinositide et/ou phosphatidylcholine, et serait impliquée dans le rôle 
cardioprotecteur des AGPIs (151). 
De plus, parmi les mécanismes pouvant expliquer l’absence d’effet de la diète 
riche en huile de poisson sur la durée du segment QTc, notons entre autres 
l’absence de stimulation adrénergique dans notre étude. À cet effet, l’étude de 
Rousseau-Ralliard menée chez le rat SHR mentionne que l’effet du DHA sur la 
diminution du segment QTc suppose l’intervention du système adrénergique, 
puisque l’effet du DHA sur le segment QT est similaire à celui des β-bloquants 
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(264). Nos études ne permettent pas de cibler précisément un mécanisme associant 
des altérations du système adrénergique à la prolongation du segment QT chez la 
souris déficiente pour VLCAD, toutefois, quelques observations rapportées dans 
notre étude permettent de présumer à la présence d’anomalies de la fonction β-
adrénergique chez ces souris. En effet, les différents mécanismes potentiellement 
impliqués dans la régulation des AGPIs sur la fonction adrénergique incluent entre 
autres l’inositol phosphate et l’homéostasie calcique (222; 223), pour laquelle des 
altérations ont été rapportées chez les souris déficientes pour VLCAD (343). Un 
autre mécanisme des AGPIs potentiellement impliqué au niveau de la régulation 
adrénergique passe au niveau de la voie de signalisation de la PKC (151). De plus, 
il a récemment été montré dans des cardiomyocytes de ventricule humains isolés 
qu’une augmentation des niveaux intracellulaires d’AGs saturés mène à une 
inhibition de la réponse β-adrénergique via une activation de PKC (81). Bien que 
les niveaux en céramides et en DAGs, cités comme étant responsables de cette 
activation de PKC, ne soient pas connus chez la souris VLCAD, une diminution de 
l’activité de la voie d’ERK1/2 combinée à une diminution des niveaux en ARNm 
pour HSL, dont les DAGs sont les substrats spécifiques, suggèrent une potentielle 
accumulation de ces composés dans ces cœurs. De plus, l’accumulation d’AGs 
dans les TGs peut être considérée comme un mécanisme de protection contre la 
lipotoxicité causée par ces autres dérivés lipidiques toxiques (190). Le fait que, 
lorsque nourries avec la diète riche en gras, les souris VLCAD accumulent des 
AGs, principalement insaturés (C18 :1n9 et C18 :2n6) dans les TGs, malgré une 
proportion plus importante d’AG saturés dans la diète, suggère de possibles 
accumulation de composés lipidiques saturés qui, en combinaison avec des 
niveaux abaissés de DHA dans les PLs, pourraient causer des anomalies de la 
fonction adrénergique via PKC et ainsi provoquer des troubles du rythme. Ce 





6.4.2  Métabolisme des glucides  
Les perturbations du métabolisme des AGPIs ne représentent pas les seuls 
mécanismes métaboliques possibles pour expliquer le prolongement de l’onde QT 
rapportée chez les souris déficientes pour VLCAD. En effet, des altérations du 
métabolisme des glucides pourraient aussi être impliquées dans les modifications 
de l’activité électrique du cœur. Les résultats de l’étude menée avec les souris 
déficientes pour PPARα ont permis de mettre en évidence que, chez ce modèle 
animal, un changement métabolique dans le choix des substrats, des lipides vers 
les glucides ne permet pas de maintenir une fonction contractile adéquate lorsque 
la demande énergétique est augmentée. De plus, notre étude montre des altérations 
du métabolisme glucidique liées à la désactivation de PPARα. Dans cette optique, 
de manière intéressante, une étude par Marionneau et collaborateurs en 2008 
menée chez un modèle de souris avec une cardiomyopathie diabétique montre que 
PPARα joue un rôle dans le remodelage des canaux K+ voltage-dépendant et plus 
précisément dans la densité des canaux Ito,f, lesquels sont impliqués dans la durée 
du potentiel d’action et conséquemment celle du segment QT (204). Ces auteurs 
suggèrent que le changement dans l’utilisation des substrats, comme une 
diminution de l’oxydation des glucides, est impliqué dans l’altération de la 
fonction de canal Ito,f. Dans notre étude chez la souris PPARα, la durée de 
l’intervalle QT n’a toutefois pas été mesurée. Il est tout de même possible de faire 
un lien entre les altérations du métabolisme glucidiques et la prolongation du 
segment QT observée chez la souris déficiente en VLCAD. En effet, bien que le 
mécanisme impliqué dans la prolongation du segment QT n’est pas clair, des 
altérations dans le choix des substrats in vivo chez cette souris ne peuvent pas être 
exclues, tel qu’illustré par une diminution des niveaux d’ARNm de Pfkm et des 
changements selon l’âge et les conditions dans la contribution des différents 
substrats à la formation de l’acétyl-CoA mitochondrial ex vivo. 
6.4.3 Le rôle des acides aminés à chaîne branchée (AACBs) 
Au-delà des altérations métaboliques de la voie des AGPIs et de celle du glucose, 
notre étude a permis de mettre en évidence que les souris déficientes pour VLCAD 
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présentent d’autres altérations métaboliques inattendues qui pourraient être 
impliquées dans le développement des manifestations cliniques. À savoir, une 
diminution des niveaux des intermédiaires du CAC et des transcrits pour des 
enzymes impliquées dans l’anaplérose et la fonction mitochondriale. Ces résultats 
sont très pertinents et pointent vers de possibles altérations du métabolisme des 
AACBs. Les AACBs, la leucine, l’isoleucine et la valine, comptent parmi les 9 
AA essentiels. Contrairement aux autres acides aminés qui sont métabolisés dans 
le foie, les AACBs sont métabolisés principalement dans les tissus périphériques 
comme les muscles squelettiques et le cœur (130).  
 
Notre étude ne permet pas de mettre en évidence une accumulation d’AACBs. 
Toutefois, les souris VLCAD présentent une diminution des niveaux d’ARNm 
pour Pccb et une diminution des niveaux d’intermédiaires du CAC, plus 
précisément du succinate et du malate, lesquels sont issus du succinyl-CoA, point 
d’entrée des carbones provenant de la voie de la propionyl-CoA carboxylase. Pris 
ensemble, ces résultats suggèrent une diminution de l’activité de la voie de la 
propionyl-CoA carboxylase, une enzyme mitochondriale qui catalyse la 
carboxylation du propionyl-CoA en D-méthylmalonyl-CoA de manière ATP-
dépendante. Le propionyl-CoA est, entre autres, produit à partir du catabolisme de 
la valine et l’isoleucine, deux AACBs. Les patients atteints d’un déficit génétique 
pour PCC développent une AP et présentent des altérations métaboliques 
importantes en plus de symptômes sévères incluant une cardiomyopathie (202; 
236). En lien avec les résultats obtenus avec la souris déficiente pour VLCAD, une 
étude rapporte une prolongation du segment QT chez des patients avec une AP 
(21). Les manifestations cliniques observées chez ces patients ne sont pas toutes 
expliquées à ce jour. De plus, les propriétés antiarythmiques de la leucine et de la 
valine ont été rapportées ex vivo (318) et, récemment,  in vivo chez le rat (216). 
Collectivement, ces études suggèrent que des altérations dans la voie métabolique 
des AACBs puissent contribuer au développement des manifestations cliniques au 




différents mécanismes qui pourraient être impliqués seront discutés dans la section 
suivante et sont illustrés à la figure 4 (page 223). 
 
 
Figure 4 : Altérations possibles de la voie des AACBs qui pourraient être 
impliquées dans l’apparition des manifestations cliniques chez les souris 
déficientes pour VLCAD. 
AACB : acide aminé à chaîne branchée, C3-C5 acylcarnitine : acylcarnitine à 3 ou 5 
carbones  
 
Les acylcarnitines à chaîne courte, contrairement aux acylcarnitines à chaîne 
moyenne ou longue (C8 et plus) qui sont issues de l’oxydation incomplète des 
AGCLs, proviennent entre autres du métabolisme des AACBs. Plus précisément, 
les acylcarnitines à chaîne courte à nombre impaire (C3 et C5) sont des produits du 
catabolisme des AACBs, tandis que celle à chaîne paire (C2 et C4) sont dérivées 
soit du métabolisme des AGs soit de celui des acides aminés. Spécifiquement, les 
niveaux de C3 acylcarnitines sont un reflet du pool de propionyl-CoA, tandis que 
les C5 acylcarnitines, formées de l’α-méthylbutyrylcarnitine et de 
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l’isovalerylcarnitine, sont en équilibre avec l’α-méthylbutyryl-CoA et l’isovaleryl-
CoA, des intermédiaires du métabolisme mitochondrial de l’isoleucine et de la 
leucine (228). Dans les dernières années, un intérêt particulier a été porté sur ces 
acylcarnitines à chaîne courte qui semblent être des biomarqueurs intéressants. En 
effet, une étude, publiée en 2009 par Newgard et collaborateurs comparant le 
profil des métabolites circulants d’individus obèses à celui d’individus minces, 
montre une accumulation des AACBs ainsi que des acylcarnitines C3 et C5 dans le 
plasma des individus obèses (228). Les auteurs de cette étude expliquent cette 
augmentation des AACBs par une diminution de la synthèse protéique causée par 
une diminution des niveaux d’IGF-1. De plus, ils concluent que l’accumulation 
d’AACBs, via leur action sur la stimulation de la voie de mTOR, pourrait 
contribuer de manière indépendante au développement de la résistance à l’insuline 
et du diabète de type 2 chez ces individus. Une autre étude montre que les patients 
avec un diabète de type deux, comparativement à des sujets sains, présentent non 
seulement des niveaux d’acylcarnitines à CL plus élevés, causés par une oxydation 
incomplète des AGCLs, mais aussi une accumulation d’acylcarnitines C3 et C5 
(213) De plus, cette étude rapporte que chez ces patients, les niveaux de 
d’acylcarnitines C4, représentant la somme du methylmalonylcarnitine et du  
succinylcarnitine, corrèlent avec le glucose plasmatique à jeun et l’hémoglobine 
glyquée. Finalement, une étude publiée récemment par Wang et collaborateurs 
rapporte que les AACBs sont des métabolites qui prédisent le développement futur 
du diabète de type 2 chez des sujets sains et normoglycémiques (338). En effet, les 
niveaux sanguins à jeun d’AACBs sont augmentés jusqu’à 12 ans avant le 
développement de la maladie chez des sujets à haut risque comparativement à des 
sujets témoins. Collectivement, ces études suggèrent que les niveaux 
d’acylcarnitines à courte chaîne sont impliqués dans le développement de la 
résistance à l’insuline et pourraient être utilisés comme biomarqueurs de la 
glucotoxicité et de la lipotoxicité. 
Bien que les patients avec des déficits en VLCAD présentent majoritairement une 




profils d’acylcarnitines C3 et C5 dans les fibroblastes semblent être différents de 
ceux des individus sains, mais rien n’est précisé quant à une accumulation 
significative de ces acylcarnitines (324). Toutefois, il est important de mentionner 
que chez les patients VLCAD, la majorité des tests quant à l’oxydation des 
AGCLs et l’accumulation d’acylcarnitines se fait dans des fibroblastes de peau et 
que les résultats sont est très variables selon les phénotypes (324). De plus, une 
autre étude menée chez des patients déficients pour VLCAD montre une légère 
augmentation des niveaux d’acylcarnitines C3 au niveau plasmatique à la suite 
d’un traitement avec une diète contenant de la triheptanoïne versus une diète 
contenant des AGCMs à nombre pair (260). Ainsi, une accumulation 
d’acylcarnitines à chaîne courte au niveau cardiaque n’est donc pas à exclure chez 
ces patients dans certaines conditions. De plus, chez la souris déficiente pour 
VLCAD, Spiekerkoetter et al. rapportent une importante accumulation des 
acylcarnitines à CL (C16-C18) et très longue (C20-C-24) au niveau sanguin à 
l’état basal, à la suite d’un exercice intense ainsi que suite à 8h d’exposition au 
froid à jeun. De plus, cette étude montre que les niveaux d’acétylcarnitine (C2) 
sont diminués dans toutes ces conditions. Toutefois, ces auteurs ne rapportent 
aucune différence des niveaux sanguins d’acylcarnitines à courte et moyenne 
chaîne dans ces conditions. Une accumulation de C3 et C5 n’est toujours pas à 
exclure puisque les données rapportées dans cette étude s’appliquent seulement 
aux acylcarnitines à nombre pair (296).  
Étant donné la baisse des niveaux d’ARNm de Pccb chez les souris déficientes 
pour VLCAD, il est possible de croire à une accumulation de propionyl-CoA, 
semblable à celle observée chez les patients présentant un déficit génétique de 
PCC. Cependant, à l’opposé de ce qui est observé chez les patients diabétiques ou 
obèses, les patients avec des déficits génétiques en PCC présentent habituellement 
des niveaux d’AACBs abaissés (276). Cette diminution des niveaux d’AACBs 
chez les patients est par contre peut-être secondaire au traitement nutritionnel 
visant la diminution de l’apport alimentaire des précurseurs de propionyl-CoA 
(pour revue (277)). Ainsi, de telles recommandations nutritionnelles pourraient 
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être prises en compte pour le traitement des patients VLCAD de manière à limiter 
non seulement l’accumulation des acylcarnitines à chaîne longue, mais aussi de 
propionyl-CoA. Bien qu’aucun signe d’une surcharge de propionate n’ait été 
observé dans l’urine de patients déficients pour VLCAD traités avec une diète 
contenant des AGCMs à nombre impair (260), d’autres études sont nécessaires 
afin de documenter les profils de ces métabolites dans différentes conditions, 
premièrement chez la souris VLCAD, puis chez les patients.  
Au-delà des accumulations possibles d’acylcarnitines à chaîne courte, les 
conséquences des modifications du métabolisme des AACBs incluent aussi des 
altérations dans la voie de signalisation de mTOR. En effet, les nutriments, dont 
les AACBs et plus spécifiquement la leucine, sont les activateurs préférentiels de 
mTOR et une diminution de leur capacité à induire la voie de mTOR peut avoir 
des conséquences importantes (pour revue (125; 247). Ceci est possible aussi au 
niveau cardiaque, à titre d’exemple, une diminution de l’efficacité de la leucine à 
stimuler S6K, une cible de mTOR, est impliquée dans les altérations induites par 
l’alcool dans le muscle squelettique et le cœur (172). Cet effet des AACBs sur 
l’activité de la voie de mTOR pourrait être important non seulement au niveau de 
la sensibilité à l’insuline, tel que mentionné dans l’étude de Newgard et 
collaborateurs, mais pourrait aussi agir au niveau d’autres mécanismes. mTOR 
contrôle la transcription de plusieurs gènes et l’activité de la mitochondrie. Parmi 
les mécanismes impliqués dans l’activité mitochondriale, on retrouve son 
interaction avec PGC1α pour la régulation de la phosphorylation oxydative. 
PGC1α est impliqué dans la régulation du métabolisme énergétique, incluant la 
biogenèse mitochondriale et la β-OX (143). Différents facteurs de transcription 
participent à l’induction de la biogénèse mitochondriale par PGC1α, tels qu’ERR 
et les NRFs. Une étude de Cunnungham et collaborateurs en 2007 a montré que 
mTOR agit au niveau de l’interaction de PGC1 avec YY1, un facteur de 
transcription, en altérant leur interaction physique, réduisant la capacité de 
phosphorylation oxydative (OXPHOS)  (63). Étant donné notre résultat d’une 




dans les cœurs déficients en VLCAD, de possibles altérations dans cette voie 
métabolique sont envisageables chez la souris déficiente en VLCAD. Ainsi il est 
possible de penser que la capacité d’OXPHOS de ces souris pourrait être altérée 
dans certaines conditions. Cette hypothèse semble d’autant plus plausible 
considérant le rôle récemment rapporté de VLCAD, étant donné sa localisation 
dans la membrane de la mitochondrie, dans la formation de complexes 
multifonctionnels pour l’oxydation des AGs physiquement associés à de super-
complexes pour l’OXPHOS dans la mitochondrie (339). En lien avec cette idée, 
les patients atteints des désordres génétiques de la voie de la propionyl-CoA 
carboxylase présentent de multiples altérations de l’OXPHOS dans divers organes 
dont le cœur (68), suggérant, une fois de plus, un lien entre les phénotypes de ces 



























Les recherches réalisées au cours de cette thèse de doctorat ont permis de 
documenter l’impact d’une déficience génétique pour une protéine impliquée dans 
l’oxydation des AGCLs. Même si les hypothèses de départ n’ont pas pu être 
vérifiées dans leur ensemble, étant donné les problèmes rencontrés et les résultats 
inattendus obtenus, les différents travaux réalisés ont permis de mettre en évidence 
des altérations métaboliques potentiellement impliquées dans la survenue des 
troubles du rythme chez les patients avec des déficits génétiques de l’oxydation 
des AGCLs. Grâce à la fine pointe de nos outils méthodologiques, une élégante 
étude de phénotypage métabolique et fonctionnel des cœurs de souris déficientes 
pour PPARα et pour VLCAD a été réalisée. De plus, cette étude est, à notre 
connaissance, la première à caractériser l’impact d’un déficit en VLCAD chez la 
souris dans un organe hautement oxydatif, comme le cœur. 
Spécifiquement, les résultats obtenus au cours du premier des 3 volets de cette 
thèse ont montré que la diminution de l’expression de PPARα est liée à des 
altérations du métabolisme des glucides et à une dysfonction des cœurs perfusés ex 
vivo lorsque la demande énergétique est augmentée. De plus, les deux autres 
études menées avec la souris VLCAD ont permis de mettre en évidence, malgré la 
capacité de ces cœurs à oxyder de manière efficace les AGCLS exogènes et à 
maintenir une fonction contractile adéquate ex vivo, d’autres altérations 
métaboliques et fonctionnelles. À savoir, (i) des accumulations d’AGs dans les 
TGs cardiaques et hépatiques liées à des altérations des voies de signalisation 
impliquées dans la lipolyse, (ii) une diminution des niveaux de DHA dans les PLs 
cardiaques et (iii) une prolongation de l’onde QTc in vivo. De plus, au niveau 
moléculaire, les analyses de qPCR réalisées dans ces études ont permis de 
suggérer (i) une diminution de l’efficacité des mécanismes compensatoires pour 
l’oxydation des AGCLs selon l’âge et les conditions nutritionnelles, (ii) des 
mécanismes responsables du développement des troubles du rythme, tels que 
altérations du métabolisme des AGPIs et des glucides, mais aussi des AACBs.  
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Ces résultats apparaissent pertinents d’un point de vue clinique puisque le 
traitement nutritionnel des patients déficients pour VLCAD ne tient pas compte de 
ces facteurs. En outre, il serait intéressant de mener des études 
électrophysiologiques, ou du moins de documenter l’expression génique ou 
l’activité des différents canaux ioniques afin de mieux comprendre la survenue des 
troubles du rythme chez la souris déficiente pour VLCAD.  
Par ailleurs, les résultats des recherches de cette thèse soulèvent de nouveaux 
questionnements.  D’une part, des expérimentations additionnelles doivent être 
réalisées dans le but d'obtenir des évidences directes appuyant le rôle des 
altérations du métabolisme des AACBs dans l’apparition des troubles du rythme 
chez la souris VLCAD. À cet effet, il serait pertinent de caractériser le profil des 
acylcarnitines à courte chaîne, plus spécifiquement de C3 et des C5 et de 
documenter l’impact d’une diète riche en AACBs non seulement sur les troubles 
du rythme, mais aussi sur la signalisation de l’insuline.  
De plus, il serait aussi intéressant de mesurer la capacité d’OXPHOS et plus 
spécifiquement d’effectuer un phénotypage fonctionnel des mitochondries intactes 
pour évaluer l’activité des différents complexes de la chaîne de transport des 
électrons, mais aussi la susceptibilité à l’ouverture du pore de transition 
mitochondrial dans les cœurs déficients en VLCAD dans les conditions pour 
lesquelles nous rapportons une diminution des niveaux d’ARNm de Pccb et de 
Ppargc1a, c’est-à-dire en situation de surcharge lipidique. De plus, le fait que les 
souris déficientes à la fois pour VLCAD et pour LCAD ne soient pas viables (60) 
suggère qu’il serait intéressant de créer un modèle animal déficient pour VLCAD 
et hétérozygote pour LCAD de manière à limiter le rôle de ce mécanisme 
compensatoire. Ainsi, ce modèle animal pourrait être un meilleur modèle murin de 
désordres de l’oxydation des AGCLs, et l’étude du métabolisme cardiaque de ces 





En conclusion, l’utilisation de différentes approches, telles que la perfusion ex vivo 
de cœurs de souris au travail couplée à l’utilisation de substrat marqués avec des 
isotopes stables combinées à l’analyse des isotopomères de masse par GCMS, 
l’analyse de l’expression génique par qPCR et l’analyse de la fonction électrique 
du cœur in vivo par télémétrie, a permis de sonder le métabolisme énergétique et la 
fonction contractile de deux modèles de souris de façon précise. Il paraît 
maintenant pertinent de penser que chez l’humain, les conséquences d’un désordre 
de l’oxydation des AGCLs sur le développement des manifestations cliniques 
dépassent le déficit énergétique et l’accumulation de dérivés des AGCLs toxiques. 
Bien qu’il soit difficile d’extrapoler les données obtenues à l’humain, les résultats 
de cette thèse pourraient servir à l’élaboration de nouvelles interventions 
métaboliques destinées à améliorer les traitements possibles et donc, la qualité de 
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Abstract
Introduction Medium-chain fatty acids (MCFAs) have
physical and metabolic properties that are distinct from
those of long-chain fatty acids, which make them a readily
available cellular energy source. These properties have been
used advantageously in the clinics for more than 50 years
for treating lipid absorption disorders, undernourished
patients, and more recently subjects with long-chain fatty
acid oxidation defects. In these latter subjects, nutritional
interventions with MCFA-containing triglycerides have
been shown to improve clinical symptoms, particularly
cardiomyopathies.
Potential benefits of MCFA metabolism in cardiac
diseases There is, however, only a limited number of
studies that have considered the potential use of MCFAs
as metabolic therapy for cardiac diseases in general.
Nevertheless, current experimental evidence does support
the notion that the diseased heart is energy deficient and
that alterations in myocardial energy substrate metabolism
contribute to contractile dysfunction and cardiac disease
development and progression. Hence, this article will
review current literature on MCFAs with a specific
emphasis on their metabolism and potential benefits for
the heart. It will include practical considerations about the
potential clinical application of MCFA therapy for the
management of patients with cardiac diseases.
Key words medium-chain fatty acid . heart .
cardiomyopathy . metabolism . energy . nutrition
Introduction
Medium-chain fatty acids (MCFAs) have a chain length
between 6 to 12 carbons and are saturated. In contrast,
long-chain FAs (LCFAs) contain 14 or more carbons and
often carry one or more double bonds. These structural
differences confer to MCFAs distinct metabolic properties
such as their unregulated β-oxidation for energy produc-
tion, which have been used advantageously in various
clinical conditions, in which cases MCFAs are traditionally
administered as medium-chain triglycerides (MCTs). For
clinical use, there are various commercial preparations of
MCTs, containing either MCFAs alone in the form of oil or
margarine, or in combination with carbohydrates, proteins,
essential FAs, vitamins and minerals in the form of milk or
enteral solutions [1, 2]. Furthermore, MCT-containing lipid
emulsions, which are classically administered as a mix with
LCFA-containing triglycerides (LCTs), are also available
for parenteral infusion [3]. It is noteworthy that in contrast
to LCTs, MCFA-containing triglycerides are minor constit-
uents of the classical diet, except in populations consuming
large amounts of coconut oil, which contains over 50%
even-carbon MCFAs, as it occurs in Sri Lanka and other
Cardiovasc Drugs Ther
DOI 10.1007/s10557-008-6084-0
developing countries [4]. Milk is also another natural source
of MCFAs; their proportion can reach ~50% of FAs in some
mammals such as rabbits and rats [5]. Interestingly, results
from a prospective cohort study including more than 80,000
US females showed that in contrast to LCFAs, intakes of
MCFAs were not significantly associated with the risk of
coronary heart disease [6].
Since their first introduction in the 1950s for the
treatment of lipid absorption disorders [2], MCT-enriched
diets have been proposed for clinical conditions associated
with increased energy needs, such as undernourished
patients or premature neonates [7, 8], and more recently
for the management of obesity [9–12]. Over the past
decades, MCTs have also been used for the nutritional
management of patients with inherited LCFA β-oxidation
disorders [13]. These patients often present in the clinics
during their first years of life with fasting-induced
hypoketotic hypoglycaemia, myopathy, cardiomyopathy or
liver dysfunction. MCFAs, which bypass the enzyme defect
and thereby can restore energy production, have been
shown to improve clinical symptoms, particularly cardiac
hypertrophy and dysfunction, in most patients [14–17].
More recently, MCFAs with an odd number of carbons
were reported to be superior to even-carbon MCFAs in
improving the cardiomyopathy of one patient with genetic
LCFA oxidation deficiency [18]. Beyond being readily
oxidized for energy production, odd-carbon MCFAs are
anaplerotic for the citric acid cycle (CAC), a process that
has been shown to be crucial for maintenance of gluconeo-
genesis in liver, neurotransmitter synthesis in the brain,
insulin signalling in β-cells as well as optimal contraction
in the heart [19].
In other cardiomyopathies, unrelated to inherited FA
oxidation defects, MCFAs or MCTs have only been used in
a restricted number of animal studies. Nevertheless,
numerous evidence support the notion that the diseased
heart is energy deficient and that alterations in myocardial
energy substrate metabolism contribute to contractile
dysfunction and cardiac disease development and progres-
sion [20–24]. Beyond the potential benefit of pharmaco-
logical interventions with “metabolic modulators,” which
have been proposed as adjunctive therapies in these
diseases [20–24], there appears to be also a potential for
nutritional interventions with even- and/or odd-carbon
MCFAs in the treatment of cardiac diseases given the
reported benefits of MCTs in the management of cardio-
myopathies associated with inherited LCFA oxidation
defects. Furthermore, findings from recent studies in
animals and humans have emphasized the importance of
LCFAs as determinant of contractile function, structural
remodelling, and mitochondrial energy metabolism in the
failing, post-infarcted or hypertrophied heart [25–27].
This article will review current experimental evidence
suggesting the potential benefits of MCFAs as metabolic
therapy in cardiac diseases. Herein, metabolism of even-
and odd-carbon MCFAs will be presented, followed by a
description of their reported effects on myocardial substrate
metabolism, function and remodelling. Finally, their effects
beyond the heart as well as potential limitations in their
clinical use will be discussed.
Metabolic effects of MCFAs
This section will describe MCT and MCFA metabolism at
the whole-body and cellular levels. Thereafter, their impact
on myocardial substrate metabolism, a potential determi-
nant of contractile function, energy status, disease progres-
sion, and resistance to ischemia–reperfusion [20, 21, 27],
will also be presented. For each section, we will discuss
potential differences between even- and odd-carbon
MCFAs, although unless specified, the text refers predom-
inantly to even-carbon MCFAs.
MCFA metabolism at the cellular level
MCFAs display numerous unique metabolic properties that
contrast with LCFAs and contribute to their metabolic
effects [12, 28]. The β-oxidation of LCFAs is highly
regulated by substrate availability, transport across plasma
and mitochondrial membranes, and specific FA oxidation
enzyme activities. Specifically, LCFA uptake is mediated
by sarcolemmal transporters, such as FA translocase (FAT/
CD36), plasmalemmal FA-binding protein and FA transport
protein (Fig. 1) [29]. Subsequently, LCFAs are activated
into their corresponding acyl-CoA derivatives, which are
either incorporated into intracellular lipid pools or enter the
mitochondria for β-oxidation. Transport of long-chain acyl-
CoAs (LC-acyl-CoAs) into the mitochondria is mediated by
the concerted action of three carnitine-dependent enzymes
[30]. The first enzyme of this carnitine shuttle, carnitine
palmitoyltransferase I (CPT-I), is the key regulatory step for
LCFA transport and oxidation into mitochondria. In
contrast, MCFAs do not rely on membrane transporters
for their uptake into cells and mitochondria; they are
directly activated in the mitochondrial matrix by medium-
chain acyl-CoA (MC-acyl-CoA) synthetase prior to β-
oxidation, which is not subject to regulation at the level of
CPT-I [12, 28, 31]. Accordingly, MCFAs are rapidly taken
up by cells, readily and preferentially β-oxidized in the
mitochondria at rate that is determined by their availability,
that is their blood concentrations. There appears to be little
peroxisomal oxidation or incorporation into triglycerides of
MCFAs [10, 32, 33].
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Recently, the use of odd-carbon MCTs has been
proposed as an alternative to even-carbon MCTs in the
nutritional management of patients with LCFA oxidation
defects [18]. The benefit of odd-carbon MCTs, specifically
heptanoate-containing triglycerides or triheptanoin, is at-
tributed to their anaplerotic properties. Anaplerosis is the
re-filling of the catalytic intermediates of the CAC that
carry acetyl-CoA as it is oxidized. In fact, the oxidation of
one molecule of heptanoate, which have seven carbons,
yields two acetyl-CoA and one propionyl-CoA molecules,
while that of octanoate, a eight-carbon containing MCFA,
yields four acetyl-CoA units (Fig. 1). Propionyl-CoA
derived from heptanoate is further metabolised to succi-
nyl-CoA, which is an anaplerotic reaction that feeds the
pool of CAC intermediates [19]. Supporting evidence for
this metabolic scheme is provided by labelling experiments
conducted in perfused hearts with heptanoate differentially
labelled with carbon 13 (13C) on carbon 1 or carbons 5, 6
and 7. Indeed, using [1–13C]heptanoate, there was incor-
poration of label into citrate and the expected fall in
enrichment from citrate to succinate concurred with the
notion that the carbon-1 of heptanoate enters the CAC via
β-oxidation and not through anaplerosis. In contrast, the
use of [5,6,7–13C3]heptanoate resulted in the formation of
[13C3]succinate in a proportion that supported the notion of
heptanoate metabolism to propionyl-CoA [26].
MCFA metabolism at the whole-body level
While traditionally, MCFAs are given in the form of MCTs,
their route of administration, oral or parenteral, has a major
impact on the formation of their derived metabolites [2, 12,
34]. When given orally, MCTs which are hydrosoluble, are
readily hydrolysed to MCFAs that are absorbed into the
portal vein and are rapidly taken up and oxidized by the
liver. This contrasts with LCFAs that are packed into
chylomicrons, which bypass the liver via the lymphatic
system and are delivered to extrahepatic tissues. Accord-
ingly, MCTs are hydrolysed faster and are better absorbed
than LCTs [2, 12]. Results from animal and human studies
provide also evidence that MCT diets lead to less
deposition of body fat than LCT diets. Furthermore,
because ingested MCFAs are directed toward oxidation
rather than storage, they also influence energy expenditure
[2, 12]. In the liver, MCFAs are not significantly incorpo-
rated into lipids. Rather, excess formation of acetyl-CoA
through β-oxidation of MCFAs leads to ketone body
synthesis [2, 12]. In fact, ketone bodies, namely acetoace-
tate and β-hydroxybutyrate, are the quantitatively most
important MCFA-derived metabolites that become available
to non-hepatic organs when MCTs are administered orally.
In contrast, intravenous MCTs are hydrolysed presumably
by lipoprotein lipase to MCFAs, which are rapidly taken up
and oxidized by peripheral tissues, particularly heart,
muscles and kidneys, but also liver [33, 35]. The oxidation
rate of enterally or parenterally administered MCTs is
similar, but it is faster than that of LCTs [35].
Similarly, the hepatic metabolism of odd-carbon MCFAs
leads to ketone body synthesis. However, beyond the
formation of the classical four carbons (C4) ketone bodies
acetoacetate and β-hydroxybutyrate from acetyl-CoA me-
tabolism, odd-carbon MCFAs lead also to the formation of
the C-5 ketone body analogs β-ketopentanoate and β-
hydroxypentanoate from propionyl-CoA metabolism. Re-
cently, Kinman et al. [34] have demonstrated that heptanoate
and C5-ketone bodies were the predominant circulating
metabolites when triheptanoin was infused intravenously,
whereas only C5-ketone bodies were detected when
triheptanoin was given intraduodenally. Irrespective of the
route of administration of MCFAs, their hepatic metabolism
can contribute to energy production as well as favour
anaplerosis and hence gluconeogenesis and thereby induce
changes in the availability of other circulating substrates,
such as LCFAs or glucose, for non-hepatic organs, a



















Fig. 1 Long-chain and medium-chain fatty acid oxidation pathways
in cardiomyocytes. Compared to long-chain fatty acids, medium-chain
fatty acids are directly oxidized into mitochondria. Circles represent
atoms of carbon from fatty acids that enter into the citric acid cycle.
Complete β-oxidation of one molecule of octanoate yields 4
molecules of acetyl-CoA, while one molecule of heptanoate yields
two molecules of acetyl-CoA and one molecule of propionyl-CoA
(from carbons 5, 6 and 7), which is anaplerotic in that it enters the
pool of citric acid cycle intermediates at the level of succinyl-CoA.
FABP, plasmalemmal fatty acid-binding protein; CD36, fatty acid
translocase/CD36; CPT, carnitine palmitoyltransferase; CAT, carnitine-
acylcarnitine translocase
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Metabolic effects of MCFAs in the heart
Metabolic effects of MCFAs that have been documented in
the normal and diseased hearts include modulation of
substrate selection, anaplerosis, and energy status. These
effects have been described in hearts from rats and pigs
perfused ex vivo or in situ. It is noteworthy that a number
of earlier studies that is prior to 2000, have been conducted
using MCFAs, principally octanoate, as the sole source of
FAs. While results from these studies provide useful
metabolic informations, care should be taken in extrapolat-
ing conclusions from these studies to the in vivo situation.
Indeed, as discussed below, the metabolic effects of MCFAs
differ when supplied alone or together with LCFAs, a
condition that is more physiologically relevant.
Modulation of substrate selection In the heart, as in other
tissues, MCFAs are more easily oxidized than LCFAs and
their contribution to energy production is related to their
coronary concentration [36, 37]. In rat hearts perfused with
carbohydrates and FAs, replacing LCFAs by MCFAs at a
concentration providing the same quantity of acetyl-CoA
units (assuming complete β-oxidation) induced a two- to
six-fold increase in the myocardial levels of acetyl-CoA as
well in the rate of FA β-oxidation, while the rate of
glycolysis and glucose oxidation was decreased [37, 38].
When supplied at concentration greater than 0.5 mM,
MCFAs provided more than 80% of acetyl-CoA molecules
for oxidation into the CAC [36–39]. Evidence supporting
the notion that β-oxidation of MCFAs is uncontrolled when
supplied as the sole FA to perfused hearts is supported by
our finding of a high rate of ketone body release,
representing as much as 25% of acetyl-CoA production,
when hearts were perfused with carbohydrates and 0.2 mM
octanoate. This ketone body release is attributed to the high
activity and reversibility of cardiac 3-oxoacidtransferase
[40]. However, the latter metabolic effect of MCFAs, as
well as an increased myocardial malonyl-CoA levels [37,
41] are not observed when hearts are perfused with a
mixture of MCFAs and LCFAs.
In hearts perfused with 1–1.2 mM LCFA (oleate or
palmitate), decreasing LCFA concentration to 0.4–0.6 mM
combined with addition of 0.6–1.2 mM MCFA (octanoate)
led to the following metabolic changes. First, there was an
increased contribution of total exogenous FAs to energy
production, which was due to MCFAs since that of LCFAs
was decreased [42, 43]. Second, the contribution of
carbohydrates, namely glucose, pyruvate and/or lactate, to
energy production remained unchanged or was slightly
increased, providing about 10% of acetyl-CoA production
[42, 43]. Third, glycolytic flux was unaffected, but the
cytosolic redox state, as reflected by the lactate-to-pyruvate
production rate, was less reduced than with LCFAs alone
[42, 43]. Finally, the myocardial levels of endogenous
energy stores, glycogen and triglycerides, were also
unchanged [42].
Similar metabolic effects of MCFAs have been reported
in animal models of left ventricular hypertrophy, which
display enhanced glycolysis and decreased FA oxidation.
First, we conducted a study in hearts from 15-week-old
spontaneously hypertensive rats (SHR) [44], which also
show hypertension, insulin resistance and dyslipidemia,
thereby mimicking some of the characteristics of the
metabolic syndrome [45]. These rats also exhibit a genetic
defect in FAT/CD36, concurring with the reported reduced
contribution of exogenous LCFAs to β-oxidation in the
heart [44–47]. In our study, SHR hearts were perfused in a
working mode with physiological concentrations of sub-
strates, including 0.4 mM oleate, and hormones and
subjected to an adrenergic stimulation to increase energy
demand (Fig. 2). Addition of 0.2 mM octanoate increased
exogenous FA contribution to energy metabolism, princi-
pally due to MCFA contribution (10.5±0.6%), with an
equivalent decrease in endogenous non-carbohydrate sub-
strate contribution, probably endogenous LCTs [44]. In
contrast, glycolysis and glucose oxidation were unaffected.
When octanoate was replaced by 0.2 mM heptanoate, there
was a two-fold lower contribution of this odd-carbon
MCFA to acetyl-CoA formation for energy production
(4.9±0.8%; n=4; Fig. 2, unpublished data), concurring with
the notion that oxidation of one molecule of heptanoate
yields two times less acetyl-CoA molecules compared to
octanoate (Fig. 1). Furthermore, concurring with Okere et
al., we detected the formation of M+3 isotopomers of




























Fig. 2 Relative substrate contribution to acetyl-CoA for citrate
synthesis in isolated working SHR hearts perfused with different
mixtures of fatty acids. SHR hearts were perfused in a working mode
with either 0.49 mM oleate (C18:1), 0.4 mM oleate+0.2 mM
octanoate (+C8), or 0.4 mM oleate+0.2 mM heptanoate (+C7) and
with physiological concentrations of other substrates and hormones,
and subjected to an adrenergic stimulation. Results depicted for groups
C18:1 and +C8 were adapted from [44]. Bars represent the relative
contribution of carbohydrates (PDC; black bars), exogenous oleate
(OLE: white bars), octanoate (OCT) or heptanoate (HEPT; dotted
bars); and other non-glucidic endogenous substrates (OS; grey bars)
to acetyl-CoA for citrate synthesis. *p<0.05 vs C18:1 group
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succinate (MPE M+3=1.1±0.1%; n=4) when hearts were
perfused with [5,6,7–13C3]- but not [1–
13C]heptanoate, in
agreement with the metabolism of the last three carbons of
heptanoate to succinyl-CoA.
More recently Allard et al. [42] have examined the
effects of MCFAs in a rat model of left ventricular
hypertrophy induced by aortic banding. Hearts were
perfused with glucose and 1.2 mM palmitate, or 0.6 mM
palmitate plus 1.2 mM octanoate. These two mixtures of
FAs supply an equivalent amount of acetyl-CoA molecules.
In the presence of octanoate, there was a two-fold increased
contribution of exogenous FAs, attributed to MCFAs,
reduced glycolysis, whereas glucose oxidation remained
unchanged. Collectively, these metabolic effects concurred
with our findings in SHR except that they were of greater
magnitude, possibly due to the use of a greater octanoate
concentration (1.2 versus 0.2 mM in our study).
Anaplerosis Another potential beneficial effect of MCFAs
is to increase myocardial levels of CAC intermediates. This
anaplerotic effect was reported in different conditions of
heart perfusions with the even-carbon MCFA, octanoate or
hexanoate [26, 43, 44, 48–50]. This increase in CAC
intermediate levels, more specifically that of isocitrate and
malate, appears to be due to a preferential partitioning of
pyruvate to carboxylation rather than to decarboxylation
combined with an increased supply of acetyl-CoA from the
MCFAs. There were no reported changes in the cardiac
efflux of CAC intermediates, a process that is often referred
to as cataplerosis [43, 44, 48, 49].
The magnitude of the anaplerotic effect was more marked
with odd- than even-carbon MCFAs. In pig hearts perfused
in situ and subjected to ischemia–reperfusion, the addition of
0.4 mM heptanoate induced a 25–50% increase in CAC
intermediate tissue levels, particularly succinate, fumarate
and malate [26]. We also obtained similar results in working
SHR hearts perfused ex vivo and subjected to adrenergic
stimulation [44] in the presence of either 0.49 mM oleate
(C18:1), or a mixture of 0.4 mM oleate and 0.2 mM
octanoate (+C8) or 0.2 mM heptanoate (+C7; Fig. 3).
Energy production Much remain to be learned, however,
on the mechanism by which the aforementioned unique
metabolic effects of MCFAs impact on cardiac energy
production. In our studies conducted in hearts from SHR
and Wistar rats, despite differences in substrate selection for
energy production induced by the addition of MCFAs, there
was no difference in the absolute CAC flux rates, calculated
from oxygen consumption and flux ratios [43, 44, 49].
However, Allard et al. [42] found that the metabolic effects
of octanoate were associated with an increased myocardial
concentration of adenosine triphosphate (ATP) both in
control and hypertrophic rat hearts. Furthermore, the lower
glycolytic rate of hypertrophied hearts perfused in the
presence of octanoate was associated with a decreased
activity of both isoforms of adenosine monophosphate
kinase (α1 and α2), suggesting that beyond their metabolic
effects, MCFAs may also impact on the activity of this
signalling pathway which is considered as a cellular
metabolic and energy fuel sensor [20, 42].
Potential benefits of MCFAs in cardiac diseases
The following section will describe the potential benefits of
MCFAs on the normal and diseased heart beyond metab-
olism. This includes contractile function as well as the


































C18:1 + C8 + C7
Fig. 3 Effects of medium-chain fatty acids on the myocardial levels
of citric acid cycle intermediates. SHR hearts were perfused in a
working mode with different mixtures of fatty acids, as described in
Fig. 2. Tissue levels of citrate (Cit), isocitrate (Iso), α-ketoglutarate
(αKG), succinate (Suc), fumarate (Fum), malate (Mal) and total citric
acid cycle intermediates were quantified by gas chromatography–mass
spectrometry in tissue homogenates spiked with standards. *p<0.05,
**p<0.001 vs C18:1 group
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development of hypertrophy or its progression to failure.
First, we will discuss findings related to cardiomyopathy
development in subjects with LCFA oxidation defects,
principally humans. Then, we will describe findings in
studies using other models of cardiomyopathy, which were
conducted exclusively in animals. As a whole, while part of
the reported benefits of MCFAs may potentially be
attributed to the aforementioned metabolic effects on the
heart, the contribution of additional indirect effects cannot
be excluded and hence will also be discussed.
LCFA oxidation defects
The clinical phenotype of patients affected with genetic FA
oxidation defects is very diversified but frequently includes
cardiomyopathy and/or heart beat disorders [13, 51].
Interestingly, cardiac symptoms are specifically associated
with LCFA oxidation defects, either disorders of carnitine
shuttle for transport across the mitochondrial membrane or
defects of specific mitochondrial enzymes for LCFA
oxidation. In contrast, they are exceptional in MCFA or
short-chain FA oxidation disorders. Cardiac decompensa-
tion occurs under conditions where LCFAs usually become
the major energy source such as fasting or during a stress
challenge. The treatment regimen that has been successful
in improving the outcome of many patients with LCFA
oxidation defects, particularly in alleviating their cardio-
myopathy [14–17], include dietary MCTs (~30% of calorie
intake) in conjunction with frequent carbohydrate feedings,
carnitine supplementation, and reduced consumption of
LCTs. In these patients, MCTs was found to restore ketone
body production and improves metabolic control following
exercise [52]. Among the proposed underlying pathophys-
iological mechanisms in these patients are defective energy
production combined with accumulation of toxic LCFA
derivatives, either LC-acyl-CoAs or carnitines [51, 53]. The
benefit of MCT administration is attributed to MCFAs and
their derived metabolites, which bypass the defective
enzyme block and thereby, can restore energy production
beyond that provided by carbohydrates. This is suggested
by the finding that cold tolerance of mouse with LCFA
oxidation defects can be increased by feeding a MCT-
enriched diet prior to cold challenge but not by glucose
infusion [54]. Furthermore, MCFAs appear also to decrease
the accumulation of toxic LCFA-derived metabolites,
although the underlying mechanism remains to be clarified.
In fact, experiments conducted in fibroblasts from patients
with LCFA oxidation deficiencies demonstrated that
MCFAs can be normally oxidized in these cells, inducing
a decreased accumulation of toxic LCFA derivatives and
correction of secondary metabolic disturbances [55–57].
Actually, MCT supplementation is generally considered to
be beneficial in FA oxidation defects, even if MCFA
utilization slightly differs between the different enzyme
defects [13, 58].
Nevertheless, despite marked improvements in the clinical
status of most FA oxidation defective patients, there remain
persistent cardiac and muscle dysfunctions in some of these
subjects. Recently, Roe et al. [18] reported a dramatic
improvement of cardiomyopathy and muscle symptoms after
substituting even-carbon (trioctanoin) by odd-carbon (trihep-
tanoin) MCTs in a few patients with very long-chain acyl-
CoA dehydrogenase deficiency. In one of these patients,
cardiac hypertrophy and dysfunction was normalized after a
few weeks of triheptanoin treatment. Triheptanoin ingestion
induced a rapid appearance of both C4- and C5-ketone
bodies in plasma. There was no evidence for any accumu-
lation of toxicity linked to propionyl-CoA overload. It was
postulated that the beneficial effect of triheptanoin results
from its anaplerotic property. Presumably this would
compensate for a decreased tissue CAC intermediate level
attributed to excessive leakage and thereby improve acetyl-
CoA metabolism in the CAC and energy production.
However, controlled clinical studies appear warranted to
substantiate the potential advantageous role of anaplerotic
odd-carbon MCTs in patients with LCFA oxidation defects.
Cardiac hypertrophy and failure
Collectively, studies that have examined the effects of
MCFAs in animal models of hypertrophy, both using the ex
vivo perfused heart model or in vivo, have reported some
benefits on cardiac function or disease progression. First, in
their rat model of pressure-overload induced hypertrophy,
Allard et al. [42] reported an improved contractile function
of working hearts perfused with 0.6 mM palmitate and
1.2 mM octanoate compared to 1.2 mM palmitate alone.
Similarly, we demonstrated that the capacity of SHR hearts
to withstand an acute adrenergic stress, as evidenced by a
rapid decline in cardiac functions and enhanced lactate
dehydrogenase release (reflecting loss in cell membrane
integrity), can be improved by increasing the contribution
of exogenous FA oxidation to energy production by
supplementation with 0.2 mM octanoate [44]. Replacing
octanoate with 0.2 mM heptanoate did not result in
additional benefits (unpublished data), in spite of hepta-
noate’s greater anaplerotic effect as illustrated in Fig. 3.
Collectively, these results suggest that impaired energy
production rather than defective anaplerosis contributes to
cardiac dysfunction in this model of acute heart failure.
In addition to these aforementioned effects of acute
supplementation with MCFAs, there have been a number of
studies reporting some benefits following feeding SHR
with a MCT-enriched diet [47, 59, 60]. These benefits
include prevention of cardiac hypertrophy and improve-
ment of cardiac function, despite persistent hypertension.
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Ischemia and reperfusion
Earlier studies in perfused rat hearts have reported
improved functional recovery following an ischemic
insult with high concentrations of hexanoate or octa-
noate [38, 61]. However, using a less severe model of
ischemia–reperfusion (i.e. 60% reduction of regional
coronary flow) in the pig heart perfused in situ and lower
concentrations of MCFAs (0.4 mM hexanoate or hepta-
noate), Okere et al. [26] did not observe any improvement
in cardiac function.
Diabetic cardiomyopathy
To the best of our knowledge, there has been only one
study in a rat model of diabetes with MCFAs, in which it
was shown that the addition of hexanoate as sole FA source
to hearts perfused with glucose alone normalized contractile
function [39]. However, interestingly in mice overexpress-
ing peroxisome proliferator-activated receptor α (PPARα)
in a cardiomyocyte specific manner, which recapitulates the
diabetic metabolic phenotype, administration of a diet
enriched in LCFAs exacerbated the cardiomyopathy and
contractile dysfunction, whereas a MCFA-enriched diet
rescued these abnormalities [62]. Collectively, these results
suggest that MCT-enriched diet may improve the diabetic
cardiomyopathy, however further work is necessary to
confirm this favourable effect, notably in human diabetic
patients.
Other effects of MCFAs
Much remains to be learned about the mechanisms
underlying the reported beneficial effects on cardiac
function and disease progression. While these effects may
result from the aforementioned unique metabolic properties
and effects of MCFAs, there are additional potential indirect
both cardiac and extra-cardiac effects, which ought also to
be considered as potential mechanisms to explain the
benefits of MCFAs. For example, replacing LCFAs by
MCFAs as energy substrate may contribute to decrease
potentially adverse effects of LCFAs, which has been
referred to as lipotoxicity [62, 63]. This phenomenon has
been proposed to occur whenever there is a mismatch
between LCFA uptake and oxidation, leading to their
conversion to biologically active metabolites such as
ceramide and/or diacylglycerol that may impact on signal-
ling pathways and gene expression. For example, in
contrast to LCFAs, MCFAs do not activate PPARα and
genes regulated thereby such as uncoupling protein 3 and
pyruvate dehydrogenase kinase 4 [64]. In addition, while
LC- and MC-acyl-CoAs differentially activate cardiac KATP
channels, an important regulator of cellular excitability
[65], only LC-acylcarnitine derivatives were found to
decrease inward K+ current and elicit electrophysiological
alterations [51, 66]. Finally, LC-acyl-CoAs have been
shown to inhibit ex vivo the activity of enzymes involved
in energy substrate metabolism and its regulation. This
includes acetyl-CoA carboxylase, the mitochondrial tricar-
Fig. 4 Effects of acyl-CoAs of
different chain lengths on the
activity of myocardial mito-
chondrial enzymes. Data are
means±SE of four experiments.
The enzyme activity of citrate




ously described [44] in frozen
powered rat hearts in the ab-
sence (open bar), or in presence
of 0.1 (grey bar) or 0.5 mM
(black bar) of different acyl-
CoA derivatives. Note that the
enzyme activity was unaffected
in presence of MCFA deriva-
tives (octanoyl-CoA), in contrast
to LC-acyl-CoAs, either palmi-
toyl-CoA or oleyl-CoA, which
induce a drastic reduction in
enzyme activity. *p<0.0001 vs
control condition
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boxylate transporter, and several CAC enzymes [67, 68].
Figure 4 illustrates the inhibitory effects of increasing
concentrations of LC-acyl-CoAs, but not MC-acyl-CoAs,
on myocardial citrate synthase, nicotinamide adenine
dinucleotide phosphate (NADP+)-isocitrate dehydrogenase
and aconitase activities.
At the whole-body level, MCFAs also have other effects
that may indirectly impact on cardiac function and metabo-
lism as well as on risk factors for cardiac diseases. For
example, MCT-enriched diets have been associated with
improved insulin sensitivity and glucose tolerance [47, 69],
increased thermogenesis and down-regulation of adipogenic
genes, resulting in a reduced fat storage and a decreased
body weight [11, 69]. In addition, they may also impact on
the immune response or coagulation pathways [70, 71].
Interestingly, MCFAs have recently been reported to be
ligands for G-protein coupled receptors acting as signalling
molecules, for example to potentiate insulin secretion at the
level of β-cells [72, 73]. The potency of MCFAs as agonist
appears, however, to be chain length dependent.
Potential limitations or safety of MCFAs
Only few deleterious effects have been reported with the
use of MCFAs, many of which have been reported mainly
when MCTs were administered as the main dietary energy
source representing >50% of the total energy intake. These
include decreased absorption of LCTs, which may result in
deficiency in essential polyunsaturated LCFA, steatorrhea,
gastrointestinal discomfort, increased risk of ketogenesis
and acidosis, and in some studies, though not all, changes
in blood lipid profile such as a raise in triglycerides or non-
high-density lipoprotein cholesterol [1–3, 74, 75]. Howev-
er, MCTs should be well tolerated while providing an
adequate source of energy when given at less than 30% of
the total energy intake.
MCFAs may, however, interfere with protein metabo-
lism, as suggested from perfused rat heart experiments [76].
In fact, octanoate being a chemical analogue of 2-
ketoisocaproate, is a potent inhibitor of branched-chain
alpha-keto acid dehydrogenase kinase, resulting in activa-
tion of branched-chain alpha-keto acid dehydrogenase
complex and thereby leucine oxidation [77]. Further
investigations appear warranted to assess the significance
of this effect given that leucine modulates the mammalian
target of rapamycin signaling pathway, which governs cell
protein synthesis as demonstrated in skeletal muscle [78].
The impact of heptanoate on leucine metabolism should
also be further considered. On additional considerations for
odd-carbon MCFAs is propionyl-CoA overload, although
this has not been reported in recent studies in humans and
rats in which triheptanoin was supplied at <30% of the total
energy intake [18, 19].
Conclusion
In summary, MCFAs are readily oxidized by cells,
including cardiomyocytes, and provide a very efficient
source of energy production. MCFAs display metabolic,
biological and physical properties that are distinct from
LCFAs, which may contribute to their reported benefits on
the heart’s energy status and contractile function. These
properties have been used advantageously for the nutrition-
al management of cardiomyopathies in subjects with
inherited LCFA β-oxidation defects [13]. Studies in animal
models indicate that MCFAs may favourably modulate
cardiac disease progression [42, 44, 62]. Interestingly, these
beneficial effects of MCFAs have been reported in animal
models for which the expression of myocardial genes
coding for FA β-oxidation are decreased (pressure-overload
hypertrophy [42]) or increased (diabetic cardiomyopathy
[62]). This suggests that MCFAs use would not be
restricted to a given condition. However, to the best of
our knowledge, the effect of MCT feeding has not yet been
examined in patients with coronary diseases or heart failure.
While there appear to be many potential beneficial direct
and indirect effects linked to substituting dietary LCTs for
MCTs as an energy source, much remain to be learned
about the metabolic alterations prevailing in patients with
such diseases, particularly at the myocardial level. In fact,
in contrast to animal models, patients received multiple
medications, for which there is little information about their
impact on substrate metabolism [20]. Hence, a better
understanding of the prevailing metabolic alterations in
these patients would help to delineate specific conditions in
which MCTs are likely to be beneficial.
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